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1. Estructura y función mitocondrial 
Las mitocondrias son las organelas subcelulares, presentes en las células 
eucariotas, responsables de la producción de energía a través de la síntesis de 
adenosina trifosfato (ATP) por fosforilación oxidativa. Aproximadamente, el 95% del ATP 
necesario para las funciones celulares es sintetizado en las mitocondrias. El ATP es 
utilizado en los procesos celulares endergónicos (G>0), es decir, aquellos que requieran 
aporte de energía para que se lleven a cabo. 
A su vez, las mitocondrias son los sitios subcelulares más activos en cuanto a la 
producción de especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno. 
 
1.1. Estructura mitocondrial 
La estructura general de la mitocondria es de forma alargada y su tamaño varía 
entre 0.5 µm2 y 2 µm2. Sin embargo, la forma de las mitocondrias puede variar 
significativamente de acuerdo con las funciones específicas de los diferentes tipos 
celulares. Estructuralmente, las mitocondrias poseen dos membranas fosfolipídicas, una 
membrana externa, lisa y elástica y una membrana interna, con pliegues internos o 
invaginaciones denominados crestas (Figura 1). Las crestas permiten aumentar el área 
superficial de la membrana interna, en relación con el volumen mitocondrial; su número 
varía según el tipo celular. 
 
Figura 1. Morfología mitocondrial. Fotografía de una microscopía electrónica de una 










Ambas membranas se encuentran separadas por un compartimento denominado 
espacio intermembranas (Sjostrand, 1955; Palade, 1956) y el espacio delimitado por la 
membrana interna se denomina matriz mitocondrial. 
La membrana externa, es permeable a pequeñas moléculas e iones de un peso 
molecular menor a 5000 Da, las cuales se mueven libremente a través de canales 
transmembrana, compuestos por una familia de proteínas integrales de membrana 
llamadas porinas. Los canales aniónicos dependientes del voltaje (VDAC) son porinas 
sensibles al potencial de membrana que regulan el intercambio de metabolitos entre la 
mitocondria y el citoplasma. 
La membrana interna, es impermeable a la mayoría de las moléculas pequeñas e 
iones, incluido el protón (H+); las únicas especies capaces de atravesar la membrana 
interna son aquellas para las que existen transportadores específicos (ej: ácidos 
carboxílicos, ADP, aminoácidos, Ca2+). Esta propiedad provee la base fisicoquímica para 
la transducción de energía en la mitocondria. La membrana interna contiene como 
proteínas constitutivas a los componentes de la cadena respiratoria y a la enzima ATP 
sintasa (FoF1-ATPasa) encargada de la síntesis de ATP. Adicionalmente, en la membrana 
interna se encuentran las enzimas piridin nucleótido transhidrogenasa, β-hidroxibutarato 
deshidrogenasa y las enzimas de los sistemas de transporte de iones, sustratos y 
nucleótidos. 
La matriz mitocondrial, es una fase gelatinosa compuesta por un 50% de proteínas, 
que experimenta grandes cambios de volumen y organización durante la actividad 
respiratoria. Contiene el complejo de la piruvato deshidrogenasa y las enzimas del ciclo 
del ácido cítrico, de la ruta de la β-oxidación de los ácidos grasos y de las rutas de 
oxidación de los aminoácidos, es decir, todas las rutas de oxidación de combustibles 
excepto de la glucólisis que tiene lugar en el citosol. 
 
1.2. Cadena respiratoria mitocondrial 
La cadena respiratoria mitocondrial, o cadena de transferencia de electrones, 
consta de una serie de transportadores electrónicos que actúan secuencialmente, la 
mayoría de los cuales son proteínas integrales de membrana con grupos prostéticos 
capaces de aceptar o ceder uno o dos electrones. 
Los transportadores que se encuentran dentro de la cadena respiratoria incluyen a 
las (a) flavoproteinas, que contienen flavina adenina dinucleótido (FAD) o flavina 
mononucleótido (FMN) como grupos prostéticos fuertemente unidos; (b) citocromos, 




donde el hierro está presente en asociación con atomos de azufre inorgánico o azufre de 
residuos cisteína (Cys); y (d) la ubiquinona (UQ, coenzima Q), cofactor liposoluble capaz 
de moverse libremente dentro de la membrana interna. 
Los transportadores funcionan en orden de potenciales de reducción crecientes, de 
forma que los electrones fluyen espontáneamente desde los transportadores con 
potenciales de reducción estándar (Eº´) más bajo hacia los que poseen un Eº´ más 
elevado (Tabla 1). 
 
Tabla 1. Potenciales de reducción estándar (E°’) de los transportadores de la cadena 
respiratoria mitocondrial 
Hemi-reacción  E°’ (mV) 
NAD+  +  2H+  +  2 e-    NADH  +  H+ - 320 
FMN  +  2H+  +  2 e-    FMNH2 - 290 
Fe3+-S-proteína (Complejo I)  +  1 e-    Fe2+-S-proteína  - 270 
Fumarato  +  2H+  +  2 e-    Succinato   - 31 
FAD  +  2H+  +  2 e-    FADH2   - 10 
Fe3+-S-proteína (Complejo II)  +  1 e-    Fe2+-S-proteína      20 
Ubiquinona (UQ)  +  2H+  +  2 e-    Ubiquinol (UQH2)     50 
Citocromo bk (Fe
3+)  +  1 e-    Citocromo bk (Fe
2+)       77 
Citocromo bT (Fe
3+)  +  1 e-    Citocromo bT (Fe
2+)     190 
Citocromo c1 (Fe
3+)  +  1 e-    Citocromo c1 (Fe
2+)     220 
Citocromo  c (Fe3+)  +  1 e-    Citocromo c (Fe2+)     254 
Citocromo a (Fe3+)  +  1 e-    Citocromo a (Fe2+)     290 
Citocromo a3 (Fe
3+)  +  1 e-    Citocromo a3 (Fe
2+)     550 
½ O2  +  2H
+  +  2 e-     H2O   816 
 
Así, cada componente de la cadena respiratoria acepta electrones del 




desde el par redox NAD+/NADH (E°’NAD+/NADH = -320 mV) hasta el par redox O2/2H2O 
(E°’O2 / 2H2O= +816 mV). 
Los transportadores de electrones mitocondriales funcionan dentro de los complejos 
proteicos multienzimáticos, ordenados en serie, localizados en la membrana interna 
mitocondrial (Figura 2): complejo I (NADH deshidrogenasa), complejo II (succinato 




Figura 2. Esquema de la cadena de transferencia de electrones dentro de la 
membrana interna mitocondrial. Se muestran los complejos I a IV y la ATP sintasa o 
FoF1-ATPasa (complejo V). Q: ubiquinona. Citc: citocromo c. 
 
Los complejos I y II catalizan la transferencia de electrones hacia la ubiquinona 
(UQ) a partir de dos dadores de electrones: NADH (complejo I) o succinato (complejo II). 
El complejo III transfiere electrones desde la ubiquinona reducida (ubiquinol, UQH2) al 
citocromo c, y el complejo IV completa la secuencia transfiriendo electrones desde el 
citocromo c hacia el O2.  
La energía que proviene del flujo espontáneo de electrones a través de los 
complejos de la cadena respiratoria, es suficiente para realizar simultáneamente el 
bombeo de protones (H+) desde la matriz hacia el espacio intermembranas, de manera 
vectorial a través de los complejos I, III y IV. De esta manera, se genera un gradiente de 
H+ que polariza la membrana interna, siendo el espacio intermembranas el lado positivo 
(P) y la matriz mitocondrial el lado negativo (N). 
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1.3.  Reacciones catalizadas por los complejos multienzimáticos 
mitocondriales 
La mayoría de los componentes de la cadena de transferencia de electrones son 
reversibles. Para catalizar tanto las reacciones directas como las inversas es necesario 
que dichos componentes redox puedan operar en condiciones en las cuales, las formas 
oxidadas y reducidas, existan en concentraciones apreciables. 
El complejo I, NADH deshidrogenasa o NADH-ubiquinona oxidorreductasa está 
compuesto por 45 cadenas polipeptídicas diferentes de una masa molecular aproximada 
de 1 MDa, incluyendo una FMN-flavoproteína y 8 centros ferrosulfurados (Fe-S) (Hirst y 
col., 2003 ; Carroll y col., 2006; Balsa y col., 2012). Mediante microscopía electrónica de 
alta resolución, se determinó que el complejo I posee una estructura en forma de “L”, con 
un brazo largo que constituye la región hidrofóbica integral de la membrana interna, y un 
dominio hidrofílico (o periférico) más corto, que se extiende hacia la matriz y contiene el 
aceptor primario de electrones (FMN), los centros redox Fe-S y el sitio activo para el 
NADH (Sazanov y Walker, 2000). La estructura del complejo I se mantiene a través de 
uniones hidrofóbicas no covalentes. Bajas concentraciones de detergentes, esteroides 
sintéticos y naturales (Boveris y Stoppani, 1970) o pesticidas hidrofóbicos, como la 
rotenona (Chance y col., 1963) y el piribaden (Gomez y col., 2007), son capaces de 
romper las uniones polipeptídicas y de inhibir la transferencia de electrones en dicho 
complejo, afectando su función. 
El complejo I es la vía principal que relaciona el ciclo de los ácidos tricarboxílicos, el 
NADH y la cadena respiratoria. Cataliza dos procesos simultáneos acoplados: (1) la 
transferencia de un ión hidruro desde el NADH hacia la FMN, a partir del cual dos 
electrones pasan a través de una serie de centros Fe-S hasta la UQ, y (2) la 
translocación exergónica de cuatro H+ desde la matriz hacia el espacio intermembranas 
(Walker, 1992; Walkery col., 1992) (Figura 3). El flujo protónico genera un potencial 
electroquímico a través de la membrana mitocondrial interna, inherente a la diferencia de 
concentración de H+ y a la separación de cargas, que conserva parte de la energía 
liberada por las reacciones de transferencia electrónica, contribuyendo con la fuerza 
protón-motriz (Δp). 
La reacción global catalizada por el complejo I es: 
NADH  +  5H+N  +  UQ    NAD
+  +  UQH2  +  4H
+
P  




La oxidación de NADH ocurre a 250-500 nmol NADH. min-1. mg proteína-1, mientras 
que la velocidad de oxidación de succinato en el complejo II es de 100-225 nmol. min-1. 
mg proteína-1 (Poderoso y col.1996, Vanasco y col., 2008; Iglesias y col., 2015). 
 
 
Figura 3. Esquema del complejo I mitocondrial. Tomado de Nelson y Cox, 2005. 
 
Adicionalmente, el complejo I es capaz de reducir NAD+ en presencia de succinato 
y a expensas de ATP (Chance y Hollunger, 1961; Heldt y col., 1965). La reducción de 
NAD+ por el complejo I es determinada como consecuencia de la oxidación de succinato 
y por el Δp que permite superar la diferencia de potenciales redox entre el UQH2 y el 
NAD+. Este proceso se denomina flujo reverso de electrones (RET, por sus siglas en 
inglés). La actividad de NAD+ reductasa es posible debido a que el complejo I es 
termodinámicamente reversible (Vinogradov, 1998; Wilson y col., 1974) y es capaz de 
alternar rápidamente entre las reacciones directa y reversa que allí ocurren, a través de 
un punto de equilibrio en donde la energía libre de la reacción redox es igual y opuesta a 
la de la transferencia de electrones (Pryde y Hirst, 2011). 
 
El complejo II, succinato deshidrogenasa o succinato-ubiquinona reductasa, es el 
componente del ciclo del ácido cítrico unido a membrana, que también funciona como un 
componente de la cadena respiratoria mitocondrial. Es una proteína integral de la 
membrana interna compuesta por cuatro subunidades, una de ellas posee FAD unido 
covalentemente en el sitio activo y otra subunidad contiene tres centros Fe-S necesarios 
para la transferencia de electrones. Los electrones son aceptados por el FAD y a través 
de los centros Fe-S pasan a la UQ (Cecchini, 2003). La quinona recibe 2 H+ desde el lado 
N de la membrana (matriz), balanceando de este modo los H+ liberados hacia la matriz 

















está asociada a la translocación de H+ a través de la membrana interna (Nicholls y 
Ferguson, 2002). La siguiente reacción muestra la transferencia de electrones que ocurre 
en el complejo II: 
  FADH2  +  UQ    FAD  + UQH2   
Eo’ = + 15 mV  Go’ = -2.9 kJ.mol-1 
El complejo III, complejo bc1 o ubiquinol-citocromo c oxidorreductasa es un dímero 
de monómeros idénticos. Cada monómero está constituído por 11 subunidades 
diferentes, 3 de las cuales se encuentran asociados a centros redox: los grupos hemo 
b562, b566, y c1; y un centro [2Fe-2S] (Hatefi, 1985). Además, existen dos sitios de unión a 
ubiquinonas, el sitio QN y el QP, dispuestos hacia la matriz (QN) y al espacio 
intermembranas (QP) (Crofts, 2004). Este complejo cataliza la transferencia de electrones 
desde el ubiquinol al citocromo c, según: 
 UQH2  +  2 Fe
3+ (cit c)  +  2 H+N    UQ  +  2 Fe
2+ (citc)  +  4 H+p  
      E
o’ = + 150 mV Go’ = -30 kJ.mol-1 
Dicha transferencia ocurre a través del denominado ciclo Q (Mitchel, 1975), el cual 
involucra ubisemiquinonas intermediarias y permite el transporte neto de 2 H+ hacia el 
espacio intermembranas. La translocación neta de 2 H+/2 e- es lograda por la captación y 
liberación de H+ en sitios topológicamente separados de oxidación del UQH2 y de 
reducción de la ubiquinona (UQ), situados en lados opuestos de la membrana, y por la 
transferencia vectorial de 2 electrones a través del centro [2Fe-2S] de la proteína de 
Rieske y el citocromo c1 hacia el citocromo c, y de otros 2 electrones a través de los 
citocromos b hacia el lado negativo de la membrana, donde reducen a la UQ. 
 
El citocromo c es una proteína periférica ubicada en el lado P de la membrana 
interna mitocondrial, dirigida hacia el espacio intermembranas. El citocromo c posee un 
grupo hemo, el cual acepta un electron del complejo III y se desplaza por la membrana 
interna hacia el complejo IV para ceder dicho electron a un centro de cobre (CuA) 
binuclear. En suma, el citocromo c transfiere 4 electrones, de a uno por vez, hacia el 
complejo IV. 
El complejo IV, citocromo oxidasa o citocromo c óxidorreductasa, es el catalizador 
terminal de la cadena respiratoria. Está compuesto por 13 subunidades de las cuales 10 




1996). Las subunidades I y II cumplen funciones catalíticas relevantes. La subunidad II 
contiene 2 iones Cu que forman complejos con los grupos tioles (-SH) de dos residuos 
cisteína (Cys) en un centro binuclear (CuA), cuya función es la de aceptar electrones, de a 
uno por vez, desde el citocromo c. La subunidad I contiene 2 grupos hemo, designados 
como a y a3, y otro ión cobre (CuB). El hemo a3 y el CuB forman un centro binuclear que 
acepta electrones del hemo a y los transfiere al O2 unido al hemo a3. Este complejo 
transfiere 4 electrones desde el citocromo c reducido hacia el O2 molecular, reduciéndolo 
a 2 moléculas de H2O. Simultáneamente, en este proceso, se bombean 2 H
+ desde la 
matriz hacia el espacio intermembranas. Los H+ necesarios para la reducción del O2 
provienen del lado N de la membrana, mientras que los electrones responsables de la 
oxidación del ferrocitocromo c provienen del lado P. Como consecuencia, en la reducción 
del O2 a H2O se genera una diferencia de potencial (p) de membrana. La reacción global 
catalizada por el complejo IV es: 
2cit. c2+  +  4 H+N  +  1/2 O2    2 cit. c
3+  +  2 H+P  +  H2O 
      Eo’ = + 815 mV Go’ = -109 kJ.mol-1 
La FoF1-ATPasa mitocondrial, o complejo V es un complejo multienzimático de la 
membrana interna, formado por dos componentes: una proteína periférica de membrana 
cuya función es la síntesis de ATP (F1) y una proteína integral de membrana (Fo) sensible 
a la inhibición por oligomicina, que actúa como poro protónico a través del cual entran los 
H+ a la matriz mitocondrial (Pullman y col., 1958; Walker y col., 1995; Boyer, 1998). El 
componente F1 está formado por 9 subunidades (3, 3, ,  y ), estando los sitios 
catalíticos en las subunidades β. El componente Fo esta formado una serie de 
subunidades hidrofóbicas (1a, 2b, entre 10 y 12c). La síntesis de ATP se basa en un 
mecanismo de catálisis rotacional (Boyer, 1998) en el cual las tres subunidades β, se 
alternan a través de cambios conformacionales, para la síntesis de ATP. Dichos cambios 
conformacionales están impulsados por el pasaje de H+ desde el lado P al lado N de la 
membrana interna, a favor de su gradiente electroquímico, a través del poro del 
componente Fo. El flujo de H
+ es un proceso exergónico que está acoplado al proceso 
endergónico de síntesis de ATP catalizada por la subunidad F1, a partir de ADP y fosfato 
inorgánico (Pi). 
 
        ΔG°´= 30.9 kJ. mol de ATP-1 
 
ADP + Pi + 2H
+






1.4. Supercomplejos o respirasomas 
La mayoría de los trabajos previos al año 2000, relativos a la organización 
estructural de la cadena respiratoria, avalaban el “Modelo de difusión aleatoria de 
transferencia de electrones” postulado por Hackenbrock y col. (1986). Según este 
modelo, la distribución de los complejos en la membrana interna es aleatoria, con 
capacidad de moverse libremente por difusión lateral, encontrándose funcionalmente 
conectados a través de la difusión de pequeñas moléculas, tales como la coenzima Q y el 
citocromo c (Lenaz y Genova, 2007). 
Sin embargo, trabajos posteriores realizados por Schägger y Pfeiffer (2000) hallaron 
evidencias estructurales de una interacción permanente entre los complejos 
mitocondriales, encontrándose ensamblados en estructuras supramoleculares, 
describiendo el “Modelo de los Respirasomas” (Shägger y Pfeiffer, 2000). Este modelo se 
comprobó a través de análisis cinéticos (Rich, 1984; Boumans y col., 1998), de la 
presencia de una asociación estequiométrica entre los complejos mitocondriales I y III 
(Fowler y Richardson, 1963; Ragan y Heron, 1978), del aislamiento de NADH-citocromo c 
reductasa (complejos I+III) (Hatefi y Rieske, 1967) y de la interacción de los complejos II y 
III en levaduras (Bruel y col., 1996). Posteriormente, se ha mostrado la presencia de 
supercomplejos tanto en mitocondrias de bacterias (Stroh y col., 2004), de hongos 
(Krause y col., 2004a) y de plantas superiores (Eubel y col., 2004; Krause y col., 2004b), 
como en mitocondrias de rata (Reifschneider y col., 2006), de corazón bovino y de células 
humanas (Shägger y col., 2004). 
De esta forma, los complejos I, III y IV de la cadena respiratoria están ensamblados 
formando supercomplejos (Figura 4), los cuales poseen una estequiometría definida 
según el organismo (Schäfer y col., 2006; Genova y Lenaz, 2014). El primer aislamiento, 
por cromatografía, de un respirasoma completo se realizó a partir de membranas de 
P. denitrificans presentando una estequiometría I1:III4:IV4 (Stroh y col., 2004). Asimismo, 
Schäfer y col. (2006) caracterizaron dos supercomplejos, I1:III2 y I1:III2:IV1, presentes en 






Figura 4. Representación esquemática de la interacción de los complejos I, III y IV en 
un supercomplejo, en la membrana interna mitocondrial. 
 
La formación de estas estructuras presenta una serie de ventajas (Fersht, 1999; 
Shägger y Pfeiffer, 2000), tales como (a) una mejora en la eficiencia catalítica de la 
cadena de transferencia de electrones debido a un confinamiento de los sustratos, (b) un 
menor tiempo para la difusión de los intermediarios entre los complejos, y (c) una menor 
perdida de electrones que “escapan” de la cadena respiratoria, atenuando la producción 
de anión superóxido (O2
-). 
Asimismo, se ha mostrado que la formación de supercomplejos es esencial para el 
ensamblaje y estabilidad del complejo I, el sitio principal de entrada de los sustratos a la 
cadena respiratoria, debido a que el aislamiento de dicho complejo en cepas mutantes de 
P. denitrificans carentes de complejos III y IV resultaron en una disociación completa del 
mismo (Stroh y col., 2004). 
 
1.5. Teoría quimiosmótica y Fosforilación oxidativa 
La fosforilación oxidativa constituye la etapa final del proceso de transducción de 
energía en los organismos aeróbicos y se refiere al proceso endergónico (G>0) de 
síntesis química de ATP impulsado por el proceso exergónico (G<0) de transferencia de 
electrones desde el NADH o succinato hacia el O2. Así, la energía química liberada por 
las reacciones de oxidación que tienen lugar en la cadena de transferencia de electrones 
mitocondrial, es utilizada para la síntesis de ATP. Este proceso acoplado, depende 


















En el año 1961, Peter Mitchell propuso la teoría quimiosmótica para describir 
reacciones enzimáticas en las que intervienen simultáneamente, una reacción química de 
síntesis de ATP y un proceso de transferencia de electrones (Mitchell, 1961). Esta teoría 
incluye 3 postulados: 
(1) La membrana interna mitocondrial posee baja conductividad y es impermeable a 
especies iónicas, incluyendo H+ y HO-. 
(2) Los componentes de la cadena de transferencia de electrones están organizados en 
la membrana interna mitocondrial, de manera que durante los procesos de 
óxido-reducción, los H+ son transferidos hacia el espacio intermembranas en un 
proceso acoplado a la transferencia de electrones, a través de los sitios de 
conservación de energía. Como consecuencia, se genera un gradiente de pH (pH) y 
una diferencia de carga () entre ambos lados de la membrana interna. 
(3) El complejo V o ATPasa (FoF1-ATPasa) de la membrana interna mitocondrial es 
responsable de la translocación de H+. Este complejo puede generar la fuerza 
protón-motriz (p) hidrolizando ATP, o alternativamente, usar la energía del gradiente 
electroquímico para sintetizar ATP. La estequiometría de la reacción es de 2 H+ por 
cada fosfato incorporado (o liberado) del ATP. Se sintetiza ATP, cuando los H+ pasan 
a favor de su gradiente electroquímico desde el espacio intermembranas hacia la 
matriz mitocondrial; se hidroliza ATP, cuando los H+ se liberan desde la matriz 
mitocondral hacia el espacio intermembranas. 
 
P. Mitchell propuso que las concentraciones de H+ en las dos fases acuosas, es 
decir, la matriz mitocondrial y el espacio intermembranas, separadas por la membrana 
interna, constituye la fuerza molecular responsable de la formación de ATP a partir de 
ADP y de Pi, por la acción de la F1-ATPasa de la membrana mitocondrial. Es decir, el 
gradiente electroquímico inherente a la diferencia de concentración de H+ (pH) y a la 
separación de cargas () a través de la membrana mitocondrial interna, es la fuerza 
protón-motriz (p) que impulsa la síntesis de ATP, como consecuencia del flujo pasivo y 
espontáneo de H+ hacia la matriz mitocondrial, a través de un poro de H+ (Fo) asociado a 
la FoF1-ATPasa. 
 
1.5.1. Eficiencia de la transferencia de electrones 
La transferencia de electrones desde el NADH o succinato hacia el O2 molecular va 




succinato-1. Parte de dicha energía es utilizada para realizar un proceso endergónico 
acoplado, el pasaje vectorial de H+ desde la matriz hacia el espacio intermembranas. Por 
cada electrón transferido al O2, 4 H
+ se bombean por el complejo I, 4 H+ por el complejo 
III y 2 H+ por el complejo IV, desde la matriz hacia el espacio intermembranas. La 
reacción global catalizada desde el complejo I hacia el O2 es: 
 NADH  +  11 H+N  +  ½ O2    H2O  +  NAD
+  + 10 H+P  
La fuerza protón-motriz, expresada en mV (p = m – 60 pH, a 298 K) se refiere 
al potencial electroquímico, normalmente 220-230 mV, el cual multiplicado por el número 
de cargas transferidas a través de la membrana indica el trabajo eléctrico realizado, que 
será utilizado en la síntesis de ATP a partir de ADP y fosfato inorgánico (Pi). Así, en la 
primera parte del proceso el potencial químico generado en la oxidación del NADH o 
succinato se convierte en potencial electroquímico (p), y en la segunda parte del 
proceso ese p es utilizado por la ATPasa para realizar la síntesis endergónica de ATP. 
 
 
Figura 5. Generación de la fuerza protón-motriz en el complejo I. El bombeo de H+ desde 
la matriz mitocondrial hacia el espacio intermembranas, genera una diferencia de 
concentración química (pH) y de distribución de cargas (). El efecto neto es la fuerza 
protón-motriz (p). 
 
1.5.2. Eficiencia del proceso de fosforilación 
La eficiencia del proceso de fosforilación llevado a cabo en la mitocondria se evalúa 
a través de la relación P/O o ADP/O, que es la relación entre la cantidad de fosfato 


























Durante muchos años se consideró que la relación P/O debía ser un número entero y se 
postuló el valor 3 para la oxidación del NADH y 2 para la oxidación del succinato. Sin 
embargo, según la Teoría Quimiosmótica este valor no debe ser necesariamente un 
número entero. Actualmente, se sostiene que 10 H+ ó 6 H+ son bombeados hacia el 
espacio intermembranas, por cada par de electrones, cuando el sustrato es NADH o 
succinato, respectivamente. A su vez, se determinó experimentalmente que 4 H+ son 
necesarios para la síntesis de ATP. Por lo tanto, se considera que se sintetizan 2.5 
moléculas de ATP por cada molécula de NADH oxidada y 1.5 moleculas de ATP por cada 
succinato utilizado como dador de electrones. 
 
1.6. Estados metabólicos mitocondriales y Control respiratorio 
La velocidad de respiración mitocondrial depende no sólo de la concentración de O2 
sino también de la disponibilidad de ADP a la FoF1-ATPasa. Los gradientes de ADP y 
ATP a través de la membrana interna se equilibran a través de una adenina nucleótido 
translocasa que funciona para proveer ADP a la matriz y ATP al citosol para procesos 
dependientes de energía. En condiciones fisiológicas, la matriz mitocondrial contiene una 
alta concentración de Pi, de manera que la concentración de ADP es la reguladora de la 
actividad del sistema de transferencia de electrones y, por lo tanto, de la respiración 
mitocondrial. La velocidad de respiración y de síntesis de ATP está determinada por la 
demanda energética celular. Esta última se puede expresar como concentración 
citosólica de ADP o potencial de fosforilación ([ATP]/[ADP][Pi]) donde la parte operacional 
es la relación [ATP]/[ADP]. 
Cabe mencionar que actualmente se considera que la respiración celular no sólo es 
regulada por las concentraciones de O2 y ADP, sino también por la concentración de 
óxido nítrico (NO) mitocondrial, ya que éste ultimo inhibe la actividad de citocromo 
oxidasa competitivamente con el oxígeno (Boveris, y col., 1999a). 
En el año 1956, Chance y Williams (Chance y Williams, 1956) describieron las 
condiciones generales que afectan la velocidad de respiración en mitocondrias intactas y 
el estado de óxido-reducción de los componentes de la cadena respiratoria, conocido 
como estados metabólicos mitocondriales (Tabla 2). Así, la velocidad de consumo de O2 







Tabla 2. Estados metabólicos de la mitocondria (Tomada de Lehninger, 1965) 
Estado Oxígeno ADP Sustrato Consumo de O2 Factor limitante 
1 disponible bajo bajo lento ADP 
2 disponible alto muy bajo lento sustrato 
3 disponible alto alto rápido cadena respiratoria 
4 disponible bajo alto lento ADP 
5 no disponible* alto alto 0 oxígeno 
 condición anaeróbica 
 
Al estado metabólico caracterizado por la presencia de sustratos oxidables en 
ausencia de ADP se lo denomina “estado controlado o estado 4”, dado que el consumo 
de O2 es lento. La adición de ADP establece la máxima velocidad fisiológica de consumo 
de O2 y producción de ATP, y se lo denomina “estado activo o estado 3”. Este último 
estado metabólico es considerado como el que representa el consumo de O2 fisiológico 
que genera energía para la correcta función celular (Boveris y Poderoso, 2000a). 
La respiración mitocondrial puede ser evaluada experimentalmente en los estados 3 
y 4. El cociente de velocidades de consumo de O2 en estado 3/estado 4 se denomina 
control respiratorio, y es un indicador muy sensible de la integridad mitocondrial, que 
indica el grado de acoplamiento entre las reacciones de óxido-reducción y la síntesis de 
ATP que ocurren en la mitocondria. A su vez, el control respiratorio da cuenta del control 
que ejerce el ADP sobre la transferencia de electrones (Stoppani y Boveris, 1983a; 
1983b).  
En condiciones fisiológicas, se estima que las mitocondrias de mamíferos se hallan 
mayoritariamente (60-70%) respirando en estado 4, mientras que el resto se encuentra 
en estado 3. Esta observación indica que en condiciones normales sólo se utiliza en un 









1.6.1. Agentes que inhiben la transferencia de electrones y/o desacoplan la 
fosforilación oxidativa 
Entre las sustancias capaces de inhibir la fosforilación oxidativa se encuentran los 
inhibidores de la transferencia de electrones, los inhibidores de la FoF1-ATPasa y los 
desacoplantes, cuyos sitios de acción se esquematizan en la Figura 6. 
Dentro de los compuestos que inhiben la transferencia de electrones cabe 
mencionar a la rotenona, inhibidor específico del complejo I, el cual bloquea la 
transferencia de electrones desde el centro Fe-S (N2) a la ubiquinona (Chance y col., 
1963); y a la antimicina A, que inhibe la transferencia de electrones entre los citocromos b 
y c1. Asimismo, diversos compuestos interfieren en la transferencia de electrones por la 
citocromo oxidasa, tales como el cianuro (CN-), la azida, el monóxido de carbono (CO) y 
el óxido nítrico (NO), actuando sobre el hemo a3 e impidiendo su interacción con el O2. 
La oligomicina, un inhibidor del componente Fo de la ATPasa, interfiere con el 
transporte de H+ a través de la membrana, afectando simultáneamente la respiración y la 
fosforilación. El agregado de oligomicina a mitocondrias respirando en estado 3 provoca 
el retorno al consumo de oxígeno en estado 4, no modificando la transferencia de 
electrones en mitocondrias desacopladas.  
 
 
Figura 6. Esquema de la cadena respiratoria mostrando los sitios de acción de 
compuestos que inhiben la transferencia de electrones y/o desacoplan la fosforilación 
oxidativa. 
 
Los desacoplantes son compuestos lipofilicos con propiedades de ácido débiles. 
Este grupo incluye a los fenoles sustituídos, fenilhidrazonas de cianuro de carbonilo como 
4H+






































el carbonilcianuro-m-clorofenilhidrazona (m-CCCP) y el 2,4 dinitrofenol (DNP), así como 
algunos antibióticos como la valinomicina. Se caracterizan por disipar el potencial 
electroquímico de H+ en forma de calor, de modo que liberan la respiración en estado 4 
en ausencia de un aceptor de fosfato, siendo la velocidad de consumo de O2 semejante a 
la obtenida en estado 3.  
 
1.7. Preparaciones mitocondriales 
Las mitocondrias se aíslan como estructuras intactas, con sus dos membranas, la 
membrana externa y la membrana interna, definiendo espacios cerrados o 
compartimentalizados. Esta compartimentalización es esencial para establecer, mediante 
las reacciones de óxido-reducción de la cadena respiratoria, una diferencia de potencial 
electroquímico a ambos lados de la membrana interna, y para que el movimiento de H+ 
dirigido por la fuerza protón-motriz, a través de la F1-ATPasa, se utilice para la síntesis de 
ATP. 
La complejidad estructural y bioquímica de la mitocondria ha llevado a la obtención 
de diferentes preparaciones mitocondriales (Tzagoloff, 1982). De esta forma es posible 
obtener preparaciones mitocondriales de complejidad decreciente: (a) mitocondrias, (b) 
mitoplastos, (c) vesículas submitocondriales (inside-out particles), (d) membranas 
reconstituidas a partir de complejos respiratorios y ATPasa y (e) membranas 
mitocondriales.  
Las mitocondrias se aíslan como estructuras intactas, con sus membranas externa 
e interna, definiendo espacios compartimentalizados. Se obtenien en realizando 
sucesivos cortes del tejido y homogeneización utilizando un homogeneizador de teflon. 
En el caso de tratarse de órganos musculares, el tejido puede ser tratado previamente 
para facilitar la disgregación, utilizando un homogeneizador de cuchillas o mediante 
tratamiento con proteasas. Posteriomente y con el fin de obtener la fracción mitocondrial, 
se realizan centrifugaciones diferenciales de dicha suspensión.  
Los mitoplastos son membranas internas cerradas, obtenidas por tratamiento con 
digitonina o con sacarosa hipotónica/sacarosa hipertónica, las cuales son capaces de 
tener control respiratorio.  
Las partículas o vesículas submitocondriales o inside-out particles son obtenidas 
por disrupción ultrasónica. Estas partículas carecen de todos los componentes 
mitocondriales solubles y consisten predominantemente en vesículas de membrana 
interna selladas, que exponen los componentes de la membrana interna hacia el exterior. 




los componentes de la cadena respiratoria así como también la ATP sintasa hacia el 
medio de reacción (Figura 7). Esta característica las hace útiles para el estudio de los 
componentes de la cadena respiratoria y de los mecanismos de traducción de energía. 
Estas partículas exhiben una alta actividad ATPasa y son deficientes en funciones de 
transporte. Sin embargo, poseen potencial de membrana y capacidad fosforilante. 
 
 
Figura 7. Imagen de una microscopía electrónica de partículas submitocondriales 
invertidas de corazón de vaca. Tomado del libro Mitochondria de Alexander Tzagolloff, 
1982. 
 
Las membranas mitocondriales, son fragmentos de membrana interna mitocondrial, 
obtenidos por ciclos de congelamiento y descongelamiento de mitocondrias y pasadas 
posteriormente a través de una jeringa provista de una aguja calibre 15/10 (Boveris y col., 
2002a), o por tratamiento de los tejidos con cuchillas que giran a alta velocidad 
(Ultraturrax).  
 
2. Metabolismo mitocondrial de especies reactivas del oxígeno 
2.1. Producción mitocondrial de anión superóxido y de peróxido de hidrógeno 
El oxígeno molecular es un birradical, de acuerdo a su configuración electrónica, ya 
que tiene dos electrones desapareados ubicados cada uno en un orbital π antiligante 
(Pauling, 1940). Es un agente oxidante, capaz de oxidar a otros átomos y moléculas, 
aceptando electrones de éstos, lo que hace que el O2 se reduzca. El O2, por su carácter 





electrón (Michaelis, 1946). Durante este proceso, denominado reducción univalente del 
oxígeno, se generan intermediarios reactivos (Figura 8). 
 
 
Figura 8. Reducción univalente del oxígeno. 
 
A los intermediarios de esta reacción, anión superóxido (O2
-), peróxido de hirdógeno 
(H2O2) y radical hidroxilo (HO
), se los incluye dentro de las denominadas especies 
reactivas del oxígeno (Pryor, 1976; Boveris, 1998). El O2
- y el HO tienen las 
características de ser radicales libres ya que poseen un electrón no apareado en su órbita 
externa, pero no así el H2O2. Esta última, es una de las especies reactivas del oxígeno 
que tiene capacidad de difundir a través de las membranas lipídicas y actuar como 
molécula señalizadora, cumpliendo un papel fundamental en la señalización 
mitocondria-citosol. 
Los organismos superiores están organizados para extraer O2 de la atmósfera, 
distribuirlo a sus células, y reducirlo a H2O dentro de las mitocondrias. En células 
aeróbicas y en condiciones fisiológicas, un 90-95% del O2 consumido es reducido a H2O 
por la citocromo oxidasa en la cadena de transferencia de electrones mitocondrial. Cabe 
mencionar que dicha enzima, no permite el escape de electrones durante la respiración 
celular, evitando de esa forma la generación de intermediarios reactivos. Sin embargo, en 
1973, Boveris y Chance muestran que mitocondrias aisladas de hígado y corazón son 
fuentes activas de H2O2. Posteriormente, el O2
- fue reconocido como el precursor 
estequiométrico del H2O2 mitocondrial (Boveris y Cadenas, 1975; Dionisi y col., 1975; 
Cadenas, y col., 1977). Debido al moderado potencial redox de la cupla O2
-/O2 
(E1/2 = -160 mV), la reacción de reducción del O2 por un electrón es termodinámicamente 
favorable (Turrens, 2003). Un 1-2 % del O2 consumido es parcialmente reducido en la 
mitocondria y convertido a O2
- (Chance y col., 1979), el cual se forma a través de dos 
reacciones principales: (a) la auto-oxidación de la ubisemiquinona (UQH•) del par redox 
ubiquinol/ubiquinona (complejo III) y (b) la auto-oxidación de la flavina semiquinona 









Cadenas, 1975; Boveris y col., 1976; Chance y col., 1979; Turrens y Boveris, 1980). Las 
semiquinonas colisionan con el O2 y se oxidan no enzimáticamente formando O2
-, según: 
UQH•  +  O2    UQ  +  H
+  +  O2
-  k = 8 x 103 M-1 s-1 
FMNH• +  O2    FMN  +  H
+  +  O2
-   
La mayor parte del O2
- generado en las mitocondrias (70-80%) es liberado 
vectorialmente hacia la matriz, y solo un 20-30% es liberado hacia el espacio 
intermembranas (Han y col., 2001). Dentro de la matriz, el O2
- dismuta a H2O2 y O2 
(McCord y Fridovich, 1969) a través de la reacción catalizada por la enzima 
Mn-superóxido dismutasa (Mn-SOD) y en el espacio intermembranas por acción de la 
isoforma CuZn-SOD, según: 
2 O2
-  +  2 H+    H2O2  +  O2  k = 1.8-2.4 x 10
9 M-1 s-1 
En presencia de succinato y antimicina, las membranas mitocondriales muestran 
valores cercanos a 2 para la relación estequiométrica entre la producción de O2
- y H2O2 
(Boveris y Cadenas, 1982; Iglesias y col., 2015). 
Boveris y Chance (1973) han mostrado que la producción de H2O2 en estado 3 
(0.05-0.15 nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1) es menor que la generación de H2O2 en 
estado 4 (0.30-0.80 nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1). Al pasar de un estado de 
respiración activa (estado 3) a la respiración en reposo (estado 4), el se incrementa 
llevando a un aumento en el estado estacionario del componente auto-oxidable (UQH•), y 
por lo tanto, a un aumento en la producción de H2O2. En corazón e hígado de rata, la 
producción mitocondrial de H2O2 da cuenta de alrededor del 0.5-1.0% del O2 consumido 
fisiológicamente al usar como sustratos succinato o malato-glutamato (Boveris y 
Cadenas, 2000b). 
 
2.2. Defensas antioxidantes en la mitocondria 
Dado que la generación mitocondrial de especies reactivas del oxígeno es un 
proceso continuo, las mitocondrias poseen múltiples niveles de defensas antioxidantes, 
enzimáticas y no enzimáticas. La Figura 9 esquematiza los sistemas antioxidantes 






Figura 9. Defensas antioxidantes presentes en la mitocondria. 
 
Dentro de los antioxidantes enzimáticos mitocondriales, se pueden mencionar a las 
enzimas superóxido dismutasa (SOD), catalasa, peroxirredoxinas (Prx) y el sistema 
glutatión peroxidasa/glutatión reductasa (GPx/GR).  
 
Superóxido dismutasa (SOD; EC 1.15.1.1): Esta enzima cataliza la dismutación de 
anión superóxido (O2
-) a H2O2 y O2 (McCord y Fridovich, 1969), según la siguiente 
ecuación:  
  2 O2
-  +  2 H+    H2O2  +  O2  k = 1.8 - 2.4 x 10
9 M-1 s-1 
Las familias de enzimas SOD son metaloenzimas, formadas por dos o cuatro 
subunidades proteicas y distribuidas en forma ubicua en diferentes organismos y tejidos. 
Presentan un comportamiento no michaeliano, no saturable por sustrato. Esto se debe a 
que reacciona secuencialmente en su forma reducida y oxidada con dos moléculas del 
mismo sustrato. No requieren de la presencia de cofactores, por lo tanto su eficiencia solo 
depende de la cantidad de enzima presente.  
SOD-Mn3+  + O2
-    SOD-Mn2+  +  O2  k1 = 1.5 x 10
9 M-1 s-1 
Sistemas antioxidantes en la mitocondria
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SOD-Mn2+  +  O2
-  +  2 H+    SOD-Mn3+  +  H2O2 k2 = 1.1 x 10
9 M-1 s-1 
La constante de velocidad para la reacción bimolecular del O2
- catalizada por la SOD es 
de 1.8-2.4 x 109 M-1 s-1 (según la isoenzima). Este valor se encuentra cercano al límite 
difusional, es decir la velocidad de reacción depende de la velocidad de difusión del 
sustrato hasta la enzima (Chance y col., 1979), y establece una sección eficaz de la 
enzima reaccionante con el O2
- de aproximadamente el 20% (18-24%). 
Las dos isoenzimas halladas en mitocondrias de células animales son la Mn-SOD y 
la CuZn-SOD (Fridovich 1975; Fridovich, 1995). La Mn-SOD se localiza en la matriz 
mitocondrial, es un homotetrámero con un peso molecular de 80 - 89 kDa (Weisiger y 
Fridovich, 1973; Crapo y McCord, 1976) contiene manganeso en su sitio activo y es 
fácilmente inducible. La misma representa un 10% de la actividad celular total de SOD. 
En el espacio intermembranas, la concentración de O2
- es controlada por la isoenzima 
CuZn-SOD (Okado-Matsumoto y Fridovich, 2001). La CuZn-SOD es de localización 
principalmente citosólica, posee 2 subunidades con un peso molecular de 32 kDa, 
contiene cobre y zinc en su sitio activo y representa el 90% de la actividad celular total de 
la enzima. La CuZn-SOD se encuentra en gran proporción en eritrocitos, hígado, glándula 
adrenal y bazo (Chance y col., 1979). Esta enzima es sensible a altas concentraciones de 
KCN (McCord y Fridovich, 1969; Salin y col., 1978), mientras que la Mn-SOD es 
insensible a la acción de dicho inhibidor. 
 
Catalasa (EC 1.11.1.6): Esta enzima detoxifica parte del H2O2 generado a partir de 
la reacción de dismutación del O2
-, por acción de la SOD, convirtiéndolo en H2O y O2. 
  2 H2O2    2 H2O  +  O2  
Es una hemoproteína de peso molecular 240 kDa con actividad de peroxidasa 
específica para el H2O2 (Aebi, 1984). Posee 4 subunidades proteicas, cada una de las 
cuales contiene un grupo hemo (Fe3+-protoporfirina) en el sitio activo. Mayormente se 
encuentra asociada a los peroxisomas en hígado, pero también está presente en riñones, 
pulmones, corazón y cerebro. En el tejido cardíaco, solamente se encuentra en las 
mitocondrias, contribuyendo con el 0.025% del total de las proteínas mitocondriales (Radi 
y col. 1991). 
 
Glutation peroxidasa (GPx, EC 1.11.1.9): Es la principal enzima mitocondrial 




(GSH) como dador de hidrógeno (Flohe y Brand, 1969; Flohe y Gunzler, 1984) según la 
siguiente ecuación: 
  H2O2  +  2 GSH    GSSG  +  2 H2O 
La GPx actúa fisiológicamente acoplada a la Glutatión reductasa (GR), enzima que 
se encuentra localizada en la matriz mitocondrial y mantiene la dupla GSH/GSSG 
(glutatión reducido/glutatión oxidado) en un estado altamente reducido (Chance y col., 
1979) 
  GSSG  +  NAD(P)H  +  H+    2 GSH  +  NAD(P)+ 
El sistema Glutatión Peroxidasa/Glutatión Reductasa es una familia de 
selenoenzimas, de localización ubicua en tejidos, presente tanto en la matriz mitocondrial 
como en el espacio intermembranas. 
 
Peroxiredoxinas (Prxs, EC 1.11.1.15): constituyen una familia de enzimas capaces 
de reducir directamente hidroperóxidos como H2O2 e hidroperóxidos de alquilo (ROOH). 
En las mitocondrias de células de mamíferos existen al menos dos miembros de la 
familia, Prx3 y Prx5. La isoenzima Prx3 utiliza la Tiorredoxina-2 mitocondrial como dador 
de electrones para su actividad peroxidásica (Watabe y col., 1997). La Tiorredoxina 
oxidada es nuevamente reducida por la acción de la Tiorredoxina reductasa. La Prx3 se 
induce por oxidantes y juega un papel en el sistema de defensa antioxidante y en la 
homeostasis mitocondrial (Araki y col., 1999).  
  H2O2  +  2 Prx-SH  2 H2O  +  PrxS-SPrx 
  Trx2red  +  PrxS-SPrx  Trx2ox  +  RSH 
     TR   




Por otro lado, los antioxidantes no enzimáticos pueden clasificarse en hidrosolubles, 
tales como el ácido ascórbico, GSH, ácido úrico y N-acetil-cisteína; y en liposolubles, 
como el α-tocofero, β-caroteno y ubiquinoles (Figura 9). 
El glutatión (GSH) corresponde al tripéptido (-glutamil-cisteinil-glicina). El GSH no 
sólo actúa como dador de hidrógeno para la familia de enzimas GPx, sino que tiene 
funciones antioxidantes por sí mismo. El mecanismo molecular de prevención no sólo se 




-tocoferol a partir de sus formas radicales (Di Mascio y col., 1991). El GSH se encuentra 
en concentraciones 0.5 a 5 mM en células animales (Al-Turk y col., 1987), siendo de esta 
forma, el tiol intracelular más abundante. 
La ubiquinona (UQ) o coenzima Q es un compuesto liposoluble constituído por un 
núcleo quinoide con capacidad redox y una cadena lateral hidrofóbica, que contiene un 
número de unidades trans-isopreno (n) monoinsaturadas (Ernster y Dallner, 1995). La 
principal función de la ubiquinona en sistemas biológicos es actuar como componente 
redox de la cadena respiratoria mitocondrial. El ubiquinol (UQH2) es la forma reducida de 
la ubiquinona (UQ) (Ernster y col., 1995). Las formas detectadas en hígado de animales y 
humanos son los ubiquinoles-9 y 10, que contienen 9 y 10 unidades isoprenoide en la 
cadena lateral, respectivamente. En roedores la forma predominante es el ubiquinol-9, 
mientras que en humanos, un 97% del ubiquinol total corresponde a ubiquinol-10 (Åberg 
y col., 1992). 
 
3. Metabolismo mitocondrial de especies reactivas del nitrógeno 
3.1. Óxido nítrico 
El óxido nítrico (NO) es una de las moléculas más simples, pequeña y ubicua que 
se ha encontrado en las especies animales. Es un radical libre diatómico, que se genera 
a partir de la combinación de un átomo de nitrógeno (N), con 3 electrones no apareados, 
con un átomo de oxígeno (O) con 2 electrones no apareados. Por lo tanto, la molécula de 
NO posee un electrón desapareado en su órbita externa, lo que le confiere la propiedad 
de ser un radical libre centrado en nitrógeno (Figura 10). A pesar de ello, el NO es una 







Figura 10. Diagrama de orbitales moleculares del óxido nítrico. 
 
El NO es un gas incoloro a temperatura ambiente y a 1 atm de presión. Su 
solubilidad máxima en agua es aproximadamente 2 mM, la cual es 2 veces superior a la 
del O2 (Fukuto y col., 2000) y el coeficiente de difusión en solución acuosa es de 
3.3 x 10-5 cm2. s-1. Debido a que es una molécula con carácter lipofílico y presenta 
partición en medios hidrofóbicos, es capaz de difundir a través de las membranas 
biológicas. Posee entre 6 y 8 veces mayor solubilidad en solventes no polares y 
membranas lipídicas, que en agua. Por tal motivo, la velocidad de reacción del NO en 
ambientes hidrofóbicos puede incrementarse notablemente sobre las determinadas en 
agua (Liu y col., 1998). 
 
3.1.1. Síntesis de óxido nítrico en sistemas biológicos. Oxido nítrico sintasas 
El óxido nítrico es sintetizado en células de mamíferos por acción de una familia de 
oxidorreductasas, las óxido nítrico sintasas (NOS), que catalizan la conversión de 
L-arginina a L-citrulina, en presencia de O2 y NADPH, para producir NO y L-citrulina 
(Knowles y Moncada, 1994). Por cada mol de NO formado, se consumen 2 moles de O2 y 
1.5 moles de NADPH (Stuehr y Griggith, 1992). 


















La oxidación de L-arginina se produce a través de dos reacciones de 
mono-oxidación sucesivas: el primer paso es la conversión de L-arginina a 
N-hidroxil-L-arginina, un intermediario de reacción, que se genera como consecuencia 
de la utilización de un mol de NADPH como dador de electrones; el segundo paso es la 
conversión de dicho intermediario a L-citrulina, mediante la utilización de medio mol de 
NADPH, resultando en la producción de NO (Alderton y col., 2001), según las siguientes 
ecuaciones: 
L-arg  +  NADPH  +  H+  +  O2  →  N
-hidroxil-L-arg  +  NADP+  +  H2    
N-hidroxil-L-arg + 0.5 NADPH + 0.5 H+ + O2  L-citrulina + 0.5 NADP
+ + H2O + NO 
Para que la síntesis de NO ocurra, las NOS requieren de calmodulina (CaM), Ca2+ y 
cofactores: (6R)-5,6,7,8-tetrahidrobiopterina (BH4), flavina adenina dinucleótido (FAD) y 
flavina adenina mononucleótido (FMN) (Palmer y col., 1988; Moncada y col., 1991).  
 
 
Figura 11.A. Esquema del dímero de la NOS que incluye la secuencia en el flujo de 
electrones entre el NADPH y el hierro del dominio oxigenasa. B. Potenciales de 
reducción estándar de las cuplas redox que participan en las óxido-reducciones dentro 



























Las NOS son proteínas homodiméricas (Figura 11), compuestas por dos dominios, 
un dominio reductasa y un dominio oxigenasa (Alderton y col., 2001). El dominio 
reductasa contiene sitios de unión para FAD, FMN y NADPH, y un segmento que 
reconoce a la CaM. El dominio oxigenasa contiene sitios de unión para el hemo 
(Fe-protoporfirina IX), BH4 y L-arginina (Ghosh y Stuehr, 1995; McMillan y Masters, 1995). 
Cada monómero, homodimeriza en una configuración que le permite al dominio 
reductasa de un monómero estar en contacto con el dominio oxigenasa del monómero 
opuesto. Dentro del dímero, los electrones aportados por el NADPH son transportados 
por el FAD y la FMN en el dominio reductasa, hacia el grupo hemo del dominio oxigenasa 
del otro monómero, ubicado en el extremo amino terminal. Allí es donde se encuentra 
unido el O2, el cual es utilizado para sintetizar NO y L-citrulina (Griffith y Stuehr, 1995). El 
pasaje de electrones está de acuerdo con los potenciales estándar de las diferentes 
cuplas redox (Noble y col., 1999). 
Se han identificado 3 isoformas de NOS, con pesos moleculares de 130-160 kDa 
(por monomero), cada una producto de diferentes genes: la NOS neuronal (nNOS), la 
NOS endotelial (eNOS) y la NOS inducible (iNOS).  
 




nNOS (NOS-I) iNOS (NOS-II) eNOS (NOS-III) 
Peso molecular 160 kDa 125 - 130 kDa 133 kDa 
Expresión Constitutiva Inducible Constitutiva 
Unión a CaM  30 x 10
-9
 M >> 30 x 10
-9
 M  30 x 10
-9
 M 
Cofactores NADPH, L-arginina; O2 NADPH, L-arginina; O2 NADPH, L-arginina; O2 
Variantes proteicas Isoformas , ,  y  - - 
Modificaciones 
postraslacionales 
Sitios de fosforrilación 
específicos 
Sitios de fosforrilación 
específicos 
























Las mismas poseen diferente localización celular, regulación y propiedades 
catalíticas, así como también diferente sensibilidad frente a inhibidores (Tabla 3). Según 
el patrón de expresión, las NOS se clasificaron en constitutivas (nNOS y eNOS) e 
inducible (iNOS). Las NOS constitutivas se expresan en niveles constantes dentro de la 
célula y producen concentraciones fisiológicas de NO, el cual cumple funciones de 
señalización intra e intercelular. Dichas isoformas son inactivas en su estado nativo y 
requieren de la presencia de Ca2+ unido a la CaM para generar NO (Schmidt y col., 1991; 
Bredt y Snyder, 1994). La isoforma inducible, se expresa ante estímulos inmunológicos y 
es controlada a nivel transcripcional y traduccional. Posee una velocidad de producción 
de NO más alta que las NOS constitutivas.  
 
3.1.2. Oxido nítrico sintasa mitocondrial (mtNOS) 
Dos grupos de investigación independientes, Ghafourifar y Richter (1997) y Giulivi y 
col. (1998) mostraron simultáneamente que preparaciones mitocondriales purificadas de 
hígado de rata generan NO, postulando la presencia de una cuarta isoforma de NOS, la 
NOS mitocondrial o mtNOS. Kanai y col. (2001) aportaron evidencias importantes sobre 
la existencia de la mtNOS, a través de la determinación electroquímica de la liberación de 
NO, inducida por calcio, por una única mitocondria de corazón de ratón. Concluyeron que 
existía una similitud entre la mtNOS y la nNOS debido a la ausencia de producción de NO 
en ratones knock out para nNOS (nNOS-/-). La mtNOS fue aislada y secuenciada por el 
grupo de Giulivi (Elfering y col., 2002), identificándola como la variante  de la nNOS 
genómica con modificaciones post-traduccionales: (a) acilación con ácido mirístico en el 
extremo N-terminal, lo que permitiría su traslado y anclaje en membrana interna luego de 
su síntesis citosólica, y (b) fosforilación de la Ser-1412 del extremo C-terminal, 
relacionada con la regulación de la actividad enzimática (Traaseth y col., 2004). 
La mtNOS se localiza en la membrana interna mitocondrial, y, al igual que las otras 
isoformas de la enzima, cataliza la reacción de oxidación de L-arginina en presencia de 
NADPH y O2 para producir L-citrulina y NO (Figura 12). Esta enzima es de expresión 
constitutiva y regulada por variaciones en las concentraciones de calcio (Ghafourifar y 
Richter, 1997; Giulivi y col., 1998; Tatoyan y Giulivi, 1998; Traaseth y col., 2004).  
La producción de NO por mitocondrias de corazón ha sido determinada utilizando 
técnicas inmunohistoquímicas (goldimmunolabelling, Bates y col., 1995, 1996), 
espectroscópicas (Costa y col., 2002; Boveris y col., 2003a; Valdez y col., 2004; 
Zaobornyj y col., 2005), electroquímicas (Kanai y col., 2001) y fluorescentes (Zenebe y 





Figura 12. Esquema mostrando los componentes de la cadena de transferencia de 
electrones y la mtNOS en la membrana interna mitocondrial. Tomado de Ghafourifar y 
Cadenas (2005) y modificado. 
 
La actividad y/o expresión de la enzima mtNOS es regulada en situaciones 
fisiológicas, patológicas y farmacológicas. Resultados de nuestro laboratorio muestran 
que los estados metabólicos mitocondriales y el potencial de membrana mitocondrial 
modifican la producción de NO a partir de la regulación de la mtNOS (Valdez y col., 2006; 
Boveris y col., 2006). Asimismo, la actividad y/o expresión mtNOS es modificada por 
importantes efectores fisiológicos, entre ellos, la presión parcial de O2 en el aire inspirado 
(González y col., 2005; Zaobornyj y col., 2005), la regulación autonómica simpática (Fellet 
y col., 2006), las hormonas tiroideas (Carreras y col., 2001), la insulina (Finnochietto y 
col., 2008) y la angiotensina II (Costa y col., 2002). Se ha mostrado que la mtNOS es 
regulada positivamente en procesos inflamatorios (Alvarez y Boveris, 2004; Vanasco y 
col., 2012) y modulada positiva o negativamente por tratamientos farmacológicos con 
haloperidol, clorpromazina y enalapril (Lores Arnaiz y col., 1999, 2004; Boveris y col., 
2003b), entre otros. Asimismo, cambios de actividad de la mtNOS en el ciclo ovárico en 
ratas coinciden con un papel del NO en la regulación positiva de la biogénesis 
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3.1.3. Inhibidores de las óxido nítrico sintasas 
La identificación de inhibidores de las enzimas NOS ha facilitado el estudio de la 
síntesis de NO en sistemas biologicos. Dichos inhibidores pueden clasificarse en función 
de su mecanismo de acción, del sitio al que se unen, del tiempo necesario para inhibir la 
actividad enzimática, así como también de la dependencia respecto del sustrato (Tabla 4) 
(Alderton y col., 2001). 
Los más utilizados como herramientas experimentales son los inhibidores del grupo 
de los análogos de sustrato, la L-arginina: L-monometil-L-arginina (L-NMMA), N-nitro-L-
arginina (L-NNA) y su metil éster (L-NAME), a pesar de que no presentan especificidad 
por ninguna de las isoformas de la enzima, y la N-iminoetil-L-ornitina (L-NIO) que es 
parcialmente selectiva para la isoforma iNOS (Knowles y Moncada, 1994). 
 
Tabla 4. Clasificación de Inhibidores de las NOS 
Inhibidores de las NOS 
Modo de acción / sitio al que se unen Compuesto 
Competitivos por el sitio de unión de la L-arg S-etilisotiourea; L-NIL 
Análogos de sustrato L-NAME, L-NMMA, L-NNA 
Inhibidores de la síntesis de BH4 4-amino-BH4, BH2, metotrexato 
Antagonistas de la CaM Trifluorperazina (Inhiben la eNOS y 
nNOS) 
Inhibidores del grupo hemo Imidazoles (7-nitrindazol, selectivo 
para nNOS) 
Competitivo con el NADPH y las flavoproteínas Difenileneiodonio (DFI) 
 
3.2. Peroxinitrito 
Debido a que el O2
- posee un electrón desapareado ocupando un orbital 
antienlazante *, éste es capaz de reaccionar con el NO, en una clásica reacción de 
terminación de radicales libres, para dar lugar a la formación de oxoperoxonitrato(1-) o 
peroxinitrito (ONOO-). 
  NO  +  O2




Esta reacción está cinéticamente controlada por difusión, y su constante de 
velocidad es 0.67-1.9 x 1010 M-1 s-1 (Huie y Padmaja, 1993; Goldstein y Czapski, 1995; 
Kissner y col., 1997). Si bien la velocidad de formación de ONOO- depende 
exclusivamente de las concentraciones de O2
- y de NO, se puede reconocer, para 
sistemas biológicos, dos determinantes principales de la formación de ONOO-: (a) las 
cantidades relativas de NO y O2
-, y (b) las reacciones de estos dos radicales libres con 
otros componentes biológicos, los que limitan la concentración local de ambos. 
La concentración de O2
- en condiciones fisiológicas es del orden nM o pM, 
usualmente 0.1 nM en la matriz mitocondrial y 10 pM en el citosol (Chance y col., 1979). 
Esto se debe a su corta vida media (50-100 s), debido a la reacción de dismutación no 
catalizada o catalizada por la enzima SOD, y a las reacciones redox con diversas 
moléculas biológicas.  
 O2
-  +  O2
-  +  2H+    H2O2  +  O2   k ~2.0 x 10
9 M-1 s-1 
En estas condiciones, el NO producido, en concentraciones de 50 a 150 nM, estaría en 
gran exceso. Debido a que la concentración de O2
- es significativamente menor a la de 
NO, esta última determina la velocidad de reacción entre estos dos radicales, la cual 
transforma en una reacción de pseudo primer orden respecto del O2
-. Por otro lado, la 
concentración de O2
- determina la cantidad total de ONOO- formado en un tiempo 
determinado. Así, bajo condiciones celulares normales, las concentraciones de ONOO- 
son relativamente bajas ( 2-5 nM en la matriz mitocondrial; Valdez y col., 2000). Si se 
considera que la constante de velocidad de la reacción de formación de ONOO- (k  1010 
M-1 s-1) es aproximadamente 5 veces superior a la constante de velocidad de la reacción 
de dismutación del O2
- catalizada por la enzima SOD (k  2 x 109 M-1 s-1), 
concentraciones fisiológicas de SOD (M) pueden competir efectivamente con el NO 
por el O2
-. Se ha estimado que a concentraciones fisiológicas de SOD, una concentración 
de NO de aproximadamente 100 nM, reaccionaría con el 26% del O2
- formado, 
produciendo ONOO-, mientras que el 74% del O2
- remanente dismutaría a H2O2 (Boveris 
y col., 2010). 
Sin embargo, mientras que la concentración de NO en estado estacionario como 
mensajero celular está en el rango nM, en regiones inflamatorias, el NO podría alcanzar 
concentraciones del orden ~0.3-0.5 M (Moncada y col., 1991; Poderoso y col., 1998), 
reaccionando con el 50% del O2
- disponible, haciendo cinéticamente importante la 
formación de ONOO- (Radi y col., 2000). Es interesante recalcar que por cada 10 veces 
que se incrementen las concentraciones de NO y O2




ONOO- aumenta 100 veces (Beckman, 1996). Asimismo, si la concentración de SOD 
disminuyera por debajo del rango M, la química del ONOO- podría alcanzar fundamental 
importancia. Por otro lado, así como la SOD reduce la concentración de O2
-, las 
hemoproteínas, principalmente la HbO2, reducen la concentración de NO. Otro factor que 
determina la concentración de NO, es su difusión a partir del sitio de formación. Todos 
estos factores limitan la formación de ONOO- a regiones cercanas a la localización de las 
fuentes de NO, y más importante, de O2
-. 
Así, en la matriz mitocondrial, los metabolismos del NO y del O2
- son 
interdependientes y están ligados por la reacción de formación de ONOO- (Valdez y col., 
2000). Valdez y col. (2000) has estimado que en mitocondrias de hígado de rata, y sin 
considerar el aporte citosólico de NO, la reacción de formación de ONOO- contribuye con 
0.38 M ONOO-. s-1 en la matriz mitocondrial. 
El ONOO- es un poderoso oxidante y nitrante que, como especie cargada, tiene 
una difusibilidad limitada a través de membranas. En las mitocondrias, el ONOO- tiene 
una vida media menor que en otras organelas (t½ ~ 3 a 5 ms) debido a que el entorno 
mitocondrial es especialmente rico en metaloproteínas, grupos tioles y CO2. Por tal 
motivo, un aumento en el estado estacionario mitocondrial de ONOO- lleva a nitración de 
proteínas y/o nitrosilación de grupos tioles, ocasionando disfunción mitocondrial y/o daño 
celular (Radi y col., 2002; Pacher y col., 2007). 
 
4. Efectos del NO en sistemas biológicos 
Dadas sus propiedades químicas, el NO actúa como un mensajero intra e 
intercelular, lo cual le permite actuar en forma rápida y de manera local. Posee una vida 
media corta porque reacciona fácilmente con O2
-, O2 y hemoproteínas (Furchgott y 
Vanhoutte, 1989). Por lo tanto, considerando una constante de difusión de 4 x 106 cm2. s-1 
la distancia de difusión es limitada (100 - 130 m), confiriendole especificidad y eficiencia 
como señal biológica (Wise y Hounghton, 1968; Beckman, 1996). 
Así, el NO participa en numerosas funciones reguladoras, desde su acción como 
relajante vascular y como modulador de la función neuronal (Ignarro, 1989; Moncada y 
col., 1991), hasta la regulación de la respiración mitocondrial y celular (Poderoso y col., 
1996; Boveris y col., 1999a; Boveris y col., 2000a). Por este motivo, alteraciones en el 
metabolismo del NO podrían conducir a estados patológicos tales como: aterosclerosis, 
enfermedades coronarias, accidentes cerebrovasculares (ACV), hipertensión, 
complicaciones vasculares de la Diabetes Mellitus, asma, enfermedades 




Los efectos del NO pueden clasificarse como efectos directos, por la reacción del 
NO con metales o reacciones de terminación de radicales libres, y efectos indirectos que 
son mediados por la formación de especies reactivas del nitrógeno (Figura 13).  
 
 
Figura 13. Efectos del óxido nítrico y de las especies reactivas del nitrógeno. 
 
4.1. Papel regulador del NO en la mitocondria 
4.1.1. Efecto del NO sobre la transferencia de electrones 
El NO participa en reacciones de terminación de radicales libres y en reacciones 
redox que ocurren en la matriz mitocondrial, en un proceso regulador de la concentración 
en estado estacionario intramitocondrial del propio NO y de otras especies reactivas 
(Poderoso y col., 1996; Poderoso y col., 1998; Poderoso y col., 1999; Boveris y col., 
1999a). 
La velocidad de producción mitocondrial de NO es 0.9-1.4 nmol NO. min-1. mg 
proteína-1 la cual lleva a una concentración en estado estacionario en la matriz 
mitocondrial del orden de 100-400 nM (Knowles y col., 1990; Poderoso y col., 1998; 
Boveris y col., 2006). Valdez y Boveris han mostrado que la producción de NO por 
mitocondrias aisladas de corazón, hígado, riñón y cerebro de rata en estado 3 es 40-50% 
menor que en estado 4 (Valdez y col., 2006; Boveris y col., 2006; Valdez y Boveris, 
2007), indicando que el estado metabólico mitocondrial es un regulador de la generación 
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membrana mitocondrial (Δ), de la misma forma que la producción mitocondrial de H2O2 
(Korshunov y col., 1997; Boveris, 1977; Cadenas y Boveris,1980). La dependencia con el 
potencial de membrana es más importante en el rango fisiológico de Δ (150-180 mV), 
en donde pequeños cambios en el potencial ocasionan grandes variaciones en la 
generación de NO por la mtNOS. 
A su vez, el NO es un efectivo modulador del metabolismo energético mitocondrial 
ya que ejerce múltiples efectos sobre la cadena respiratoria. 
(a) El NO inhibe la actividad de citocromo oxidasa (complejo IV), en forma 
reversible y competitiva con el O2 de tal manera que aumenta dramáticamente la KM de la 
citocromo oxidasa, desde 1.4 M O2 en ausencia de NO hasta 3.4 M O2 en presencia de 
0.2 M NO (Cleeter y col., 1994; Brown y Cooper, 1994; Takehara y col., 1996). La 
inhibición de la respiración mitocondrial por el NO depende de las concentraciones de O2 
y de NO, de la competencia del NO con el O2 por el sitio de unión a la enzima en el centro 
activo, siendo importante la relación O2/NO, y del efecto diferencial de la inhibición del NO 
según el estado metabólico mitocondrial, donde el estado de respiración activa o estado 3 
es más sensible a la inhibición que el estado 4 (Antunes y col., 2004; 2007). La 
concentración de NO que produce el 50% de inhibición de la actividad del complejo IV 
(80-200 nM) (Boveris y col., 2010) se encuentra dentro del rango de concentraciones 
fisiológicas del NO presente en los tejidos (100-360 nM) (Boveris y col., 2006; Poderoso y 
col., 1998). Este hecho indica que el NO producido endógenamente es un modulador 
negativo de la respiración (Shen y col., 1995; Poderoso y col., 1998; Clementi y col., 
1999). 
(b) El NO inhibe la transferencia de electrones entre los citocromos b y c en el 
complejo III, aumentando la producción mitocondrial de O2
- (Poderoso y col., 1996) y 
consecuentemente de H2O2 (Poderoso y col., 1996; Poderoso y col., 1998; Poderoso y 
col., 1999; Boveris y Poderoso, 2000a; Boveris y Cadenas, 2000b; Iglesias y col., 2015). 
El efecto que ejerce el NO sobre la transferencia de electrones sobre el área 
ubiquinol-citocromo c reductasa (complejo III) es similar a la producida por la antimicina. 
Sin embargo, poco se sabe sobre el mecanismo inhibitorio. 
La sensibilidad de ambos sitios al NO se encuentra dentro de los rangos de 
concentraciones fisiológicas en estado estacionario de dicho radical libre (Cadenas y col., 
2000), siendo éstas las principales acciones moduladoras del NO sobre la cadena 
respiratoria mitocondrial. La importancia de ésta radica en la capacidad de disminuir el 
consumo de O2 mitocondrial, cuando éste disminuye su concentración (o cuando aumenta 




mitocondrias y la sangre, permitiendo así una mejor distribución de O2 hacia células en 
condiciones desfavorables como en situaciones hipóxicas breves (Poderoso y col., 1998; 
Boveris y col., 2010). Este mecanismo sensor de los niveles de O2 celulares, permitiría la 
adaptación del metabolismo celular ante condiciones de hipoxia (Budinger y col., 1996). 
Adicionalmente, se ha descrito que el NO o especies reactivas derivadas del NO, 
inhiben la respiración mitocondrial a nivel del complejo I (NADH-deshidrogenasa). Dicho 
complejo es uno de los primeros en inhibirse en forma persistente en células expuestas a 
elevadas concentraciones de NO (1M) por un período prolongado, simultáneamente con 
una disminución en el contenido celular de GSH (Riobó y col., 2001). Existen 
controversias acerca del mecanismo inhibitorio y de la(s) especie(s) responsable(s) de 
dicha inhibición. Borutaite y colaboradores (2000) han propuesto, como mecanismo de 
inhibición reversible, la S-nitrosación o Fe-nitrosilación producidas, principalmente, como 
consecuencia de la acción del ONOO- (Borutaite, y col. 2000), el cual es un potente 
oxidante capaz de inhibir enzimas de la cadena respiratoria, dañar el ADN, los lípidos y 
proteínas mitocondriales. 
 
4.1.2. Actividad funcional de la mtNOS 
La habilidad de la mtNOS de modular, a través de su producto NO, el consumo de 
O2 y la producción de H2O2 es denominada actividad funcional de la mtNOS (Boveris y 
col., 2003a; Boveris y col., 2003b; Valdez y col., 2005), y se considera como el principal 
papel del NO como regulador intracelular en situaciones fisiológicas, patológicas y 
farmacológicas. 
La actividad funcional de la mtNOS se determina experimentalmente en 
mitocondrias acopladas en dos condiciones, de máxima y de mínima producción de NO, y 
se evalúa a través de la determinación de la velocidad de consumo de O2 o de 
producción de H2O2. La máxima producción de NO se alcanza adicionando L-arginina y 
SOD al medio de reacción, y la mínima por adición de HbO2 y de un inhibidor de la NOS 
(Valdez y col., 2008; Valdez y col., 2005) (Figura 14). 
El efecto sobre el consumo de O2 se ensaya en mitocondrias respirando en estado 
3. La diferencia en el consumo de O2 en estado 3 determinada en situaciones de máxima 
y minima producción mitocondrial de NO, indica la actividad funcional de la mtNOS en la 






Figura 14. Actividad funcional de la mtNOS en la inhibición del consumo de O2 y en el 
incremento de la producción de H2O2. A. En presencia de L-arginina y SOD (máxima 
producción y estado estacionario de NO) y B. En presencia de L-NAME y HbO2 (mínima 















































La actividad regulatoria de la mtNOS sobre la generación mitocondrial de H2O2 se 
determina en mitocondrias respirando en estado 4. En este caso, los efectos son 
explicados como consecuencia de la inhibición la actividad ubiquinol-citocromo c 
reductasa por el NO, lo que lleva a un aumento en la generación de H2O2. 
La regulabilidad de la actividad de la mtNOS puede interpretarse como una 
evidencia de la importancia del NO mitocondrial como molécula moduladora del 
metabolismo energético y de la señalización mitocondria-citosol en situaciones 
fisiológicas, fisiopatológicas y farmacológicas. 
 
5. Biogénesis Mitocondrial 
Las mitocondrias son organelas que forman parte del complejo mecanismo de 
señalización involucrado en el nacimiento, diferenciación, crecimiento, envejecimiento y 
muerte celular. En las últimas décadas se ha mostrado que las mitocondrias no son 
organelas estáticas, sino que están en constante movimiento y recambio: los procesos de 
fusión y/o fisión mitocondrial van acompañados de variaciones del tamaño, número y 
masa mitocondrial. Las mismas presentan un alto grado de plasticidad, en un complejo 
proceso que puede ser desencadenado por diversos estímulos fisiológicos o procesos de 
diferenciación celular (Nisoli y col., 2004). De acuerdo a las evidencias experimentales, 
las mitocondrias pueden crecer y dividirse a partir de mitocondrias pre-existentes. 
 
Durante la mitosis celular, las mitocondrias se dividen dejando, a cada célula hija, 
una cantidad equivalente de mitocondrias. Mas de 1000 genes y aproximadamente un 
20% de las proteínas celulares están involucradas y regulan la biogénesis mitocondrial, 
entendida como la formación de mitocondrias durante el ciclo de vida de una célula y la 
filogénesis y ontogénesis de las mitocondrias (Nisoli y Carruba, 2006). La biogénesis 
mitocondrial es un proceso complejo que requiere de la coordinación controlada de genes 
nucleares y mitocondriales, que codifican para proteínas mitocondriales. El ADN 
mitocondrial (mtADN; existen entre 2 y 10 copias de mtADN por mitocondria) codifica 
solamente 13 proteínas mitocondriales, mientras que el resto de las proteínas son 
codificadas en el ADN nuclear. Dentro de los factores involucrados en la regulación y 
coordinación de la expresión de genes mitocondriales se encuentran: 
a) El co-activador 1α del receptor activador γ de la proliferación peroxisomal 
(PGC-1α). Esta proteína es uno de los factores de transcripción centrales durante la 




transcripción tales como el factor de transcripción mitocondrial A (mtTFA) y los factores 
respitatorios nucleares (NRF-1 y NRF-2), entre otros (Puigserver y Spiegelman, 2003).  
b) El factor de transcripción mitocondrial A (mtTFA), codificado en el núcleo, el 
cual regula la interacción entre núcleo-mitocondria y cumple un papel importante en la 
replicación del mtADN y su transcripción durante la biogénesis. 
c) Los factores respiratorios nucleares 1 y 2 (NRF-1 y NRF-2), los cuales son 
factores de transcripción codificados en el núcleo, que inducen y regulan la expresión 
nuclear de genes que codifican proteínas de la cadena respiratoria mitocondrial. 
Resultados recientes muestran que variaciones en los niveles intracelulares de NO 
y de especies reactivas del oxígeno estarían asociados a cambios en el número de 
mitocondrias, en el número de copias de mtADN, y a la expresión de genes involucrados 
en la síntesis de proteínas de los complejos de la cadena respiratoria mitocondrial 
(Gadaleta y col., 1992; Lee y col., 2000). Nisoli (Nisoli y col., 2003; Clemente y Nisoli, 
2005) postula que el NO forma parte de la via de señalización que culmina en la 
formación de nuevas mitocondrias. 
 
6. El corazón: órgano dependiente de O2 y ATP 
El corazón, órgano central del sistema cardiovascular, actúa bombeando sangre a 
través de todo el sistema circulatorio, variando la velocidad y fuerza de contracción. 
Es un tejido altamente dependiente del suministro continuo de O2, ya que más del 
90% del metabolismo cardíaco es aeróbico. La tasa de utilización de O2 estimada en 
cardiomiocitos humanos es de aproximadamente 60-150 mmol O2. min
-1  (Sun y col., 
1998). Las funciones normales del corazón se acompañan de un aporte energético 
continuo por parte de la mitocondrias, las cuales producen el 95% del ATP necesario 
para las funciones cardíacas. Dicha energía es generada a través de los procesos de 
β-oxidación de los ácidos grasos, de la cadena de transferencia de electrones y, 
principalmente, de la fosforilación oxidativa (Marín-García y Goldenthal, 2002; Zaobornyj 
y Ghafourifar, 2012). 
Adicionalmente, el corazón necesita mantener un balance redox para poder 
desarrollar la fuerza de contracción, particularmente en condiciones de trabajo cardíaco 
incrementado. El entorno redox celular se define a partir de la contribución de las cuplas 
redox presentes en el citoplasma, la matriz y el espacio intermembranas mitocondrial, 
NADH/NAD+; NADPH/NADP+; GSH/GSSG y Trx(SH)2/TrxSS, en función de sus 




ΔE°´Trx(SH)2/TrxSS = -292 mV ) y de la concentración de las especies en su forma reducida. 
(Kembro y col., 2013; Roede y col., 2012). 
El corazón es un órgano insulino-dependiente, debido a que necesita de la insulina 
para controlar el ingreso de glucosa al tejido, lo cual le permite regular los sustratos 
presentes en la célula, para la síntesis de ATP en la mitocondria (Giacco y Brownlee, 
2010).  
Debido a la elevada demanda energética del tejido cardíaco, los cardiomiocitos 
poseen una gran cantidad de mitocondrias (~7.2 x 109 mitocondrias por miligramo de 
proteína mitocondrial, (Loud, 1968), en comparación con otros tipos celulares. Las 
mitocondrias ocupan aproximadamente un 30-40% del volumen celular (Murphy y 
Steenbergen, 2007; Duncan, 2011) y generan entre un 80-90% del ATP necesario para la 
contractilidad y funciones cardíacas.  
Modificaciones en el metabolismo energético del miocardio juegan un papel clave 
en las enfermedades cardiovasculares: cada vez con mayor frecuencia se encuentran 
enfermedades asociadas a anomalías en la función y estructura de las mitocondrias, tales 
como la miocardiopatía dilatada e hipertrófica, defectos en la conducción cardíaca y 
muerte súbita, miocardiopatía isquémica y alcohólica, miocarditis e insuficiencia cardíaca. 
Deficiencias en la producción de ATP podrían resultar en una disfunción bioenergética y 
falla cardíaca. 
 
6.1. Isquemia/reperfusión cardíaca: Atontamiento miocárdico 
La viabilidad de un tejido depende del aporte permanente de O2 y nutrientes, los 
cuales son transportados a través de la sangre. La isquemia es una forma de hipoxia en 
la que la disponibilidad de O2 está disminuida. 
Los síndromes isquémicos cardíacos incluyen un grupo de entidades clasificadas 
de acuerdo al tiempo de duración de la isquemia y a su fisiopatología. Abarcan desde 
episodios de isquemia transitoria (menores a 20 min) sin alteraciones funcionales (Bolli y 
col., 1988), hasta isquemias prolongadas posteriores a un infarto de miocardio, con 
muerte y necrosis celular, que tienen como consecuencia un remodelamiento ventricular 
(Olivetti y col., 1991). Cuando la isquemia es sostenida durante más de 20 min, se 
produce infarto de miocardio con muerte celular y necrosis, mientras que una isquemia 
transitoria, menor a 20 min, produce una disfunción ventricular post-isquémica reversible 




En el atontamiento cardíaco, no se observa una injuria irreversible (necrosis) y la 
reserva contráctil se encuentra conservada, sin embargo se modifica la función 
ventricular (Opie, 1996), caracterizada por la presencia de alteraciones mecánicas 
sistólicas y diastólicas (Donato y Gelpi, 2003). La particularidad de este síndrome 
isquémico es que, sin importar la duración o severidad de la disfunción post-isquémica 
generada, la misma es totalmente reversible, recuperando la función ventricular normal 
luego de un período de horas o días. El atontamiento miocárdico es una injuria 
relativamente moderada y sub-letal, que debe diferenciarse del infarto de miocardio. Por 
lo tanto, el diagnóstico del atontamiento miocárdico debe hacerse una vez que se haya 
comprobado que el tejido en cuestión es totalmente viable (Bolli, 1990). 
En los últimos años se han descripto nuevos síndromes isquémicos, que pueden 
presentarse en pacientes sometidos a cirugías de revascularización miocárdica, terapias 
con drogas trombolíticas, angioplastias, trasplantes cardíacos, pacientes con angina 
estable/inestable e isquemia inducida por el ejercicio (Bolli, 1990). El estudio del 
atontamiento miocárdico se incrementó en la década del '90 fundamentalmente debido a 
la aparición de las terapias de reperfusión para el tratamiento de pacientes con 
cardiopatía isquémica y por el crecimiento del número de pacientes que experimentan 
una reperfusión espontánea como consecuencia de la lisis de un trombo mural coronario 
o posterior a un espasmo coronario (Donato y Gelpi, 2003; D'Annunzio y col., 2005; 
Donato y col., 2007).  
Cuando el suministro de O2 al tejido es limitante como en una condición de 
isquemia, disminuye el flujo en la cadena de transferencia de electrones mitocondrial y 
concomitantemente, la eficiencia de la fosforilación oxidativa. Adicionalmente, se observa 
una depleción en los niveles de creatina fosfato, disminución de la oxidación de ácidos 
grasos y piruvato y alteraciones en la producción de ATP. En este escenario, se utiliza 
como fuente de energía el ATP generado por la vía glucolítica anaeróbica, generando 
acumulación de lactato, disminución del pH intracelular y acidosis, lo cual se relaciona en 
forma directa con una inhibición de la función contráctil (Marín-García y Goldenthal, 
2002). 
De acuerdo con esto, se torna evidente que la disfunción post-isquémica es parte 
de la evolución natural de la cardiopatía isquémica. Existe consenso que las especies 
reactivas del oxígeno y del nitrógeno formarían parte del mecanismo fisiopatológico de 





El tratamiento más efectivo frente a una situación isquémica o hipóxica es la 
reperfusión temprana del tejido. Sin embargo, la re-oxigenación se acompaña de un 
aumento en la producción de especies reactivas del oxígeno, principalmente O2
- y H2O2.  
El estrés oxidativo, es un concepto que fue definido inicialmente como un 
desbalance reversible entre las concentraciones de oxidantes y antioxidantes, con un 
exceso de oxidantes y/o disminución de antioxidantes (Sies, 1985). Actualmente se ha 
ampliado dicha definición haciendo foco en las respuestas biológicas desencadenadas, 
que tienen como consecuencia una disrupción de la señalización y del control redox 
generando de ese modo daño molecular (Sies y Jones, 2007). Se ha postulado que el 
estrés oxidativo constituye el principal mecanismo responsable de las alteraciones 
celulares observadas durante la reperfusión. Los tejidos reperfundidos, luego de un 
período de isquemia, manifiestan alteraciones funcionales conocidas como “lesiones de 
reperfusión” (Engelman y col., 1972; Jones, 1985). Estas lesiones se caracterizan por 
disfunción mitocondrial, disrupción de la membrana plasmática, daño  a estructuras 
mitocondriales, daño del retículo endoplasmático, aumento de la permeabilidad vascular 
y, en el caso del miocardio, aparición de arritmias ventriculares (Bernier y Hearse, 1988). 
La hipótesis más aceptada sostiene que el sitio principal de generación de O2
- 
durante la reperfusión es la mitocondria. Durante la isquemia, la distribución de O2 al 
miocardio se encuentra limitada, siendo insuficiente para que se realice el proceso de 
oxidación de sustratos en la mitocondria con el fin de proveer de energía a las células 
durante el período fisiológico de hipoxia (Chen y Zweier, 2014). La ausencia de O2 
determina que los componentes de la cadena respiratoria mitocondrial pasen a un estado 
de máxima reducción. Cuando el tejido es re-oxigenado, el escape de electrones de la 
cadena respiratoria es mayor debido al aumento en la velocidad de auto-oxidación de los 
principales sitios de producción de O2
- (la UQH• en el complejo III y la FMNH• en el 
complejo I), incrementándose la generación de O2
- y de H2O2 (Gonzalez-Flecha y col., 






Figura 15. Esquema propuesto para el mecanismo responsable del aumento de la 
generación de O2
- y H2O2 asociados a la isquemia/reperfusión. Durante la isquemia se 
produce la reducción de los componentes de la cadena respiratoria, y en la 
reperfusión se incrementa la generación de H2O2. UQ y UQH
, forma oxidada y 
reducida de la ubiquinona; FMN y FMNH, forma oxidada y reducida de la flavina 
mononucleótido del complejo I. Tomado de Gonzalez Flecha y col. (1993) y 
modificado. 
 
Existe una hipótesis alternativa que postula a la enzima xantino oxidasa (XO) como 
responsable del aumento en la velocidad de generación de O2
- durante la re-oxigenación. 
Sin embargo, se ha observado grandes variaciones de actividad de xantino 
deshidrogenada (forma nativa de la enzima XO) entre tejidos y entre especies, no 
habiéndose detectado cantidades apreciables de la misma en miocardio de conejo y 
humanos. Dado el marcado daño mitocondrial observado en el miocardio humano 
durante procesos de isquemia/reperfusión (Godín y Shabir, 1987; Ferreira y col., 1988), la 
hipótesis mitocondrial es la aceptada para tejidos con baja actividad de xantino 
deshidrogenasa (Eddy y col., 1986). 
 
6.1.1. Efecto de la Adenosina sobre la función cardíaca 
Se ha observado, tanto en modelos in vivo como in vitro, que la adenosina tiene un 
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adenosina exógena, o agonistas de los receptores de adenosina, previos a la isquemia 
reducen el tamaño del infarto (Liu y col., 1991), mejora la recuperación de la función 
ventricular durante la reperfusión (atenuando el atontamiento miocárdico) (Ogawa y col., 
1996) y prolonga el período de la contracción isquémica (Cave, 1995). Donato y Gelpi 
(2003) demostraron que la administración de adenosina desde el inicio de la reperfusión, 
atenúa las alteraciones tanto sistólicas como diastólicas (rigidez miocárdica) en el 
miocardio atontado. Este efecto positivo es mediado por los receptores A1 de la 
adenosina, sin modificación del tamaño de infarto.  
 
6.2. Diabetes Mellitus 
La Diabetes es un desorden metabólico que resulta de un incremento crónico en los 
niveles de glucosa en sangre (hiperglucemia). El desbalance en los niveles de glucemia 
puede ocurrir como consecuencia de un defecto en la secreción de insulina por las 
células β del páncreas, Diabetes Tipo I, o por un pérdida de sensibilidad a la acción de 
dicha hormona en los órganos blancos, aún con secreciones normales de insulina, 
Diabetes Tipo II.  
En los pacientes diabéticos, la hiperglucemia prolongada y no controlada es un 
factor de riesgo para el desarrollo de enfermedades cardiovasculares, siendo una de las 
principales causas de muerte. Aproximadamente, un 80% de los pacientes diabéticos 
muere por falla cardíaca. La disfunción cardiovascular puede acompañarse del desarrollo 
de retinopatía, nefropatía y neuropatía diabéticas. La disfunción ventricular en pacientes 
diabéticos, en ausencia de hipertensión o enfermedades coronarias arteriales se 
denomina cardiomiopatía diabética. Este término fue introducido en la década del ´70 por 
Rubler y col. (1972) y se presenta en el 75% de los pacientes diabéticos asintomáticos, 
donde la disfunción diastólica es la primera manifestación de la alteración contráctil, con 
leves disminuciones en los niveles de ATP. La cardiomiopatía diabética se caracteriza por 
cambios bioquímicos, mecánicos, estructurales y eléctricos del corazón, previos al 
desarrollo de la disfunción diastólica (Pacher y Szabó, 2006).  
La etiopatogenia de la cardiomiopatía diabética puede estar asociada tanto a la 
presencia de hiperglucemia, como a cambios en el metabolismo cardíaco, lo cual puede 
deberse a una disfunción mitocondrial. Durante la diabetes, el balance redox se 
encuentra alterado, contribuyendo a la disfunción diastólica observada en la 
cardiomiopatía diabética (Aon y col, 2015). Las alteraciones en el metabolismo 




reactivas del nitrógeno y del oxígeno, principalmente O2
-, estarían implicados en el 
desarrollo de las complicaciones cardíacas. 
Dado que el corazón es un organo insulino-dependiente, que necesita de la insulina 
para controlar el ingreso de glucosa al tejido, y que es un tejido altamente dependiente de 
las concentraciones de O2, dependiendo de la fosforilacion oxidativa para el suministro de 
energía (ATP), alteraciones en el suministro de sustratos, la acción de la insulina y a las 
mal-adaptaciones metabólicas del corazón que ocurren en la diabetes tienen una gran 
influencia sobre el metabolismo cardíaco. Así, las fallas cardíacas observadas en la 
diabetes podrían estar asociadas a alteraciones en el metabolismo energético, 
principalmente, el deterioro progresivo en la funcionalidad mitocondrial, junto con una 
disminución en la producción de ATP, siendo los causantes de la progresión hacia la falla 








1. Objetivo general e Hipótesis de trabajo 
El objetivo general de este trabajo de Tesis fue estudiar la relación funcional entre el 
complejo I de la cadena de transferencia de electrones y la óxido nítrico sintasa 
mitocondrial (mtNOS), en situaciones fisiológicas y patológicas, desde un aspecto 
bioenergético y haciendo hincapié en el metabolismo de especies reactivas del oxígeno y 
del nitrógeno, en mitocondrias de corazón. Se ha elegido éste órgano, ya que el corazón, 
para mantener su función contráctil normal, depende significativamente de la energía 
generada por fosforilación oxidativa en las mitocondrias.  
La hipótesis del trabajo sostiene que la mtNOS interaccionaría física y 
funcionalmente con subunidades del complejo I mitocondrial. Dicha asociación podría 
constituir otro de los mecanismos reguladores del óxido nítrico (NO) sobre la cadena 
respiratoria, en situaciones fisiológicas; y explicaría la disfunción del complejo I asociada 
a cambios en la producción mitocondrial de NO, observada en enfermedades 
neurodegenerativas, síndrome metabólico, sepsis, entre otras (Boveris y col., 2010). Cabe 
mencionar que aunque se ha descripto la inactivación del complejo I y la disfuncionalidad 
en la producción mitocondrial de NO, junto a modificaciones oxidativas y nitrosativas de 
proteínas y lípidos en mitocondrias de cerebro en procesos neurodegenerativos, poco se 
sabe respecto a este tipo de disfunción en corazón. 
La verificación de la hipótesis planteada se realizó abordando el estudio (a) desde 
un punto de vista fisiológico y (b) a través de dos modelos experimentales, que simulan 
situaciones fisiopatológicas, en los cuales la actividad y/o expresión de la enzima 
generadora del NO en la mitocondria, la mtNOS, así como la actividad del complejo I 
mitocondrial, estarían modificados: atontamiento miocárdico y diabetes. 
 
2. Objetivos específicos 
2.1. Interacción funcional entre el complejo I y la mtNOS en corazón 
El objetivo incluye caracterizar bioenergética y funcionalmente mitocondrias de 




entre el complejo I de la cadena respiratoria y la mtNOS. Para ello, se utilizaron partículas 
fosforilantes submitocondriales (ETPH) obtenidas a partir de corazón bovino, las cuales 
consisten en vesículas de membrana interna selladas, que exponen los componentes de 
la membrana interna hacia el exterior y carecen de todos los componentes mitocondriales 
solubles de la matriz. Ésta preparación permite el estudio de la producción de NO, y su 
modulación por el flujo de electrones de la cadena respiratoria.  
 
2.2.  Funcionalidad mitocondrial y papel del complejo I y de la mtNOS en 
situaciones fisiopatológicas 
2.2.1. Funcionalidad mitocondrial en atontamiento miocárdico. Efecto de la 
adenosina. 
Dado que el atontamiento miocárdico es una situación patológica en la cual la 
disfunción ventricular revierte y no lleva a necrosis tisular, se utilizó como modelo de 
isquemia-reperfusión moderada. Se estudió la función mitocondrial en corazón de conejo 
sometido a una isquemia/reperfusión ex vivo, utilizando un sistema de perfusión para 
órgano aislado. Cabe mencionar que se utilizó corazón de conejo debido a que, en esta 
especie, la actividad de xantina oxidasa es baja y comparable con la actividad detectada 
en corazón humano (de Jong y col., 1990). 
Se hizo énfasis en el estudio del consumo de oxígeno tisular y mitocondrial, de la 
actividad de los complejos de la cadena respiratoria, del potencial de membrana y del 
metabolismo de especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno, tratando de correlacionar 
los hallazgos funcionales mitocondriales con la función ventricular cardíaca. Asimismo, se 
evaluó el efecto protector de la adenosina frente a las modificaciones ocasionadas por la 
isquemia/reperfusión, tanto en la función ventricular como en la disfunción mitocondrial. 
 
2.2.2. Funcionalidad y biogénesis mitocondrial cardíaca en Diabetes inducida 
por estreptozotocina 
Debido a que existe una predisposición no relacionada a enfermedad coronaria, 
hipertensión, alcoholismo, enfermedad valvular o congénita, que hace a los pacientes 
diabéticos más susceptibles al desarrollo de insuficiencia cardíaca, y que poco se sabe 




mitocondrial cardíaca en dicha situación, se pretendió estudiar el papel del NO y de la 
mtNOS en la función mitocondrial de corazón, utilizando el modelo de diabetes 
experimental inducida por inyección de estreptozotocina en ratas Wistar macho. 
Se abordó el estudio funcional mitocondrial en cuanto al consumo de oxígeno, la 
actividad de los complejos de la cadena respiratoria, el potencial de membrana y el 
metabolismo de especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno, pretendiendo 
correlacionar los hallazgos funcionales tisulares con la función mitocondrial, así como con 
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MATERIALES Y MÉTODOS 
 
1. Modelos experimentales y material biológico 
1.1. Modelo de atontamiento miocárdico 
Se utilizaron conejos New Zeland de 1.8 - 2.0 kg de peso. Los mismos fueron 
anestesiados por vía subcutánea con ketamina (75 mg. kg-1) y xilazina (0.75 mg. kg-1). 
Luego, fueron eutanasiados con tiopental sódico 35 mg. kg-1). Posteriormente se les 
realizó una toracotomía lateral izquierda y se les extrajo el corazón, el cual fue perfundido 
con solución de Krebs-Henseleit (NaCl 118.5 mM, KCl 4.7 mM, NaHCO3 24.8 mM, 
KH2PO4 1.2 mM, MgSO4 1.2 mM, CaCl2 1.25 mM y dextrosa 10 mM) en un sistema de 
perfusión para órgano aislado según la técnica de Langendorff, el cual se termostatizó a 
37 ºC y se equilibró con una mezcla de 95% O2 + 5% CO2 para obtener un valor de pH 
entre 7.35 y 7.45. Luego de 15 min de perfusión, necesarios para alcanzar condiciones 
de estabilización, se realizó una isquemia global de 15 min seguido de un período de 
reperfusión de 30 min. Durante el período isquémico, los corazones se mantuvieron a una 
temperatura constante por inmersión en una cámara termostatizada conteniendo agua. 
Los grupos experimentales fueron divididos en función del tiempo de isquemia y 
tiempo de reperfusión (Figura 16): antes de la isquemia (0/0), al finalizar los 15 min de 
isquemia (15/0), luego de 15 min de isquemia y 5 min de reperfusión (15/5) y luego de 15 
min de isquemia y 30 min de reperfusión (15/30). 
Este protocolo experimental fue realizado en ausencia o presencia de adenosina 
(0.03 µg. kg de peso-1. min-1) en el medio de perfusión (solución Krebs-Henseleit). La 
adenosina se adicionó a la solución Krebs-Henseleit, durante todo el período de 
estabilización (15 min), de isquemia y de reperfusión. Luego de cada tiempo de 
isquemia/reperfusión, se separaron los ventrículos izquierdos (VI) de cada corazón para 
realizar las determinaciones funcionales mitocondriales. 
 
Tiempo I / R (min) 0/0 15/0 15/5 15/30
Tiempo (min) 0 15 30 60
Perfusión Isquemia Reperfusión
 
Figura 16. Esquema que muestra el protocolo de isquemia/reperfusión realizado, 
utilizando un baño de órgano aislado según la técnica de Langendorff. El órgano fue 
perfundido con una solución de Krebs-Henseleit, en ausencia o presencia de adenosina 
(0.03 μg. kg-1. min -1). 
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1.2. Modelo de Diabetes 
Se utilizaron ratas Wistar machos de 200 - 220 g de peso, provenientes del Bioterio 
Central de la Facultad de Farmacia y Bioquímica, de la Universidad de Buenos Aires. 
Hasta el momento de su empleo y durante todo el tratamiento, los animales fueron 
mantenidos bajo condiciones de temperatura y humedad controladas, en ciclos de luz-
oscuridad de 12 horas, teniendo acceso a alimento balanceado y agua ad libitum. 
La diabetes fue inducida por administración intraperitoneal de Estreptozotocina en 
una única dosis de 60 mg. kg-1 de peso del animal al inicio del tratamiento (día cero). La 
Estreptozotocina (STZ, Sigma - S0130) fue disuelta en una solución amortiguadora de 
citrato de sodio (C6H8O7/Na3C6H5O7) 20 mM pH 4.50 en una concentración de 
60 mg. ml-1. Los animales pertenecientes al grupo control fueron inyectados con vehículo, 
formado por solución amortiguadora C6H8O7/Na3C6H5O7 20 mM, pH 4.50, en un volumen 
de 1 ml. kg de peso-1.  
Los niveles de glucemia fueron medidos 72 h post-inyección con el kit comercial 
One Touch Ultra (Johnson y Johnson, Medical) y se consideraron diabéticos aquellos 
animales que presentaron valores de glucemia mayores a 200 mg. dl-1. 
Cuatro semanas posteriores a la inyección, las ratas fueron anestesiadas en una 
atmósfera controlada de CO2 e inmediatamente se les extrajo el corazón, lo cual provocó 
la muerte de los animales. Los corazones fueron utilizados para efectuar pruebas de 
contractilidad cardíaca, microscopías electrónicas de tejido o para el aislamiento de 












Control de peso -
Dosaje Glucemia
Día 0 7 14 21 28
Sacrificio de los 
animales
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1.3. Corazón de vaca 
Para la obtención de inside-out particles o partículas ETPH (electron transfer 
phosphorylating particles - Mg2+) y de la fracción enriquecida en complejo I, se partió de 
mitocondrias aisladas de corazón bovino. Los corazones de vaca fueron provistos por un 
frigorífico y transportados en forma refrigerada hasta el laboratorio. 
 
2. Preparación de las muestras 
2.1. Corazón de vaca 
2.1.1. Aislamiento de mitocondrias de corazón de vaca 
La obtención de mitocondrias de corazón bovino se realizó de acuerdo a la técnica 
descripta por Blair (Blair, 1967) y modificada por Cadenas (Cadenas y col., 1977). El 
ventrículo izquierdo del corazón fue cortado en pequeños trozos con un cuchillo y 
triturado utilizando una picadora de carne (Moulinex) por 15 s. Aproximadamente 100 g 
de ventrículo izquierdo de corazón fueron colocados en 200 ml de un medio de 
homogeneización conteniendo manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, EDTA 1 mM, Tris-HCl 
10 mM (MSTE), llevado a pH 7.80. En estas condiciones el tejido se trituró utilizando una 
máquina de picar manual (Braun, Minipimer MR 400) a máxima velocidad por 30 s (6 
veces de 5 s cada uno). El pH fue controlado continuamente, llevándolo a pH 7.50 
mediante el agregado de Trisma base 1.0 M. Los homogeneizados se centrifugaron en 
una centrífuga refrigerada (Sorvall-Instruments-Du Pont, RC5S) a 1200g (2720 rpm) 
durante 15 min para descartar núcleos y restos celulares. El sobrenadante conteniendo 
las mitocondrias, se pasó a través de una gasa doble. El pellet se descartó y el 
sobrenadante se centrifugó a 16 000g (9920 rpm) durante 15 min. El pellet obtenido se 
resuspendió en solución amortiguadora MSTE en una proporción 1:4, se homogeneizó 
con un homogeneizador de teflón y se centrifugó nuevamente a 16 000g (9920 rpm) 
durante 20 min. Este pellet, conteniendo la fracción mitocondrial, se resuspendió en 
manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, Tris-HCl 30 mM, pH 7.50 (MST), adicionado con 
ATP 1 mM y MgCl2 15 mM, en una proporción 1:4. Esta suspensión se congeló y 
almacenó a -20 ºC hasta el día siguiente. Todos los procedimientos fueron realizados a 
0-4 ºC (Boveris y col., 1976; Hatefi y Rieske, 1967). 
 
2.1.2. Obtención de partículas fosforilantes ETPH 
La fracción mitocondrial de corazón de vaca almacenada a -20 ºC se descongeló y 
se diluyó en solución amortiguadora MST pH 7.5 adicionada con MgCl2 15 mM y ATP 
1 mM, a fin de lograr una concentración de 20 mg proteína. ml-1. La suspensión 
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mitocondrial diluida se sonicó utilizando un sonicador (Branson sonifier 450), realizando 
12 pulsos de 10 s cada uno con intervalos de 30 s. Durante la sonicación, la suspensión 
se sumergió en un baño de hielo, agua y NaCl, con el fin de mantenerla a 0 ºC. La 
suspensión sonicada se centrifugó a 15 000g (11 210 rpm), durante 10 min, para separar 
las mitocondrias no desintegradas. El sobrenadante obtenido se centrifugó a 140 000g 
(40 000 rpm) durante 40 min (Turrens y Boveris, 1980) utilizando una ultracentrífuga 
(Beckman Optima XL-90, Beckman, USA). El pellet resultante, conteniendo las partículas 
ETPH se resuspendió en MST pH 7.50 o en MST adicionado con MgCl2 5 mM y ATP 
2 mM o con GSH 2 mM y succinato 4 mM. Las partículas se conservaron a -80 ºC hasta 
su utilización. 
 
2.1.3. Aislamiento de los complejos de la cadena respiratoria: Obtención de 
la fracción enriquecida en complejo I 
El complejo I de la cadena respiratoria fue aislado siguiendo la técnica descripta por 
Hatefi y Rieske (1967) con algunas modificaciones (Cadenas y col., 1977). De acuerdo 
con dichas técnicas, el complejo I fue aislado en cuatro etapas:  
1) Lavado de la fracción mitocondrial. La fracción mitocondrial en una concentración 
de 30 mg. ml-1, previamente obtenida como se detalla en la sección 2.1.1., fue 
centrifugada en una centrífuga refrigerada (Sorvall-Instruments-Du Pont, RC5S) a 
26 900g (15 000 rpm) durante 30 min. El pellet obtenido se resuspendió en una solución 
amortiguadora conteniendo sacarosa 0.67 M, Tris-HCl 50 mM, histidina 1 mM, pH 8.00 
(STH). Posteriormente se determinó la concentración de proteínas siguiendo la técnica de 
Lowry detallada en la sección 10. 
2) Separación de la fracción correspondiente a la citocromo oxidasa (complejo IV). 
La fracción mitocondrial lavada se diluyó hasta una concentración de 23 mg proteína. ml-1 
en solución amortiguadora STH. A dicha solución se le agregó desoxicolato de potasio 
(C24H39O4K) (0.3 mg. mg proteína
-1) y KCl (72 g. l-1) y se la sometió a agitación durante 
30 min a 0 ºC. Posteriormente, la solución se ultracentrifugó (Beckman Optima XL-90, 
Beckman, USA) a 140 000g (40 000 rpm) durante 30 min. El pellet, conteniendo la 
enzima citocromo oxidasa, fue descartado. Se midió el volumen del sobrenadante rojizo, 
al cual se le adicionaron 0.25 volúmenes de H2OmilliQ fría. Se volvió a realizar una 
centrifugación en las mismas condiciones que en el paso anterior. De este procedimiento 
se conservó el sobrenadante para ser utilizado en el paso siguiente. 
3) Diálisis. Con el fin de remover el exceso de C24H39O4K y KCl, se dializó el 
sobrenadante frente a 8 volúmenes de Tris-HCl 10 mM, pH 8.00, a 0 ºC, con agitación 
constante durante 3 h. El dializado obtenido se centrifugó a 140 000g (40 000 rpm) 
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durante 75 min. El sobrenadante fue descartado y el pellet rojo (S1) se resuspendió en un 
pequeño volumen de STH y se determinó la concentración de proteínas. Esta fracción se 
congeló a -20 ºC durante toda la noche. 
4) Fraccionamiento con C24H39O4K y acetato de amonio (CH3COONH4). La fracción 
S1 se descongeló y se diluyó con STH hasta alcanzar una concentración de 10 mg 
proteína. ml-1. Dicha fracción fue adicionada con desoxicolato de potasio (0.5 mg. ml-1 de 
fracción S1) y CH3COONH4, preparado al 50% de saturación (16.5 ml. 100 ml
-1 de 
fracción S1), y se la sometió a agitación durante 15 min a 0 ºC. Posteriormente se 
centrifugó a 140 000g (40 000 rpm) durante 30 min. Se obtuvo un residuo marrón claro 
que se descartó y el sobrenadante resultante fue adicionado con CH3COONH4 en una 
proporción de 6.4 ml por cada 100 ml de solución. La solución fue sometida a agitación 
durante 15 min a 0 ºC y se centrifugó en las mismas condiciones que en el paso anterior. 
Al sobrenadante resultante se le agregó CH3COONH4 (3.2 ml por cada 100 ml de 
sobrenadante) con agitación constante durante 15 min a 0 ºC. Se realizó una 
centrifugación final, en iguales condiciones que las detalladas previamente. Se obtuvo un 
residuo marrón-rojizo conteniendo el complejo I el cual se resuspendió en STH y se 
almacenó a -80 ºC. Esta fracción mitocondrial conteniendo el complejo I de la cadena de 
transferencia de electrones será denominada, de acá en adelante, “fracción enriquecida 
en complejo I”. La misma fue utilizada para la realización de Western Blot y para la 
determinación de actividades enzimáticas. Todas las determinaciones fueron realizadas a 
0-4 ºC. 
 
2.2. Corazón de conejo y de rata 
2.2.1. Obtención de cortes de tejido 
Para los experimentos realizados en cortes de tejido, se emplearon corazón de 
ratas macho de la cepa Wistar o ventrículo izquierdo de conejos New Zeland. Un vez 
extraídos, los órganos fueron sumergidos en solución amortiguadora de Krebs compuesta 
por NaCl 117.5 mM, KCl 4.7 mM, KH2PO4 1.2 mM, MgSO4 1.18 mM, CaCl2 2.5 mM, 
NaHCO3 25 mM y glucosa 5.5 mM, pH 7.40 mantenida a 4 ºC, limpiados y pesados. 
Posteriormente, se obtuvieron cubos de tejido de 1 mm3, seccionándolos con un bisturí 
mientras permanecían sumergidos en solución de Krebs a 2-4 ºC (Navarro y col., 2005). 
El peso promedio de los mismos, cuando se utilizó corazón de conejo fue de 2.1 mg, y en 
el caso de los corazón de rata fue de 1.0 mg. 
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2.2.2. Obtención de mitocondrias de corazón de conejo 
Los ventrículos izquierdos provenientes de corazones de conejo fueron pesados y 
sumergidos en una solución amortiguadora compuesta por manitol 0.23 M, sacarosa 
0.07 M, Tris-HCl 10 mM y EDTA 1 mM (MSTE), pH 7.40. El tejido fue cortado con una 
tijera de cirugía y lavado con la misma solución amortiguadora repetidas veces hasta 
obtener una preparación límpida con trozos finamente cortados. Posteriormente, el medio 
se descartó y se reemplazó por MSTE fresco, en una proporción de 9 ml por cada 1 g de 
tejido. Seguidamente, el tejido fue homogeneizado mediante el uso de un 
homogeneizador Potter-Elvejhem con vástago de teflón. Durante el procesamiento del 
tejido, la temperatura fue mantenida a 2-4 ºC. 
La fracción mitocondrial se aisló mediante centrifugación diferencial de los 
homogeneizados de ventrículo izquierdo de corazón, en una centrífuga refrigerada 
(Sorvall-Instruments-Du Pont, RC5S) a 2-4 ºC. Se realizó una primera centrifugación a 
600g (2250 rpm) durante 10 min, para descartar núcleos y restos celulares. El 
sobrenadante de esta centrifugación, denominado homogeneizado total, se volvió a 
centrifugar a 8000g (8200 rpm) durante 10 min. El sobrenadante resultante, corresponde 
a la fracción post-mitocondrial (SPM). El pellet obtenido, correspondiente a la fracción 
mitocondrial, se resuspendió en el mismo medio de aislamiento, en un volumen suficiente 
para obtener una concentración final de 10 mg proteina. ml-1, y se homogeneizó 
manualmente (Boveris y col., 1972; Boveris y Chance, 1973) (Figura 18). 
 
Órgano                    Homogeneización                     
Centrifugación a 8000g 10 min
SN
Pellet (se descarta)




Figura 18. Esquema experimental que muestra el aislamiento de la fracción mitocondrial 
a partir de ventrículo izquierdo de corazón de conejo. 
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2.2.3. Aislamiento de mitocondrias de corazón de rata 
Las mitocondrias de corazón de ratas Wistar, utilizadas en el modelo de diabetes 
experimental, fueron obtenidas por centrifugación diferencial en una centrífuga 
refrigerada (Sorvall-Instruments-Du Pont, RC5S). 
Los animales fueron anestesiados en una atmósfera controlada de CO2 e 
inmediatamente se les extrajo el corazón, lo cual provocó la muerte de los animales. El 
órgano fue sumergido en una solución amortiguadora compuesta por sacarosa 0.25 mM, 
EGTA 2 mM, Tris-HCl 5 mM, pH 7.40 (STE). Los corazones fueron lavados, pesados, y 
cortados utilizando una tijera de cirugía. Luego de sucesivos lavados, los cortes se 
dividieron en dos partes iguales (Figura 19). En una de ellas, el tejido fue sometido a la 
acción de una proteasa. Para ello, se reemplazó la solución amortiguadora STE por una 
solución STE adicionada con BSA 0.5% (p/v), MgCl2 5 mM, ATP 1 mM y 2.5 U. ml
-1 de 
proteasa bacteriana tipo XXIV (STE-2). En la otra porción, la solución amortiguadora fue 
reemplazada por STE fresco. Se incubaron ambas fracciones durante 4 min a 4 ºC y 
luego de adicionar 2.5 ml de STE a cada fracción, se homogeneizaron mediante el uso de 
un homogeneizador Potter-Elvejhem con vástago de teflón y se centrifugaron a 8600g 
(8500 rpm) durante 10 min a 2-4 ºC. Los pellets obtenidos se resuspendieron en STE y se 
volvieron a centrifugar a 800g (2600 rpm) durante 10 min. Luego, se unificaron los 
sobrenadantes de ambas fracciones y se realizó una centrifugación a 8600g (8500 rpm) 
durante 10 min. El pellet mitocondrial resultante se resuspendió en 4 ml de STE y se 
centrifugó a 8600g (8500 rpm) durante 10 min. Este pellet, conteniendo la fracción 
mitocondrial lavada, se resuspendió en un volumen aproximado de 500 µl de STE. Todos 
los procedimientos fueron realizados a 0-4 ºC (Mela y Seitz, 1979) (Figura 19). 
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Corazón Cortes de tejido en
Sol. amortiguadora STE
Incubación - 4 min a 4 ºC
STE STE-2
Homogeneización




Centrifugación a 800g 10 min
Se juntan los SNPellet (se descarta) Pellet (se descarta)
Centrifugación a 8600g 10 min
SN (se descarta)





Figura 19. Esquema experimental que muestra el aislamiento de la fracción mitocondrial 
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2.2.4. Obtención de membranas mitocondriales 
Para obtener membranas mitocondriales, las suspensiones mitocondriales de rata o 
conejo, obtenidas previamente, fueron sometidas a tres ciclos de congelamiento-
descongelamiento y pasadas a través de una jeringa provista de una aguja calibre 15/10 
(Boveris y col., 2002a). 
 
3. Función cardíaca 
3.1. Determinación de parámetros de función ventricular cardíaca estudiados 
en corazón de conejo o de rata 
Se realizaron pruebas funcionales cardíacas en corazón de conejo y en corazón de 
rata. Los corazones fueron extraídos y colocados en un sistema de perfusión de órgano 
aislado de acuerdo a la técnica de Langendorff. El medio de perfusión consistió de NaCl 
118.5 mM, KCl 4.7 mM, NaHCO3 24.8 mM, KH2PO4 1.2 mM, MgSO4 1.2 mM, CaCl2 
2.5 mM, y glucosa 10 mM, pH 7.20 - 7.40, equilibrado con 95% O2 / 5% CO2 a 37 ºC. Para 
estimular al corazón y mantener la frecuencia cardíaca constante (conejos: 180 - 200 
latidos. min-1 y ratas: 250 – 300 latidos. min-1) se utilizó un marcapaso durante todo el 
experimento. 
En el ventrículo izquierdo (VI) se colocó un balón de látex ligado a uno de los 
extremos de un tubo rígido de polietileno, pasándolo por el anillo mitral a través de un ojal 
realizado en la orejuela izquierda. El otro extremo del tubo se conectó a un transductor de 
presión (Deltram II; Utah Medical System), el cual permite medir la presión en el interior 
del ventrículo izquierdo y su primera derivada (+dP/dtmáx) en tiempo real. El balón de látex 
se llenó con agua destilada hasta alcanzar una presión de fin de diástole del ventrículo 
izquierdo (PDFVI) de 8-10 mmHg. Dicho volumen se mantuvo constante durante todo el 
experimento. Se registró la presión de perfusión coronaria (PPC), a través de un 
transductor de presión conectado a la línea de perfusión en un punto inmediatamente 
anterior a la cánula aórtica. Todos los corazones fueron perfundidos con un flujo 
constante. El flujo coronario fue controlado con una bomba peristáltica (conejos: 
22 ml. min-1; ratas: 13 ml. min-1,) para conseguir una PPC inicial de 70.5 ± 4.2 mmHg, 
tanto en corazón de conejo como en corazón de rata, para luego mantenerlo constante.  
En un corazón perfundido a flujo constante, la PPC indica la resistencia vascular 
coronaria. La presión del ventrículo izquierdo y la PPC fueron registradas en tiempo real 
usando un programa de adquisición de datos (Utah Medical System, UT, USA). Se 
calculó la presión desarrollada por el ventrículo izquierdo (PDVI), la cual se obtiene 
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restando la PDFVI a la presión sistólica pico, y se midió la +dP/dtmax, que indica la 
máxima velocidad de ascenso de la presión intraventricular (contractilidad miocárdica).  
En el estudio de la función diastólica se consideraron sus dos componentes: la 
relajación isovolúmica (componente activo - lusitropismo) y la rigidez miocárdica 
(componente pasivo). El lusitropismo se analizó evaluando el índice de relajación 
isovolúmica (t50) o velocidad de relajación (Vittone y col., 1974; Marchini y col., 2013) es 
decir, el tiempo necesario para que la presión intraventricular descienda hasta el 50% de 
su máximo valor. Así, una mayor velocidad de relajación, se correlaciona con un menor 
tiempo para que la presión intraventricular descienda al 50%, t50. La adición de agonistas 
β, como el isoproterenol, generan un aumento en la velocidad de relajación, es decir, un 
valor de t50 menor.  
La rigidez miocárdica se expresó a través de la PDFVI. La rigidez depende de la 
relación dP/dV. En un corazón isovolúmico, como es el modelo experimental utilizado, al 
ser el volumen constante en la relación dP/dV, la rigidez depende de la presión, por lo 
tanto la PDFVI se utiliza como índice de la rigidez miocárdica (Gonzalez y col., 2003). 
Para el caso particular de los corazones de conejo, se determinaron las funciones 
cardíacas basales y posteriores a los diferentes tiempos de isquemia/reperfusión, tanto 
en ausencia como en presencia de adenosina en el medio de perfusión. Por otro lado, en 
los corazones de ratas diabéticas, se determinó la función ventricular basal y posterior al 
estímulo β-adrenérgico inducido como consecuencia de la perfusión con isoproterenol 
(1 µM). 
 
3.2. Determinación del área infartada en corazón de conejo 
Luego de 120 min de reperfusión, tiempo suficiente para permitir la liberación de 
deshidrogenasas y cofactores desde los tejidos necrosados, los corazones fueron 
congelados. Posteriormente, se realizaron cortes transversales de 3 mm desde el ápice 
hacia la base del órgano. Los cortes se incubaron con cloruro de 2,3,5-trifeniltetrazolio 
1% (TTC) en una solución isotónica de KH2PO4/K2HPO4, pH 7.80 a 37 ºC durante 20 min 
(Fishbein, y col. 1981). El TTC reacciona con dadores de electrones, como el NADH, en 
presencia de deshidrogenasas, haciendo que las células viables se tiñan de un color rojo 
intenso. Por lo tanto, el tejido viable teñido de color rojo, es fácilmente diferenciable del 
tejido necrosado, que queda de color grisáceo o blanco. Luego, los cortes fueron fijados 
en una solución de formalina al 10%. Las secciones fueron calcadas en hojas de acetato; 
y las áreas infartadas se midieron utilizando planimetría computarizada (Analizador de 
imágenes: Image Pro Plus, versión 4.5). 
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Cabe mencionar que en el corazón aislado, sometido a isquemia global, no es 
necesario estimar la incidencia de flujo colateral, ni definir el área de riesgo con partículas 
fluorescentes, ya que la misma corresponde al tejido miocárdico total. 
 
4. Determinaciones realizadas en preparaciones mitocondriales 
4.1. Determinación del consumo de O2 
La determinación del consumo de O2 en cortes de tejido, mitocondrias o partículas 
ETPH se llevó a cabo mediante una técnica polarográfica, utilizando oxígrafos 
desarrollados para respirometría de alta resolución. 
El consumo de O2 en cortes de tejido se realizó en un oxígrafo Oroboros (Oroboros 
Oxygraph Paar KG, Graz, Austria). Para el consumo de O2 en mitocondrias o partículas 
submitocondriales se utilizó un oxígrafo Hansatech (Hansatech Oxygraph, Hansatech 
Instruments Ltd, Norfolk, Inglaterra).  
Ambos oxígrafos constan de un electrodo tipo Clark. En el oxígrafo Hansatech 
(modelo S1) los electrodos en están ubicados dentro de un disco de resina epoxi con un 
cátodo de platino en el centro, rodeado por un surco que contiene al ánodo de plata, 
estando ambos electrodos conectados por un puente electrolítico. El oxígrafo Oroboros 
consta de un electrodo tipo Clark con cátodo de oro (Orbisphere, modelo 2120) con un 
área de 2 mm de diámetro, que incrementa la sensibilidad y la estabilidad de la señal. 
Ambos electrodos se ubican en una cámara termostatizada de volumen regulable entre 
0.5 y 3.0 ml (Poderoso y col., 1994; Boveris y col., 1999b). 
 
Previo a su utilización, los equipos fueron calibrados, según: 
1. Se colocó H2O destilada en la cámara de medida, se seleccionó la 
temperatura y la velocidad de agitación (350 rpm para cortes de tejido, 
450 rpm para suspensiones mitocondriales) y se fijó la señal obtenida como el 
100% de saturación de O2 
2. Se agregó una solución concentrada de ditionito de sodio (Na2S2O4), y se fijó 
la señal obtenida como el 0% de saturación de O2 
3. Se lavó cuidadosamente la cámara con abundante agua destilada 
 
4.1.1. Consumo de O2 en cortes de tejido 
El consumo de O2 tisular fue determinado en cubos de tejido de 1 mm
3, obtenidos 
de ventrículo izquierdo de corazón de conejo o de corazón de rata. Los cortes fueron 
mantenidos en una solución amortiguadora de Krebs formada por NaCl 118 mM, KCl 4.7 
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mM, KH2PO4 1.2 mM, MgSO4 1.2 mM, CaCl2 2.5 mM, NaHCO3 25 mM y glucosa 5.5 mM, 
pH 7.40. 
Para las determinaciones se utilizaron entre 2 y 4 cubos de tejido, los cuales fueron 
introducidos en la cámara de medida termostatizada a 30 ºC, en 1.0 ml de solución 
amortiguadora de Krebs. Se cerró la cámara de medida y se determinó el consumo de O2 
durante 3 a 10 min, con agitación a 350 rpm. 
Se evaluó el efecto del agregado de KCN 2 mM para diferenciar entre el consumo 
de O2 mitocondrial y el proveniente de otros pasos metabólicos, como por ejemplo, el 
consumo de O2 por la NADPH oxidasa, reacción que lleva a la producción de anión 
superóxido (O2
-).  
En las condiciones de medida, a 30 ºC, la concentración de O2 disuelta es de 
aproximadamente 220 M. Los resultados fueron expresados en μmol O2. min
-1. g tejido-1. 
 
4.1.2. Consumo de O2 mitocondrial 
Mitocondrias de ventrículo izquierdo de corazón de conejo 
Para determinar el consumo de O2 por mitocondrias de ventrículo izquierdo de 
conejo, el medio de respiración consistió en manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, Tris-HCl 
20 mM, EDTA 1 mM, solución amortiguadora KH2PO4/K2HPO4 5 mM, MgCl2 2 mM, 
pH 7.40, termostatizada a 30 ºC y con agitación a 450 rpm. En las condiciones de medida 
y a 30 ºC, la concentración de O2 disuelto en el medio fue aproximadamente 220 M. Las 
suspensiones mitocondriales se utilizaron en una concentración de 0.30-0.50 mg 
proteína. ml-1. 
La actividad respiratoria mitocondrial en estado 4, o respiración controlada, se 
determinó en presencia de malato 6 mM y glutamato 6 mM, como sustratos del 
complejo I, o succinato 7 mM, como sustrato del complejo II. Se estableció la respiración 
activa o estado 3, utilizando los mismos sustratos más el agregado de ADP 0.5 mM.  
El control respiratorio fue calculado como la relación existente entre la velocidad de 
consumo de O2 en estado 3 sobre la velocidad de consumo de O2 en estado 4. Esta 
relación indica el grado de integridad de las preparaciones mitocondriales, mostrando el 
acoplamiento entre la transferencia de electrones y la fosforilación oxidativa.  
Se determinó la actividad funcional de la mtNOS en la inhibición del consumo de 
O2, en mitocondrias de ventrículo izquierdo de corazón de conejo respirando en estado 3. 
Por ello, con el fin de registrar el consumo de O2 en condiciones de máxima velocidad de 
producción de NO mitocondrial, se adicionó L-arginina 1 mM y CuZn-SOD 1 M a la 
cámara de medida. Por el contrario, para determinar el consumo de O2 en condiciones de 
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una menor producción de NO mitocondrial, se realizaron la determinaciones en presencia 
de L-NAME 2 mM y de oxihemoglobina (HbO2) 20 M (Valdez y col., 2005). 
 
Mitocondrias de corazón de rata 
En el caso de la determinación del consumo de O2 por mitocondrias de corazón de 
ratas, el medio de respiración consistió en KCl 120 mM, KH2PO4 5 mM, EGTA 1 mM, 
HEPES 3 mM, BSA 1 mg. ml-1, solución amortiguadora adicionada con malato 2 mM y 
glutamato 5 mM, y llevada a pH 7.20. Cuando se utilizó succinato como sustrato, se 
utilizó el medio de respiración, llevado a pH 7.20 sin el agregado de malato-glutamato. La 
adición de succinato 7 mM se realizó en la cámara de medida en cada determinación. 
Las medidas fueron realizadas a 30 ºC y con agitación a 450 rpm. El estado de 
respiración activa o estado 3 se estableció luego de adicionar ADP 0.5 mM al medio de 
reacción.  
El control respiratorio fue calculado como la relación existente entre la velocidad de 
consumo de O2 en estado 3 sobre la velocidad de consumo de O2 en estado 4.  
La eficiencia de la fosforilación oxidativa, o moles equivalentes de fosfato 
esterificado por oxígeno consumido (ADP/O) se determinó adicionando, a la cámara de 
medida, una cantidad limitante de ADP (0.20 mM). El agregado de 0.20 mM de ADP 
permite lograr el consumo total de dicho reactivo en el tiempo de medida, permitiendo a 
las mitocondrias establecer  nuevamente el estado de respiración pasiva o estado 4. La 
relación ADP/O fue calculada teniendo en cuenta la cantidad de O2 consumido durante el 
estado 3 y la concentración de ADP utilizada (Estabrook, 1967). Teniendo en cuenta una 
relación 1:1 para la formación de ATP por cada ADP consumido, es posible determinar 
los nmoles de ATP producido por ng-átomo de oxígeno consumido. 
En todos los casos, el consumo de O2 fue expresado como 
ng-át O. min-1. mg proteína-1. 
 
4.1.3. Consumo de O2 en partículas ETPH y cálculo del porcentaje de 
partículas invertidas 
El consumo de O2 por las partículas ETPH se determinó utilizando el mismo medio 
de respiración que el utilizado para la medición del consumo de O2 en mitocondrias de 
ventrículo izquierdo de corazón de conejo, termostatizado a 30 ºC y con agitación a 
450 rpm. Las suspensiones de partículas ETPH se utilizaron en una concentración de 
0.20-0.40 mg proteína. ml-1. En las condiciones de medida y a 30 ºC, la concentración de 
O2 disuelto en el medio fue aproximadamente 220 M.  
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La actividad respiratoria en estado 4 se determinó en presencia de malato 6 mM y 
glutamato 6 mM, NADH 0.4 mM o succinato 7 mM. A fin de lograr el desacoplamiento de 
las partículas se adicionó m-CCCP 1M. El control respiratorio (CR’) se calculó como la 
relación entre el consumo de O2 por las partículas ETPH desacopladas sobre el consumo 
de O2 en estado 4. 
Con el fin de determinar el porcentaje de partículas con orientación inversa en la 
suspensión, se estudió el efecto de la adición de citocromo c3+ 20 M sobre la velocidad 
de respiración de las partículas ETPH, utilizando NADH como sustrato. Las partículas 
invertidas y correctamente selladas, no poseen la capacidad de utilizar al citocromo c 
exógeno como aceptor de los electrones provenientes de la oxidación del NADH y 
cederlos a la citocromo oxidasa. Esto se debe a que el sitio de interacción fisiológico del 
citocromo c se encuentra en el lado P de la membrana interna mitocondrial, es decir el 
orientado hacia el espacio intermembranas. Así, en las vesículas invertidas, dicho sitio se 
halla orientado hacia el lado interno (Harmon y col. 1974; Nicholls P, 1974). Por lo tanto, 
un aumento en la velocidad de consumo de O2 luego de la adición de citocromo c al 
medio de reacción, da cuenta de la proporción de partículas no invertidas o de la 
presencia de fragmentos de membrana mitocondrial, donde el sitio de unión del citocromo 
es accesible. La velocidad de consumo de O2 determinada en presencia de citocromo c
3+ 
es considerada la máxima actividad respiratoria por la preparación (100%). Solo la 
fracción que no puede utilizar el citocromo c exógeno, corresponde a las partículas 
correctamente selladas. El porcentaje de partículas invertidas se calcula como la 
velocidad de consumo de O2 en ausencia de citocromo c
3+ sobre la actividad luego de la 
adición de citocromo c3+. 
 
4.2. Actividades enzimáticas determinadas en preparaciones mitocondriales 
Las actividades enzimáticas fueron determinadas espectrofotométricamente 
utilizando un espectrofotómetro termostatizado Beckman DU 7400 con arreglo de diodos. 
4.2.1. Determinación de la actividad succinato-NAD+ reductasa en ETPH 
Se determinó espectrofotométricamente a 340 nm ( = 6.2 mM-1 cm-1), a 30 ºC o a 
37 ºC, midiendo la reducción del NAD+ por electrones provenientes de la oxidación del 
succinato a fumarato, en condiciones de flujo invertido de electrones (Turrens y Boveris, 
1980). La energía para que esta reacción ocurra proviene de la hidrólisis del ATP. Las 
partículas ETPH (0.3 mg proteína. ml-1) se pre-incubaron por 3 min a 30 ºC ó a 37 ºC en 
un medio que consistió en manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, Tris-HCl 30 mM, pH 7.50 
(MST) y en presencia de succinato 11 mM. El medio de reacción fue adicionado con 
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MgCl2 0.5 o 3.0 mM, KCN 0.3 o 0.6 mM y NAD
+ 1.25 mM iniciándose la reacción por el 
agregado de ATP 1.5 mM (Turrens y Boveris, 1980; Ernster y Lee, 1967). Con el fin de 
determinar las concentraciones mínimas de MgCl2 y de KCN que permitieran una 
actividad NAD+ reductasa sin diferencias significativas respecto de las concentraciones 
óptimas descriptas (3.0 mM MgCl2, 0.6 mM KCN), se realizaron curvas en función de la 
concentración de ambos reactivos: MgCl2 entre 0.25 y 3.0 mM, y KCN entre 0.05 y 
0.6 mM. 
Se determinó el efecto del inhibidor de la cadena de transporte de electrones 
mitocondrial rotenona (1 M), del inhibidor de la F0F1-ATPasa oligomicina (0.25 M) y del 
desacoplante m-CCCP (1 M) sobre la actividad NAD+ reductasa.  
Los resultados se expresaron como nmol NADH. min-1. mg proteína-1. 
 
4.2.2. Determinación de la actividad de NADH-citocromo c reductasa 
(complejos I-III) 
La actividad de NADH:citocromo c reductasa o complejos I-III, fue determinada 
siguiendo la oxidación de NADH por el citocromo c3+ a 550 nm ( = 19 mM-1 cm-1), según 
la siguiente reacción: 
NADH + citocromo c 3+   NAD+ + citocromo c 2+ 
La mezcla de reacción consistió en solución amortiguadora KH2PO4/K2HPO4 
100 mM, pH 7.40, membranas mitocondriales (0.25 mg proteína. ml-1), NADH 0.2 mM, 
KCN 0.5 mM, y citocromo c3+ 25 M. La presencia de KCN en el medio, inhibe la 
re-oxidación del citocromo c2+ generado. 
Las medidas se realizaron a 30 ºC. Los resultados se expresaron como 
nmoles citocromo c2+. min-1. mg proteína-1. 
 
4.2.3. Determinación de la actividad de NADH-ubiquinona reductasa 
(complejo I) 
La actividad de NADH:coenzima Q oxidorreductasa o complejo I fue determinada 
siguiendo la oxidación de NADH por la coenzima Q1 a 340-380 nm ( = 5.5 mM
-1 cm-1) 
(Estornell y col. 1993). La reacción estudiada fue: 
NADH  +  H+  +  coenzima Q1      NAD
+  +  (coenzima Q)H2 
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La actividad del complejo I fue determinada en partículas ETPH, mitocondrias 
ventrículo izquierdo de corazón bovino y en la fracción enriquecida en complejo I, en un 
medio de reacción consistente en Tris-HCl 10 mM, KCl 50 mM, EDTA 1 mM, pH 7.40, 
KCN 2 mM, CoQ1 50 M, antimicina 1 M, NADH 75 M. La concentración de proteínas 
en el medio de reacción fue de 7.5 - 20 µg. ml-1 (dependiendo de la preparación 
mitocondrial). Se consideró como actividad específica del complejo I aquella que fue 
sensible a la inhibición por rotenona 1 M. Las medidas fueron realizadas a 30 ºC. Los 
resultados se expresaron como nmol de NADH oxidado. min-1. mg proteína-1. 
 
4.2.4. Determinación de la actividad de succinato-citocromo c reductasa 
(complejos II-III) 
La determinación de la actividad de la succinato-citocromo c reductasa o 
complejosII-III, fue determinada siguiendo la oxidación de succinato por el citocromo c3+ a 
550 nm (= 19 mM-1 cm-1), según la siguiente reacción:  
succinato  +  citocromo c 3+    fumarato  +  citocromo c 2+ 
La mezcla de reacción consistió en solución amortiguadora KH2PO4/K2HPO4 
100 mM, pH 7.40, membranas mitocondriales (0.25 mg. ml-1), succinato 5 mM, KCN 
0.5 mM y citocromo c3+ 25 M. Las medidas se realizaron a 30 ºC. Los resultados se 
expresaron como nmoles citocromo c reducido. min-1. mg proteína-1. 
 
4.2.5. Determinación de la actividad de citocromo oxidasa (complejo IV) 
La actividad de la citocromo oxidasa (complejo IV) se evaluó a través de una 
técnica espectrofotométrica (Yonetani y Ray, 1965), la cual se fundamenta en la 
determinación de la velocidad de oxidación de citocromo c2+, según la siguiente reacción: 
2 citocromo c2+  +  O2  +  4 H
+    2 citocromo c3+  +  2 H2O 
Dicha reacción corresponde a una cinética de pseudo-primer orden con respecto a 
la concentración de citocromo c2+. Por tal motivo, la actividad de citocromo oxidasa se 
expresa en función de la constante cinética (k´), la cual se determina a partir de la 
pendiente de la curva del gráfico del logaritmo natural de la absorbancia en función del 
tiempo (Figura 20). Asimismo, dicha actividad puede expresarse como nmoles de 
citocromo c oxidado, considerando que 20 µM de citocromo c2+ son oxidados por minuto 
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por miligramo de proteína. Este dato está de acuerdo con las velocidades fisiológicas de 
transferencia de electrones descriptas (Antunes y col., 2004; Navarro y Boveris. 2007). 
 
tiempo (s)















































Figura 20. Determinación de la actividad de citocromo oxidasa. Rectificación del gráfico 
inserto, aplicando logaritmo natural a los valores de absorbancia, para calcular la 
constante k’. Inserto: trazado que muestra la variación de absorbancia a 550 nm en 
función del tiempo. 
 
La actividad enzimática se estudió siguiendo la disminución de la absorbancia del 
citocromo c2+ a 550 nm ( = 19 mM-1 cm-1). El medio de reacción consistió en solución 
amortiguadora KH2PO4/K2HPO4 100 mM, pH 7.40 y citocromo c
2+ 50 M en presencia de 
membranas mitocondriales (0.02 mg proteína. ml-1) (Navarro y Boveris, 2004). Las 
medidas se realizaron a 30 ºC. La actividad de citocromo oxidasa, velocidad de oxidación 
del citocromo c2+, se expresó en función de la constante de pseudo-primer orden de la 
reacción k´ en min-1 mg proteína-1 y como nmol citocromo c3+. min-1. mg proteína-1 
(Antunes y col., 2004; Navarro y Boveris, 2007). 
 
Preparación del citocromo c2+: El citocromo c2+ se preparó mediante reducción de 
citocromo c3+ (6.5%, p/v) en presencia de exceso de Na2S2O4. Posteriormente, se separó 
el citocromo c2+ del agente reductor mediante una cromatografía de exclusión, utilizando 
una columna de Sephadex-G25. La solución así preparada se fraccionó en alícuotas y se 
conservó a -20 ºC. El reactivo se utilizó solamente cuando la relación entre las lecturas de 
absorbancia del mismo a 550 nm y 565 nm fuera mayor o igual a 6.  
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4.3. Determinación del contenido de citocromos 
El contenido de citocromos de las partículas ETPH se determinó utilizando un 
espectrofotómetro Beckman DU 7400 con arreglo de Diodos. Se realizaron barridos 
espectrales de las muestras, entre 500 y 650 nm, en presencia de Na2S2O4, para lograr la 
reducción de los citocromos, o en ausencia del mismo (forma oxidada de los citocromos). 
El contenido de citocromos se determinó a través de la diferencia entre los espectros en 
presencia de Na2S2O4 menos en ausencia del mismo, es decir el que corresponde a la 
determinación de los citocromos en estado reducido menos al correspondiente en estado 
oxidado.  
Los contenido de cada uno de los citocromos fue determinado utilizando los 
siguientes pares de longitudes de onda y sus respectivos coeficientes de extinción molar: 
citocromos c + c1, 550-540 nm y 19 mM
-1 cm-1; citocromos b, 562-575 nm y 22 mM-1 cm-1; 
citocromos a + a3, 605-630 nm y 21 mM
-1 cm-1.  
El contenido de citocromos se expresó como nmol. mg proteína-1 (Boveris y col., 
1971). 
 
4.4. Determinación del potencial de membrana mitocondrial por citometría de 
flujo 
La citometría de flujo es una herramienta de análisis que permite discriminar 
células, organelas subcelulares o partículas de diferente tamaño y complejidad, de 
manera de poder cuantificar propiedades bioquímicas y/o moleculares de las mismas. Por 
esta técnica se pueden analizar las características físicas tales como el tamaño, medido 
por la luz con desviación frontal (Forward Scatter, FSC), y la complejidad, determinada 
por la luz con desviación lateral (Side Scatter, SSC).  
A partir del análisis de estas propiedades se seleccionó la población de 
mitocondrias a analizar (entre 30 000 y 50 000 eventos), excluyendo restos celulares y 
mitocondrias dañadas. Para seleccionar la población mitocondrial se utilizó naranja de 
nonilacridina (NAO) 100 nM, una sonda con capacidad de unirse selectivamente a la 
cardiolipina, fosfolípido que se encuentra en alta proporción en la membrana interna 
mitocondrial (Petit y col., 1992).  
La utilización de sondas potenciométricas permiten detectar cambios en el potencial 
de membrana mitocondrial. Se utilizó una sonda catiónica lipofílica, ioduro de 
3,3’-dihexiloxacarbocianina (DiOC6; Figura 21), la cual es selectiva para mitocondrias. 
Debido a su naturaleza catiónica, dicha sonda es capaz de ingresar y acumularse en la 
matriz mitocondrial emitiendo flourescencia verde (Vasileios Fotopoulos, 2012). La 
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despolarización de la membrana, permite la salida de la sonda al exterior de la 





Figura 21. Estructura de la sonda potenciométrica catiónica ioduro de 
3,3’-dihexiloxacarbocianina (DiOC6). 
 
El potencial de membrana mitocondrial se determinó, en mitocondrias de corazón 
de ratas, por citometría de flujo utilizando un citómetro Partec PAS-III (PartecGmbH, 
Münster, Alemania) equipado con un láser de argón de 488 nm (Bustamante y col., 
2004).  
Las mitocondrias aisladas se diluyeron a una concentración de 0.5 mg proteína. ml-1 
en una solución amortiguadora conteniendo manitol 0.20 M, sacarosa 0.07 M, Hepes 
0.55 mM y KH2PO4/K2HPO4100 mM, pH 7.40 (MSHP). 
Para seleccionar la población mitocondrial, 5 l de la suspensión diluida en MSHP 
se incubó con la sonda NAO en una concentración 7.5 µM, durante 20 min en oscuridad y 
a 37 ºC. Las mitocondrias fueron seleccionadas de acuerdo a las propiedades de 
dispersión de la luz (light scattering properties) para descartar restos celulares y 
mitocondrias pequeñas. Se seleccionaron 30 000 eventos por muestra dentro de la 
ventana R1.  
Por otro lado, otra alícuota de 5 l de la suspensión mitocondrial diluida en MSHP 
se incubó con la sonda potenciométrica DiOC6, durante 20 min en oscuridad y a 37 ºC. La 
señal de DiOC6 se analizó en el canal FL-1 con el Programa Cyflogic (CyFlo Ltd., Turku, 
Finlandia). La auto-fluorescencia mitocondrial se evaluó incubando la muestra en las 
mismas condiciones, pero en ausencia de la sonda DiOC6. Los cambios en el potencial 
de membrana se realizaron estableciendo el estado 4, utilizando malato 2 mM y 
glutamato 5 mM o succinato 8 mM como sustratos, y en estado 3, tras la adición de ADP 
1 mM al medio de reacción. La despolarización total inducida con 40 µM de m-CCCP se 
utilizó como un control positivo (Czerniczyniec y col., 2011; Marchini y col., 2013) 
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4.5. Determinación de la producción de ATP 
La cinética de producción de ATP se determinó utilizando el sistema luciferina-
luciferasa (Leach y Webster, 1986), donde la luminiscencia generada es directamente 
proporcional a la concentración de ATP (Drew y Leeuwenburg, 2003). El ATP generado 
reacciona con la luciferasa para formar luciferil-adenilato y fosfato inorgánico (Pi), en la 
superficie de la enzima luciferasa. Mientras el luciferil-adenilato se encuentra unido a la 
enzima, se combina con O2 para formar oxiluciferina y AMP a través de una serie de 
reacciones enzimáticas. Cuando la oxiluciferina y el AMP son liberados de la superficie 
de la enzima, se produce conjuntamente un cuanto de luz proporcional a la cantidad de 
ATP producido. Dicha emisión de luz (h) puede ser detectada utilizando un luminómetro. 
El mecanismo propuesto para dichas reacciones es el siguiente:  
luciferasa  +  luciferina  +  ATP    luciferasa-luciferil-AMP  +  Pi 




Figura 22. Estructura de la D-luciferina, sustrato de la enzima luciferasa utilizada en la 
medición de la producción de ATP. 
 
La producción de ATP se determinó en mitocondrias aisladas (0.15-0.50 mg 
proteína. ml-1) en un medio de reacción compuesto por KCl 120 mM, Tris-HCl 20 mM, 
EDTA 1.6 mM, BSA 0.08%, solución amortiguadora K2HPO4/ KH2PO4 8 mM, MgCl2 
0.08 mM, pH 7.40 (solución amortiguadora A) y Tris-acetato 0.50 M, D-luciferina 
0.80 mM, luciferasa 20 µg. ml-1, pH 7.75 (solución amortiguadora B). La producción de 
ATP se inició con el agregado de malato 3 mM y glutamato 1.25 mM ó succinato 8 mM y 
ADP 0.1 mM al medio de reacción. Como línea de base, se utilizó la señal detectada en 
presencia de oligomicina 2 M, la cual inhibe al componente Fo de la ATPasa. Dado que 
el ATP se forma no solo a través de la fosforilación oxidativa mitocondrial, sino también 
por otras vías metabólicas, se agregó al medio de reacción un inhibidor de la actividad de 
adenilato quinasa, di(adenosina) pentafosfato 150 µM (Vives-Bauza y col., 2007).  
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Procedimiento 
Adición de Solución amortiguadora A + Solución amortiguadora B 
 
                       
 
Medición de la Quimioluminiscencia basal 
        Adición de la muestra 
 
Medición del contenido de ATP inicial 
 
Adición de Sustratos + ADP 
 
 
                                      
Medición de la Quimioluminiscencia durante 3 min cada 15 s 
 
Las mediciones de la quimioluminiscencia emitida en función del tiempo se 
realizaron en un contador de centelleo LabSystem Luminoskan EL microplate reader 
(LabSystem, MN, US) determinando la quimioluminiscencia cada 15 s durante 3.5 min. 
Las determinaciones fueron realizadas a 30 ºC.  
Se realizó una curva de calibración utilizando concentraciones crecientes de ATP 
como estándar (0 -100 nmoles; Figura 23) (Leach y Webster; 1986; Wibom y col., 2002; 
Drew y Leeuwenburgh, 2003; Vives-Bauza y col., 2007). Los resultados de la producción 
de ATP se expresaron como nmoles de ATP. min-1. mg proteína-1. 
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[ATP] (nmol)






















Figura 23. Curva de calibración para la determinación de ATP. 
 
5. Determinación de la producción de peróxido de hidrógeno y óxido nítrico en 
preparaciones mitocondriales 
5.1. Producción mitocondrial de peróxido de hidrógeno (H2O2) 
La velocidad de producción mitocondrial de H2O2 fue evaluada en mitocondrias 
intactas a través de la técnica fluorométrica que utiliza peroxidasa de rábano rusticano 
(HRP) en presencia de escopoletina (6-metoxi-7-hidroxi-1, 2 benzopirano). La 
escopoletina es un compuesto fluorescente en su forma reducida (EH2) y no fluorescente 
en su forma oxidada (E) (Boveris, 1984). La Figura 24 ilustra la reacción entre el H2O2 y la 
escopoletina, catalizada por la enzima HRP.  
 
 
Figura 24. Reacción entre el H2O2 y la escopoletina, catalizada por la enzima HRP. 
 
m = UA. nmol ATP
-1
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Las siguientes ecuaciones muestran el mecanismo de la reacción. El H2O2 forma el 
complejo enzima-sustrato con la peroxidasa. La escopoletina (EH2) reacciona con el 
complejo HRP(H2O2), dando lugar a la formación de escopoletina oxidada (E) (Boveris y 
Chance, 1973; Boveris, 1984). 
HRP   +   H2O2  →   HRP(H2O2) 
HRP(H2O2)   +   EH2  →   HRP(•OH)   +   EH•   +   H2O 
HRP(•OH)   +   EH•   →   HRP   +   H2O   +   E 
Las determinaciones se llevaron a cabo a 30 ºC durante 2 min y la intensidad de 
fluorescencia de la escopoletina se detectó mediante el uso de un espectrofluorómetro 
Hitachi F-3010, empleando 365 nm y 450 nm como longitudes de onda de excitación y de 
emisión, respectivamente (Boveris y col., 2002b). El medio de reacción consistió en 
manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, Tris-HCl 20 mM, pH 7.40, HRP 1 M, escopoletina 
1 M y Cu,Zn-SOD 0.5 M. El H2O2 intramitocondrial es producto de la dismutación del 
O2
-, sin embargo parte de este O2
- puede pasar al citosol antes de transformarse en H2O2. 
El agregado de SOD al medio de reacción convierte estequiométricamente el O2
- en 
H2O2, permitiendo determinar la producción de H2O2 intramitocondrial total.  
La velocidad de producción de H2O2 se determinó en mitocondrias de ventrículo 
izquierdo de conejo o en mitocondrias de ratas en estado 4, utilizando malato 6 mM y 
glutamato 6 mM ó succinato 8 mM, como sustratos. La suspensión mitocondrial fue 
utilizada en una concentración de 0.1 a 0.3 mg proteína. ml-1.  
Para determinar la producción máxima de H2O2 proveniente del O2
- generado por el 
complejo I, se agregó rotenona 1 µM al medio de reacción. Con el fin de determinar la 
producción de O2
- máxima proveniente del complejo I y del complejo III, las 
determinaciones se realizaron en presencia de antimicina 1 M.  
Los valores de producción de H2O2 se calcularon en base a una curva de 
calibración que permitió relacionar los valores de fluorescencia con la concentración de 
H2O2. La misma se realizó con concentraciones de H2O2 crecientes, desde 0.05 a 
0.35 M utilizando soluciones de H2O2 previamente tituladas espectrofotométricamente a 
240 nm ( = 43.6 M-1. cm-1). 
La producción de H2O2 se expresó como nmol H2O2. min
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5.2. Determinación de la producción de óxido nítrico (NO) 
La producción de NO se determinó siguiendo la velocidad de oxidación de 
oxihemoglobina (HbO2, forma ferrosa) a metahemoglobina (metaHb, forma férrica) a 
37 ºC, en el medio de reacción correspondiente, saturado con aire ([O2] = 185 M). La 
técnica se basa en la reacción directa entre el NO y la forma oxigenada de la HbO2, 
dando lugar a la formación de metaHb y NO3
-. La reacción involucra la oxidación de un 
Fe2+ de un grupo hemo de la HbO2 a Fe
3+, producida por una molécula de NO, según la 
siguiente ecuación: 
Hemoglobina (Fe2+-O2)  +  NO    Hemoglobina (Fe
3+)  +  NO3
- 
Originalmente, esta técnica fue descripta para modelos experimentales utilizando 
cultivos celulares y órganos perfundidos (Ignarro y col., 1987; Murphy y Noack, 1994), en 
la cual se utilizaba la banda  de la HbO2 para seguir la producción de NO. 
Posteriormente, fue modificada para su uso en modelos celulares y mitocondriales; 
adaptada para su realización en cubetas de espectrofotómetro y utilizada teniendo en 
cuenta los cambios de absorbancia en la banda  de la HbO2 (Carreras y col., 1996; 
Boveris y col., 2002b; Valdez y Boveris, 2001). En la Figura 25 se observa un espectro 
característico de la banda  de la HbO2. 
 
 
Figura 25. Espectro de absorción de la HbO2 con picos máximos a 545 y 581 nm, y 
puntos isosbésticos a 530 y 591 nm. Cambios espectrales cada 30 s debidos a la 
oxidación producida por el agregado de GSNO 200 M en presencia de DTT 40 M. 
Adaptado de Boveris y col., 2002b. 
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Dado que el O2
- y el H2O2 pueden reaccionan con la HbO2 o con la metaHb, debe 
agregarse SOD y catalasa al medio de reacción en el que se determina la producción de 
NO. La catalasa contiene un grupo hemo y, por consiguiente, presenta absorción en la 
zona de la banda  de la HbO2. Sin embargo, dicha enzima no absorbe en el rango de 
longitudes de onda de 550 a 600 nm (banda ). Además, la banda  permite la utilización 
de una concentración de grupo hemo entre 20 y 40 M, la cual no sólo puede atrapar 
efectivamente al NO sino que es más adecuada en condiciones de gran turbidez de la 
muestra, tal como es el caso de suspensiones celulares o mitocondriales. Esto se debe a 
que las longitudes de onda de medida (577 nm) y de referencia (punto isosbéstico, 591 
nm) se encuentran muy próximas en la región roja del espectro.  
En la Figura 25 se puede ver que la HbO2 posee máximos de absorción a 545 y 581 
nm, y dos puntos isosbésticos a 530 y 591 nm. 
La determinación de la velocidad de oxidación de HbO2 se efectuó registrando la 
diferencia entre la absorbancia en la longitud de onda de medida (577 nm) y la 
absorbancia en la longitud de onda de referencia en uno de los puntos isosbésticos de la 
HbO2 (591 nm) (Boveris y col., 2002b). Se realizaron lecturas cada 2 s durante un período 
de 2 a 3 min.  
Para considerar solamente la oxidación de HbO2 debida a la formación de NO, en 
todos los casos se realizaron controles adicionando inhibidores de las NOS tales como 
L-Nω-monometil-L-arginina (L-NMMA) o L-NG-Nitroarginina metil ester (L-NAME) 2 mM. 
Para calcular la producción de NO, solo se consideró la oxidación de HbO2 sensible a los 
inhibidores. 
Los cambios de absorbancia se expresaron como nmol NO. min-1. mg proteína-1. 
 
Titulación de la solución de oxihemoglobina: La HbO2 es una molécula tetramérica 
de peso molecular 68 kDa, que contiene un grupo hemo por monómero. Se preparó una 
solución 200 M de HbO2 (800 M, expresada por grupo hemo) disolviendo 13.6 mg de 
HbO2 en 1 ml de solución amortiguadora HEPES (ácido N-2-hidroxietilpiperazin-N´-
etanosulfónico) pH 7.40. La concentración de HbO2, expresada en M, se calculó 
teniendo en cuenta el peso molecular del monómero (17 kDa), y la determinación de la 
absorbancia de la solución a 577 nm y a 630 nm. Debido a que la HbO2 posee un pico 
máximo de absorción a 577 nm, y la metaHb a 630 nm, la ecuación utilizada para calcular 
la concentración de HbO2 fue: 
    [HbO2]  =  (66 x Abs577 nm)  -  (80 x Abs630 nm) 
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5.2.1. Producción de NO por membranas mitocondriales 
La determinación de la producción de NO se realizó en membranas mitocondriales 
de ventrículo izquierdo de conejos o de corazón de ratas en un medio conteniendo 
KH2PO4/K2HPO4 50 mM, pH 7.40 en presencia de CaCl2 1 mM, L-arginina 1 mM, NADPH 
100 M, ditiotreitol (DTT) 10 M, CuZn-SOD ~4 M, catalasa ~0.1 M, L-arginina 1 mM y 
HbO2 20 M (expresada por grupo hemo), a 37 ºC. La concentración de proteínas 
utilizada fue entre 0.15 - 0.25 mg de proteína. ml-1 (Boveris y col., 2002b).  
 
5.2.2. Producción de NO por partículas ETPH y por la fracción enriquecida 
en complejo I 
Utilizando NADPH como dador de electrones 
Se determinó la producción de NO sostenida por la actividad de la enzima mtNOS 
en partículas ETPH (0.2 - 0.4 mg proteína. ml-1) y en la fracción mitocondrial enriquecida 
en complejo I (0.05 - 0.10 mg proteína. ml-1), en un medio conteniendo solución 
amortiguadora MST, pH 7.50, CaCl2 1 mM, NADPH 100 M, DTT 10 M, CuZn-SOD 
~4 M, catalasa ~0.1 M, L-arginina 1 mM y HbO2 20 M. 
 
Utilizando la cadena respiratoria mitocondrial como fuente de electrones 
Con el fin de estudiar la producción de NO sostenida por los electrones 
provenientes del flujo reverso de la cadena respiratoria, se determinó la producción de 
NO en partículas ETPH en presencia de los sustratos y cofactores de la enzima y en 
presencia de los reactivos necesarios para establecer el flujo reverso. Las partículas 
ETPH (0.2 - 0.4 mg proteína. ml-1) fueron pre-incubadas por 3 min a 37 ºC en solución 
amortiguadora MST, pH 7.50 y en presencia de succinato 11 mM. En el medio de 
reacción se agregaron CaCl2 1 mM, MgCl2 0.5 mM, DTT 10 M, CuZn-SOD ~4 M, 
catalasa ~0.1 M, KCN 0.3 mM, L-arginina, 1 mM, HbO2 20 M y ATP 1.5 mM.  
Con el fin de correlacionar la producción de NO sostenida por el flujo reverso de 
electrones con los cambios en la transferencia de electrones mitocondrial y cambios del 
potencial de membrana, se analizó el efecto del inhibidor de la transferencia de 
electrones mitocondrial rotenona (1 µM), del inhibidor de la F0F1-ATPasa oligomicina 
(0.25 µM) y del desacoplante m-CCCP (1 µM). 
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5.2.3. Producción de NO por la enzima nNOS recombinante 
La producción de NO por la enzima nNOS recombinante (N3033, de cerebro de rata 
Sigma Chemical Co.) se determinó en un medio de reacción formado por HEPES 50 mM, 
pH 7.40, CaCl2 1 mM, NADPH 100 µM, DTT 170 µM, tetrahidrobiopterina (BH4) 12 µM, 
calmodulina (CaM) 1 µM, HbO2 5 µM y 0.2 - 0.7 l de nNOS (0.05 a 0.18 U nNOS) 
(Figura 26). Los experimentos fueron realizados en ausencia o presencia del cofactor 
calmodulina (1 µM) y del inhibidor rotenona (1 µM).  
Los cambios de absorbancia fueron expresados como nmol NO. min-1. Ue-1. 
 
Volumen nNOS (ul)





























Unidades enzimáticas (U nNOS)
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Figura 26. Producción de NO por la enzima recombinante nNOS en función del 
volumen de la enzima y de las unidades enzimáticas en cubeta. 
 
 
6. Determinación de la actividad de superóxido dismutasa (SOD) en 
membranas mitocondriales 
La actividad de la enzima SOD se determinó utilizando un espectrofotómetro 
Beckman DU 7400 siguiendo la velocidad de reducción de citocromo c3+ parcialmente 
acetilado a citocromo c2+ (550 - 540 nm; ε = 19 mM-1 cm-1) a través de la reacción no 
enzimática con el O2
-. Se utilizó el sistema xantina-xantina oxidasa como fuente 
generadora de O2
- (McCord y Fridovich, 1969; Flohé y Gunzler, 1984). 
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xantina + xantina oxidasa      O2
-  +  hipoxantina  
La enzima SOD compite por el O2
-, disminuyendo la velocidad de reducción del 
citocromo c3+ parcialmente acetilado, como se muestra en las siguientes reacciones: 
citocromo c3+   +   O2
-     citocromo c2+   +   O2 
 
O2
- + 2 H+        H2O2  +  O2 
Se utilizó citocromo c parcialmente acetilado debido a que las muestras en estudio 
contenían actividad de citocromo oxidasa y de citocromo reductasa, pudiendo ocurrir 
reacciones de reducción del citocromo c3+ independientes de la reacción con el O2
-. El 
citocromo c3+ parcialmente acetilado es reducido por la cadena respiratoria y oxidado por 
la citocromo oxidasa a una velocidad menor que la correspondiente al citocromo c3+ 
nativo (10.5 nmol. min-1. mg proteína-1 vs. 178 nmol. min-1. mg proteína-1, respectivamente 
- 94% de reducción), pero conserva la capacidad de ser reducido por el O2
- a una 
velocidad similar a la de éste último. Se considera que la reducción de citocromo c 
sensible al agregado de SOD o de la muestra, es atribuible al O2
-. 
La actividad de la enzima Mn-SOD se determinó en una mezcla de reacción 
conteniendo KH2PO4/K2HPO4 50 mM, EDTA 0.1 mM pH 7.80, citocromo c
3+ parcialmente 
acetilado 10 M, xantina 50 M y xantina oxidasa (XO ~5 nM) en cantidad suficiente para 
producir una variación de absorbancia por minuto de 0.025 a 25 ºC. La reacción se inició 
por el agregado de XO y se monitoreó la variación de la absorbancia durante 2 min, en 
ausencia o presencia de membranas mitocondriales (0.3 – 1.0 mg proteína. ml-1).  
Dado que la isoforma CuZn-SOD es sensible a la inhibición por KCN, se realizaron 
experimentos en presencia de KCN 0.50 mM. De esta forma, la actividad de SOD 
detectada en presencia de KCN corresponde a la actividad de la isoforma Mn-SOD. En 
las condiciones experimentales ensayadas, en las que se utilizó citocromo c3+ 
parcialmente acetilado, el agregado de KCN al medio de reacción no modificó la 
velocidad de reducción del citocromo c (Figura 27), indicando que la actividad medida en 
la fracción mitocondrial corresponde casi exclusivamente a la Mn-SOD. 
 
SOD 
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Volumen de muestra (l)













Figura 27. Determinación de la actividad de SOD utilizando citocromo c3+ parcialmente 
acetilado. En la figura se representa el logaritmo de B/A en función del volumen de 
muestra (en este caso, fracción mitocondrial de ventrículo izquierdo de corazón de 
conejo). El log B/A es la relación entre el ΔAbs/min debido al agregado de muestra (B) y 
el ΔAbs/min generado solamente por el sistema xantina - XO (A) para cada volumen de 
muestra. Dicha relación indica la fracción remanente de la producción de O2
- en 
presencia de muestra (enzima). Las mediciones fueron realizadas en ausencia (círculos 
negros; m = 0.019) o en presencia de KCN (círculo blancos; m = 0.018)  
 
Una unidad de SOD se define como la cantidad de enzima que inhibe la reducción 
del citocromo c3+ en un 50% y equivale a 4 pmoles de Mn-SOD. Los resultados fueron 
expresados como actividad de Mn-SOD (U. mg proteína-1) y como concentración de 
Mn-SOD en la matriz mitocondrial (µM). 
 
Cálculo del contenido de SOD: Para poder realizar la conversión de actividad de 
Mn-SOD (U SOD. mg proteína-1) a contenido dentro de la matriz mitocondrial, fue 
necesario tener en cuenta: la concentración de proteínas de la muestra, la equivalencia 
entre las U SOD y pmoles de SOD comercial (1U SOD comercial / 4 pmoles SOD), la 
inhibición del 50% (I50) de la muestra (expresada en µl) y el peso molecular de la Mn-SOD 
(80-89 kDa). Con estos datos se obtuvieron los nmoles SOD. mg proteína mitocondrial-1. 
Para expresarlos en concentración (µM), se consideró el volumen de la matriz 
mitocondrial de corazón que fue obtenido a través de cálculos (7.2 µl matriz. mg proteína 
mitocondrial-1) (Costa y col., 1988). Finalmente, los resultados se expresaron como 
concentración de SOD (µM) por centro activo o por enzima. 
Materiales y Métodos 
 
   76 
 
7. Determinación de daño oxidativo a macromoléculas 
7.1. Determinación del contenido de sustancias reactivas al ácido 
tiobarbitútico (TBARS) 
Durante las reacciones en cadena que llevan a la oxidación de lípidos se forman 
hidroperóxidos, los que a su vez se descomponen en varios productos secundarios como 
aldehídos y cetonas. La oxidación de lípidos fue estimada a partir de la detección 
espectrofluorométrica de las sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS). El 
ensayo de las TBARS consiste en la reacción del ácido tiobarbitúrico (Figura 28) con 
varios productos de la peroxidación lipídica, principalmente el malondialdehído (MDA), 




Las mitocondrias fueron obtenidas por centrifugación diferencial como se detalla en 
la sección 2.2.2 de Materiales y Métodos, reemplazando la solución amortiguadora MSTE 
por una solución conteniendo K2HPO4/KH2PO4 30 mM y KCl 120 mM, pH 7.40 debido a 
que la presencia de azúcares, tales como sacarosa y manitol, interfieren con el método 
de detección. Luego de obtenidas las membranas mitocondriales se agregó 
butihidroxibutileno (BHT) 4% en etanol hasta una concentración final de 0.1% y se 
guardaron a -20 ºC hasta su análisis. El BHT es un antioxidante que evita la oxidación y 
peroxidación de lípidos que ocurre espontáneamente durante el manejo de las muestras. 
La mezcla de reacción se realizó en un tubo de ensayo, donde se agregó una alícuota de 
la fracción mitocondrial ( 100 µl) a un medio conteniendo 2 ml de HCl 0.1 N, 0.3 ml de 
ácido fosfotúngstico 10% (p/v) y 1 ml de ácido 2-tiobarbitúrico 0.7% (p/v). Los tubos se 
taparon con papel aluminio y se colocaron en un baño de agua a 100 ºC durante 1 h. 
Posteriormente, las TBARS fueron extraídas en 3 ml de n-butanol y se realizó una 
centrifugación de 10 min a 1000g (2900 rpm) para separar la fase butanólica de la fase 
 
Figura 28. Esquema que ejemplifica la formación del aducto MDA - TBA 
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acuosa. Se midió la fluorescencia de la fase butanólica en un espectrofluorómetro Hitachi 
F-3010 (λexitación= 515 nm -  λemisión= 553 nm). Se realizó una curva de calibración 
utilizando malondialdehído (MDA) como estándar en concentraciones 0.06 - 0.60 M para 
poder transformar las intensidades de fluorescencia en moles de TBARS y expresarlo 
como moles de TBARS. mg proteína-1 (Fraga y col., 1988; Navarro y Boveris, 2007). 
 
7.2. Determinación del contenido de grupos carbonilos asociados a 
proteínas 
La presencia de grupos carbonilo asociados a proteínas, se utilizan como 
marcadores de la modificación oxidativa de las mismas. La determinación se basa en la 
reacción entre 2,4-dinitrofenilhidrazina (DNPH) y los grupos carbonilos oxidados de las 
proteínas mitocondriales (Figura 29). El producto obtenido, la 2,4-dinitrofenilhidrazona, se 
cuantifica espectrofotométricamente a 360 nm (Levine y col., 1994; Oliver y col., 1987; 
Navarro y Boveris, 2007). 
 
 
   Carbonilo proteico               DNPH                                        2,4-dinitrofenilhidrazona 
Figura 29. Esquema que ejemplifica la formación de la 2,4-dinitrofenilhidrazona 
 
Se utilizaron alícuotas de 200 µl de suspensiones de membranas mitocondriales 
(10 mg proteína. ml-1), las cuales fueron suplementadas con 4 ml de DNPH 10 mM e 
incubadas por 1 h en oscuridad, con agitación cada 15 min. Luego, se adicionaron 5 ml 
de ácido tricloroacético (TCA) 20% y se volvió a incubar durante 10 min a 0 ºC, para 
lograr la precipitación de las proteínas. Se realizó una centrifugación a 10 000g 
(9150 rpm) durante 5 min para obtener las proteínas en el pellet. El sobrenadante se 
descartó y las proteínas fueron resuspendidas en 4 ml de TCA 10%, incubando en las 
mismas condiciones que en el paso anterior. Se realizó una centrifugación final a 10 000g 
(9150 rpm) durante 3 min. El pellet obtenido se lavó 3 veces con una mezcla de 
CH3COOH2-CH3/CH3CH2OH (acetato de etilo:etanol) en una proporción 1:1, con el fin de 
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remover el DNPH en exceso, centrifugando durante 3 min entre cada lavado a 10 000g 
(9150 rpm). El precipitado se disolvió con 2 ml de hidrocloruro de guanidina 6 mM pH 
2.50 y se incubó a 37 ºC durante 10 min.  
El contenido de carbonilos proteicos fue determinado utilizando un 
espectrofotómetro de arreglo de diodos Beckman DU 7400, considerando el pico máximo 
de absorbancia de la 2,4-dinitrofenilhidrazona a 360 nm (ε = 22 mM-1 cm-1). Los 
resultados fueron expresados como nmol carbonilos proteicos. mg proteína-1. 
 
8. Análisis de la expresión de proteínas por Western blot 
La detección de la expresión de proteínas se llevó a cabo en membranas 
mitocondriales de ventrículo izquierdo de corazón de conejos o corazón de ratas, 
sobrenadante post-mitocondrial, partículas ETPH o en la fracción enriquecida en 
complejo I, según corresponda. Las preparaciones subcelulares se sometieron a una 
agitación vigorosa y se diluyeron 1/3 con solución amortiguadora de carga (solución de 
Laemmli) la cual está compuesta por Tris 62.5 M, glicerol 25%, azul de bromofenol 0.01% 
(p/v), dodecil sulfato de sodio (SDS) 2% (p/v), -mercaptoetanol 2% (p/v), pH 6.80. 
Posteriormente, las muestras fueron sometidas a 100 ºC durante 1 min para facilitar la 
desnaturalización de las proteínas presentes. 
 
8.1. Electroforesis 
Para realizar la electroforesis en gel de poliacrilamida y las transferencias, se 
utilizaron mini cubas (Mini-PROTEAN II Cell y Mini Trans-Blot Electrophoresis Transfer 
Cell, BioRad Laboratories, Richmond, CA, USA). Cantidades equivalentes de proteínas 
(entre 60 - 100 g) de las muestras se separaron por electroforesis, utilizando geles de 
poliacrilamida de 7.5%, 10% o 12%, según la proteína a identificar, en condiciones 
desnaturalizantes (SDS-PAGE). El gel concentrador fue preparado en solución 
amortiguadora Tris 125 mM pH 6.80, conteniendo SDS 0.1%, acrilamida:bisacrilamida 
(30:1) 4%, (NH4)2S2O8 0.05% y TEMED (N, N, N, N´-tetra-metil-etilendiamina) 0.1%. El 
gel de corrida fue preparado en solución amortiguadora Tris 375 mM pH 8.80, SDS 0.1%, 
acrilamida:bisacrilamida (30:1) 7.5, 10 o 12%, (NH4)2S2O8 0.05% y TEMED 0.1%. Se 
sembraron entre 60 y 80 µg de proteína mitocondrial por calle del gel. La solución 
amortiguadora de corrida utilizada fue Tris 25 mM, glicina 190 mM, SDS 0.1% (p/v), 
pH 8.30. Se comenzó la electroforesis aplicando un voltaje de 100 V hasta concentrar las 
muestras y obtener bandas delgadas. El resto de la corrida electroforética se realizó a 
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temperatura ambiente y a 130 V hasta que el colorante azul de bromofenol llegara al 
extremo inferior del gel. 
 
8.2. Transferencia a la membrana de nitrocelulosa 
Luego de la migración de las proteínas hacia el cátodo, se realizó la transferencia 
de las mismas a una membrana de nitrocelulosa en solución amortiguadora de 
transferencia compuesta por Tris 25 mM, glicina 190 mM, metanol 20% (v/v), pH 8.30. 
Dicho proceso se efectuó a 100 V durante 2 horas en un baño de hielo, utilizando el 
dispositivo Mini Trans-Blot Electrophoresis Transfer Cell (BioRad, CA). Luego, para 
disminuir la unión inespecífica de los anticuerpos primarios, las membranas se 
bloquearon con una preparación de leche en polvo descremada "Molico" al 5% (p/v), 
NaN3 0.1% (v/v) en solución amortiguadora compuesta por KH2PO4 15 mM, Na2HPO4 
0.08 M, NaCl 137 mM, KCl 2.7 mM, pH 7.40 (PBS), incubando 1 h a temperatura 
ambiente con agitación. Posteriormente, las membranas fueron lavadas con solución 
PBS e incubadas durante toda la noche, a temperatura ambiente y con agitación 
continua, con los anticuerpos primarios correspondientes (Tabla 5) preparados en una 
dilución 1:500 o 1:100 en PBS adicionado con seroalbúmina bovina (BSA) 1% (p/v) y 
azida sódica (NaN3) 0.1% (v/v). Una vez finalizada la incubación, se realizaron tres 
lavados sucesivos con agitación: un lavado con PBS durante 10 min, un lavado con PBS-
Tween 20% (v/v) durante 15 min y nuevamente con PBS por 10 min. Finalmente, las 
membranas fueron incubadas durante 1 h a temperatura ambiente con el anticuerpo 
secundario correspondiente (Tabla 5) conjugado con HRP, preparados en diluciones 
1:5000 o 1:7500 en PBS + leche en polvo 2.5% (p/v). Posteriormente, se repitieron los 
lavados descriptos anteriormente. La detección de las proteínas inmunoreactivas se 
realizó por quimioluminiscencia utilizando el reactivo ECL (Bustamante y col., 2002). La 
señal fue capturada sobre una película radiográfica High performance 
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Tabla 5. Anticuerpos primarios y secundarios utilizados para cada determinación 
Proteína a 
determinar 
Anticuerpo primario Anticuerpo Secundario 
(conjugado con HRP) 
nNOS Ac. Policlonal de conejo, anti 
NOS1 (H299): cs-8309 Santa Cruz 
Biotechnology. Dilución 1:500 
Ac. de cabra anti IgG de conejo, 
(GAR):170-5046; Bio-Rad, CA) 
Dilución 1:7500 
iNOS Ac. Policlonal de conejo, anti 
NOS2 (C-19): cs-649 Santa Cruz 
Biotechnology. Dilución 1:500 
Ac. de cabra anti IgG de conejo, 
(GAR):170-5046; Bio-Rad, CA) 
Dilución 1:7500 
VDAC-1 Ac. Policlonal de cabra, anti VDAC-
1 (D-16): sc-32063, Santa Cruz 
Biotechnology.  
Dilución 1:500 
Ac. de ratón anti IgG de cabra, sc: 
2354, Santa Cruz Biotechnology.  
Dilución 1:5000 
Nitrotirosina Ac. Monoclonal de ratón, anti 
nitrotirosina: clone 1 A6Millipore. 
Dilución 1:4000 
Ac. Monoclonal de ratón anti-
nitrotirosina (HM.11, sc-32731 
Santa Cruz Biotechnology, Santa 
Cruz, CA). Dilución 1:100  
Ac. de cabra anti IgG de ratón. sc-
2005, Santa Cruz Biotechnology. 
Dilución 1:7500 
Ac. de conejo anti-IgG de ratón 
((315-035-048) Jackson 
InmunoResearch, Baltimore Pike, 
USA) 1:5000 
PGC1-α Ac Policlonal de cabra, anti-PGC1-
α (K 15): sc-5816, Santa Cruz 
Biotechnology. 
Dilución 1:500 
Ac. de ratón anti IgG de cabra, 
Santa Cruz Biotechnology.  
Dilución 1:5000 
β-actina Ac. Monoclonal de ratón, anti-β-
actina (C4): sc-47778; Santa Cruz 
Biotechnology.  
Dilución 1:500 
Ac. de conejo anti-IgG de ratón 
((315-035-048) Jackson 
InmunoResearch, Baltimore Pike, 
USA) 1:5000 
 
En el caso de los análisis de Western Blot para detectar nitración de proteínas 
(nitrotirosinas) se sembró un control positivo, de manera de corroborar que las bandas 
detectadas en las muestras correspondían a proteínas nitradas. Para ello se nitró un 
volumen de muestra control con ONOO- (sintetizado en el laboratorio) y luego se procesó 
la muestra como se describió anteriormente.  
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Preparación de la solución de peroxinitrito: El método utilizado se basa en la 
reacción rápida de una solución acidificada de peróxido de hidrógeno (H2O2) con una 
solución de nitrito de sodio, seguida por la estabilización del producto formado, el ácido 
peroxinitroso, con una base fuerte (Hughes y Nicklin, 1968; Beckman y col., 1994; 
Koppenol y col., 1996; Uppu y col., 1996; White y col., 1998; Valdez y col., 2000): 
HONO   +   H2O2      HOONO   +   H2O 
HOONO   +   HO-    ONOO-   +   H2O 
La solución de peroxinitrito se preparó haciendo reaccionar H2O2 2.1 M, preparado 
en HNO3 1.85 M, con una solución de nitrito de sodio 2 M. El producto de la reacción se 
estabilizó con NaOH 4.2 M. La reacción se llevó a cabo a 4 ºC y bajo campana con el fin 
de extraer el gas liberado (mayoritariamente, dióxido de nitrógeno). Para eliminar el 
exceso de H2O2, la solución de ONOO
- se trató durante 10 min con dióxido de 
manganeso sólido (MnO2) y la suspensión resultante se centrifugó a 4000g durante 
5 min. La concentración de la solución de ONOO- se determinó espectrofotométricamente 
a 302 nm (= 1.67 mM-1 cm-1). El rendimiento teórico máximo es de 690 mM, pero 
usualmente se obtienen concentraciones de ONOO- entre 250 y 350 mM. Se dividieron 
las muestras en alícuotas de 1 ml y se conservaron a –70 ºC, siendo estable durante, al 
menos, 3 semanas. 
 
8.3. Cuantificación 
Con el fin semicuantificar la expresión de las proteínas analizadas, las placas 
radiográficas fueron digitalizadas y las imágenes fueron analizadas por medio del 
programa ImageJ 1.45s (Wayne Rasband, National Institute of Health, USA). 
 
9. Análisis morfológico mitocondrial 
9.1. Microscopía electrónica de transmisión 
Para realizar el estudio ultraestructural por microscopía electrónica de transmisión 
(MET), se realizaron cortes, de 1 mm de espesor, de corazón de ratas control y 
diabéticas. Las muestras fueron fijadas con glutaraldehído 2.5% en una solución 
amortiguadora compuesta por K2HPO4/KH2PO4 100 mM, pH 7.40 a 0 ºC durante 1 h. 
Luego se realizaron dos lavados con la misma solución amortiguadora y las muestras 
fueron fijadas con tetróxido de osmio 1% (v/v) durante 90 min a 0 ºC. A continuación se 
realizaron dos lavados de 15 min con H2O destilada y se incubaron con acetato de uranilo 
5% (v/v) durante 2 h a 0 ºC. Luego de un lavado de 15 min con H2O destilada se procedió 
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a la deshidratación de la muestra por pasajes sucesivos en soluciones de concentración 
creciente de etanol y finalmente fueron incubadas en óxido de propileno durante 15 min. 
Las muestras fueron incluidas en resinas Durcupan (Fluka AG, ChemischeFabrik, Buchs 
SG, Suiza), la cual se polimerizó a 60 ºC durante 72 h. Una vez polimerizada la resina, se 
realizaron cortes ultrafinos de 50 nm de espesor por medio de un ultramicrótomo 
(Reichert Jung Utracut E.). Finalmente los cortes se montaron en grillas de cobre y se 
observaron en un microscopio electrónico de transmisión Ziess EM 109 (Oberkochen, 
Alemania). 
Las muestras fueron procesadas y observadas al microscopio electrónico en el 
Laboratorio Nacional de Análisis y Servicios en Microscopía Electrónica (LANAIS-MIE) 
dependiente del Instituto de Biología Celular y Neurociencias "Prof. Eduardo De Robertis" 
(Facultad de Medicina, Universidad de Buenos Aires). 
 
9.2. Planimetría 
Para los estudios planimétricos en corazón se estudiaron 3 animales control y 4 
animales diabéticos. En ambos casos se estudiaron entre 2 y 4 tacos, obteniéndose entre 
12 y 25 fotografías de cada muestra. Las microfotografías obtenidas fueron registradas 
con una magnitud de 12 000, 20 000, 30 000 y 85 000 X.  
Se cuantificó el número de mitocondrias por campo, las áreas de cada mitocondria 
y la densidad de volumen mitocondrial utilizando el programa Image Pro-plus 6.0 (Media 
Cybernetics, Inc.Rockville, USA).  
A partir de los parámetros obtenidos se realizó un análisis estereológico de las 
mitocondrias, es decir, la interpretación espacial de secciones planas de tejidos. 
Se analizaron 40 áreas en microfotografías correspondientes a tejido de 3 animales 
control y 60 áreas en microfotografías de corazón de 4 animales diabéticos. Se determinó 
la densidad volumétrica (Vmi), la densidad numérica (Nmi) y el área promedio de cada 
mitocondria en el tejido cardíaco, de acuerdo a las formulas desarrolladas por Weibel y 
col. (1969).  
La densidad volumétrica mitocondrial (Vmi) representa el volumen de citosol 
ocupado por mitocondrias. El método utilizado para determinar la Vmi fue el de "conteo de 
puntos en grilla" o "point counting grids" (Medeiros, 2008). El método se basa en contar el 
número de intersecciones ocupadas por mitocondrias, en una grilla de aproximadamente 
450 intersecciones, utilizando imágenes en un aumento de 12 000 X. La densidad 
volumétrica mitocondrial se expresó en porcentaje. 
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La densidad numérica mitocondrial (Nmi) expresa el número de mitocondrias por 
unidad de volumen. Para ello se contabilizó el número de mitocondrias en un área de 











donde Na es el número de mitocondrias por m
2, Vmi es la densidad volumétrica 
mitocondrial, β es un coeficiente que depende de la forma de la organela, que en el caso 
de las mitocondrias toma un valor de 2.25 y K, un factor dependiente de la distribución de 
tamaño, la cual se asume que es igual a la unidad. La Nmi se expresó como porcentaje. 
 
10. Determinación de la concentración de proteínas 
La concentración de proteínas se determinó según el método espectrofotométrico 
de Lowry y col. (1951) determinando el desarrollo de color a 625 nm, por reacción de las 
proteínas de las muestras con Cu2+ en medio alcalino y en presencia del reactivo 
fosfomolídbico-fosfotúngstico (Folin). Se agregaron 5 a 10 µl de la muestra a determinar a 
2.8 ml de un medio conteniendo Na2CO3 1.4%, NaOH 0.07 N, SO4Cu5H2O 0.007% y 
tartrato de Na y K 0.014%. Se mezcló durante 5 s y se incubó por 10 min a temperatura 
ambiente. Se agregaron 0.2 ml de reactivo de Folin y se dejó actuar durante 30 min. Una 
vez desarrollado el color se determinó la absorbancia a 625 nm en un espectrofotómetro 
con arreglo de diodos Beckman DU 7400. Para realizar la curva de calibración, se utilizó 
BSA (1 mg. ml-1) como proteína estándar. Los resultados se expresaron como mg 
proteína. ml-1. 
 
11. Análisis estadístico de los datos 
Los valores se expresaron en tablas y figuras como la media  error estándar de la 
media (X  ESM). Los resultados presentes en la tesis, fueron analizados utilizando dos 
estadísticos diferentes: 
1) Modelo de Diabetes: las diferencias significativas entre los valores medios entre 
el grupo de animales control y el grupo de animales diabético fueron analizadas 
utilizando el estadístico t de Student no apareado. 
2) Modelo de isquemia/reperfusión y en partículas ETPH: se realizó un análisis de 
las varianzas utilizando el test del ANOVA de un factor seguido por un test de 
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Dunnett cuando se quiso comparar a todos los grupos frente al grupo control y 
ANOVA seguido de un test de Tukey cuando se quiso comparar a todos los 
grupos entre sí. 
Se consideró estadísticamente significativa una diferencia con p < 0.05. Los análisis 
estadísticos fueron realizados utilizando el software GraphPad Instat4 (GraphPad 
Software, La Jolla, CA, USA). 
 
12. Reactivos y anticuerpos utilizados 
Los reactivos ADP, antimicina, L-arginina, butanol, CaCl2, catalasa (C40, de hígado 
bovino), m-CCCP, citocromo c3+, citocromo c3+ parcialmente acetilado, Cu-Zn superóxido 
dismutasa (Cu,Zn-SOD: S7571, de eritrocitos bovinos), desoxicolato de sodio, dodecil 
sulfato de sodio (SDS), ditiotreitol (DTT), EDTA, escopoletina, estreptozotocina (S0130), 
etanol, FeSO4, glicina, glucosa, glutamato, glutatión (GSH), hemoglobina A0-ferrosa, 
Hepes, H2O2, KCl, KCN, KH2PO4, K2HPO4, KOH, L-N
ω-monometil-L-arginina (L-NMMA), 
L-NG-Nitroarginina metil ester (L-NAME), malato, manitol, metanol, MgCl2, MgSO4, NaCl, 
NAD(P)H, NaH2PO4, Na2HPO4, NaHCO3, NaN3, NaNO2, NaOH, Na2S2O4, nNOS 
recombinante (N3033, de cerebro de rata), oligomicina, rotenona, sacarosa, seroalbúmina 
bovina (BSA), succinato, Trisma base, Tween 20, fueron adquiridos en Sigma-Aldrich (St. 
Louis, MO, USA). 
Los reactivos acrilamida, bis-acrilamida, Immun-Star HRP chemiluminescent kit, 
Laemmli buffer, -mercaptoetanol, estándar de proteínas para geles, S2O8(NH4)2, 
tetrametiletilendiamina (TEMED), fueron adquiridos en Bio-Rad Laboratories Inc., 
Research Foundation (Oklahoma, USA) 
Todos los otros reactivos utilizados fueron de grado analítico. Los solventes 
utilizados (HCl, etanol, éter, metanol, etc.) fueron de calidad HPLC (cromatografía líquida 
de alta presión).  
Se utilizaron anticuerpos adquiridos en Santa Cruz Biotechnology Inc. (Santa Cruz, 
CA, USA): Pab anti-iNOS (NOS-2 (C-19): sc-649); Pab anti-nNOS (NOS-1 (H299): 
sc-8309), Pab anti-PGC1-α (K 15: sc-5816), Mab anti-nitrotirosina (HM.11, sc-32731), 
Pab anti-VDAC-1 (D-16: sc-32063) y Mab anti- β-actina (C4: sc-47778); y anticuerpos 
adquiridos en Millipore (Billerica, Massachusetts, USA): Mab anti-nitrotirosina clone 1 A6. 
Los anticuerpos monoclonales secundarios HRP anti-ratón o anti-cabra utilizados fueron 
de Santa Cruz Biotechnology (Santa Cruz, CA, USA), y los anticuerpos secundarios HRP 






INTERACCIÓN FUNCIONAL ENTRE EL COMPLEJO I  Y  LA  
ÓXIDO NÍTRICO SINTASA MITOCONDRIAL EN CORAZÓN 
 
1. Caracterización de las partículas ETPH de corazón bovino 
Las suspensiones de partículas ETPH, obtenidas a partir de corazón bovino, fueron 
caracterizadas en cuanto al porcentaje de partículas invertidas en la preparación, 
consumo de oxígeno, control respiratorio, contenido de citocromos y actividades de los 
complejos de la cadena respiratoria I-III, II-III y IV.  
 
1.1. Consumo de O2 por partículas ETPH 
El consumo de O2 fue determinado utilizando malato-glutamato y NADH como 
sustratos del complejo I o succinato como sustrato del complejo II. Cuando los sustratos 
utilizados fueron malato y glutamato, las partículas ETPH consumieron 34  1 ng-át O. 
min-1. mg proteína-1, una velocidad de consumo de O2 similar al valor obtenido para 
mitocondrias de corazón de vaca recién aisladas (35  2 ng-át O. min-1. mg proteína-1). 
Estos valores fueron comparables al consumo de O2 en estado 4, publicado para 
mitocondrias de corazón de rata, el cual fue de 35-45 ng-át O. min-1. mg proteína-1 
(Valdez y col., 2006, Valdez y col., 2011). Asimismo, las partículas ETPH tuvieron la 
capacidad de consumir O2 cuando se las suplementó con NADH y succinato (Tabla 6). 
Estos sustratos fueron oxidados a altas velocidades por los complejos correspondientes, 
indicando un correcto funcionamiento de la cadena de transferencia de electrones 
mitocondrial. Adicionalmente, cuando el potencial de membrana fue colapsado por la 
adición del desacoplante m-CCCP, el consumo de O2 se incrementó entre un 63% y un 
68%, según el sustrato utilizado, mostrando que las partículas obtenidas poseen 
potencial de membrana. 
El control respiratorio, determinado en este caso como el consumo de O2 en 
presencia del m-CCCP relativo al consumo de O2 en ausencia de m-CCCP, fue 
aproximadamente de 1.6-1.7 usando tanto sustratos del complejo I como del complejo II. 
Este valor es comparable con valores informados previamente para este tipo de 






Tabla 6.  Consumo de O2 por partículas ETPH 
 
* El potencial de membrana (Δp) fue colapsado utilizando m-CCCP 1 µM. 
#
 El control respiratorio (CR
#
) se calculó como la relación entre el consumo de O2 de las partículas 
ETPH desacopladas sobre el consumo de las partículas acopladas. 
 
1.2. Actividad de los complejos de la cadena respiratoria y contenido de 
citocromos 
Se determinó la actividad de los complejos I-III (NADH-citocromo c reductasa), II-III 
(succinato-citocromo c reductasa) y IV (citocromo oxidasa). Los valores obtenidos e 
incluidos en la Tabla 7 estuvieron de acuerdo con las actividades publicadas para este 
tipo de muestras (Poderoso y col.,1996) y para preparaciones mitocondriales de otras 
especies, tales como rata y conejo (Boveris y col., 2002a; Zaobornyj y col., 2007, 
Vanasco y col., 2008). La actividad del complejo IV se calculó como la constante de 
reacción de pseudo-primer orden k´ (33 ± 2 min-1. mg proteína-1) y se expresó como nmol 
de citocromo c oxidado, considerando que 20 µM de citocromo c son oxidados por minuto 
por miligramo de proteína. Esto muestra que las partículas ETPH son capaces de oxidar 
los sustratos adicionados al medio de reacción, indicando que presentan una integridad 
de los componentes de la cadena de transferencia de electrones. 
 




(nmol. min-1. mg proteína-1) 
NADH-citocromo c reductasa 349  6 
Succinato-citocromo c reductasa 222  4 
Citocromo oxidasa 660  40 
 Consumo de O2 
(ng-át O. min-1. mg proteína-1) 
Condición NADH Succinato 
Acopladas (+Δp) 228  20 
385  31 
1.69  0.06 
176  13 
Desacopladas (Δp = 0)* 288  16 




Por otro lado, se determinó el contenido de citocromos c, b y aa3 en las partículas 
ETPH. Los citocromos a y b forman parte de los complejos IV y III, respectivamente y el 
citocromo c es una proteína soluble del espacio intermembranas que se asocia a la 
superficie externa de la membrana interna mitocondrial, a través de interacciones 
electrostáticas. Los valores obtenidos y mostrados en la Tabla 8, son similares a los 
previamente publicados (Boveris y col, 2003b). La presencia de los citocromos a, b y c en 
las preparaciones de partículas ETPH, son esenciales en el proceso de transferencia de 
electrones. 
 
Tabla 8.  Contenido de citocromos en las partículas ETPH 
Citocromos Contenido 
(nmol. mg proteína-1) 
Citocromos c + c1 0.42  0.06 
Citocromos b 0.49  0.07 
Citocromos a + a3 0.54  0.05 
 
Estos resultados aportan un fuerte indicio de la integridad de los componentes de la 
cadena respiratoria mitocondrial en las partículas obtenidas. 
 
1.3. Estimación del grado de inversión de las partículas ETPH 
El porcentaje de inside-out particles o partículas con orientación inversa se estimó 
midiendo el consumo de O2 utilizando NADH como sustrato y a través de la 
determinación espectrofotométrica de la actividad de NADH:O2-oxidorreductasa, ambas 
en ausencia o presencia de citocromo c3+ en el medio de reacción. Las partículas ETPH 
invertidas y correctamente selladas, no poseen la capacidad de utilizar al citocromo c 
exógeno como aceptor de los electrones provenientes de la oxidación del NADH en el 
complejo I y cederlos a la citocromo oxidasa. Esto se debe a que el sitio de interacción 
fisiológico del citocromo c se encuentra en el lado P, hacia el espacio intermembranas, de 
la membrana interna mitocondrial (Harmon y col., 1974; Nicholls, 1974), y en estas 
partículas queda ubicado hacia el interior. 
En presencia de citocromo c, el consumo de O2 y la actividad de NADH:O2 
oxidorreductasa se incrementaron 65% y 67%, respectivamente. Este aumento en la 




no selladas con capacidad de transferir electrones al citocromo c del medio y éste a la 
citocromo oxidasa. De esta forma, esta actividad medida se considera la máxima 
actividad respiratoria por dicha preparación. Solo la fracción que no puede utilizar el 
citocromo c exógeno, corresponde a las partículas correctamente selladas. En nuestras 
condiciones experimentales, el porcentaje de partículas invertidas obtenido fue del 60%, 
siendo este valor coincidente entre ambas técnicas (Tabla 9) y comparable al descripto 
en bibliografía (Degli Espositi y Lenaz 1982). 
 
Tabla 9.  Porcentaje de partículas invertidas estimado a partir de la medición del 
consumo de O2 y de la actividad NADH:O2 oxidorreductasa 
 
Consumo de O2 
(ng-at O. min-1. mg proteína-1) 
NADH:O2 oxidorreductasa 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
Estado 4 228  20 203  18 
       + citocromo c3+ 377  28 340  26 
Partículas invertidas (%)* 60 60 
* El porcentaje de partículas invertidas fue calculado como:  
 actividad en ausencia de citocromo c
3+




Los resultados obtenidos en referencia a la caracterización de las partículas 
submitocondriales invertidas fosforilantes (ETPH) de corazón de vaca, muestran que las 
mismas poseen características que las hacen adecuadas para su utilización en el estudio 
de la interacción funcional entre proteínas del complejo I y la enzima mtNOS. 
 
2. Actividad NAD+ reductasa 
2.1. Efecto de la temperatura sobre la actividad NAD+ reductasa 
La actividad NAD+ reductasa muestra la capacidad de las partículas ETPH de 
reducir NAD+ a través de establecer el flujo reverso de electrones de la cadena 
respiratoria mitocondrial. El flujo reverso de electrones se genera como consecuencia de 
la oxidación de succinato y es inducido por la fuerza protón-motriz (Δp) generada por la 
hidrólisis de ATP. Para que esto ocurra, se debe adicionar KCN a medio de reacción para 
inhibir la enzima citocromo oxidasa. 
La actividad NAD+ reductasa se estudió a 30 ºC, tal como se describe en la técnica 




última, es la temperatura a la cual se determina la velocidad de producción de NO 
(Murphy y Noack, 1994). Como se observa en la Tabla 10, a 30 ºC las partículas ETPH 
redujeron aproximadamente 45 nmol NAD+. min-1. mg proteína-1, y a 37 ºC dicha actividad 
fue un 43% mayor respecto a la determinada a 30 ºC, en concordancia con la 
dependencia de la constante de velocidad de una reacción química con respecto a la 
temperatura, que describe la ecuación de Arrhenius.  
Por consiguiente, los experimentos subsiguientes fueron realizados a 37 ºC, así 
como la determinación de la producción de NO sostenida tanto por un dador exógeno de 
electrones (NADPH), como por el flujo reverso de la cadena respiratoria. 
 
Tabla 10. Efecto de la temperatura sobre la actividad NAD+ reductasa 
Condición experimental Actividad NAD+ reductasa 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
ETPH en MST  
T = 30 ºC 44.5  1.2 
T = 37 ºC 63.9  3.3*** 
*** p < 0.005 respecto a T = 30 ºC (Test t de Student) 
 
2.2. Elección del medio de conservación de las partículas ETPH 
Con el fin de seleccionar el medio más adecuado en el cual conservar las 
partículas, las preparaciones de vesículas invertidas fueron resuspendidas en tres medios 
diferentes: (a) en un medio isotónico MST (manitol 0.23 M, sacarosa 0.07 M, Tris-HCl 
30 mM, pH 7.50), (b) en MST adicionado con MgCl2 5 mM + ATP 2 mM o (c) en MST 
adicionado con MgCl2 5 mM + ATP 2 mM + succinato 4 mM + GSH 2 mM (Beyer, 1967). 
En todos los casos las partículas fueron guardadas a -80 °C. En dichas preparaciones, se 
determinó la actividad NAD+ reductasa, a 37 ºC. 
La Tabla 11 muestra que las partículas ETPH redujeron 63.9  3.3 nmol NAD+. 
min-1. mg proteína-1 cuando las mismas se conservaron en solución amortiguadora MST. 
La adición de MgCl2 y ATP al medio de conservación no modificó la actividad de NAD
+ 
reductasa de las partícula invertidas respecto a las conservadas en MST. Adicionalmente, 
se comprobó que la suplementación con succinato y GSH redujo significativamente la 




consideró que el medio óptimo para conservar las partículas fue la solución 
amortiguadora MST pH 7.50, sin agregado de otros componentes. 
 
Tabla 11.  Efecto del medio de resuspensión en la actividad NAD+ reductasa de las 
partículas ETPH 
Medio de resuspensión Actividad NAD+ reductasa 
(nmol NADH. min-1. mg proteína-1) 
ETPH en MST 63.9  3.3 
+ MgCl2 + ATP 58.3  2.8 
+ MgCl2 + ATP + Succinato + GSH 41.3  6.5**
 
** p < 0.01 vs. ETPH en MST; (ANOVA – post test Dunnett). 
 
2.3. Efecto de rotenona, oligomicina y m-CCCP sobre la actividad NAD+ 
reductasa  
La actividad NAD+ reductasa fue determinada en ausencia (control) o en presencia 
del inhibidor de la cadena de transferencia de electrones, rotenona; del inhibidor de la 
síntesis de ATP, oligomicina; o del desacoplante de la fosforilación oxidativa, m-CCCP. 
Como muestra la Figura 30 A, el agregado de ATP a la mezcla de reacción, inicia la 
reducción del NAD+, medida como el cambio de absorbancia a 340 nm. Dicha actividad, 
determinada en 6 experimentos independientes, correspondió a 63.9  3.3 nmol NAD+. 
min-1. mg proteína-1 (Tabla 12). 
La actividad NAD+ reductasa fue inhibida totalmente (99%) por el agregado de 
rotenona (Figura 30 B; Tabla 12), debido al bloqueo de la transferencia de electrones 
hacia la FMN del complejo I y, como consecuencia, al último aceptor de electrones, el 
NAD+. En presencia de oligomicina en el medio de reacción la reducción de NAD+ se 
inhibió en un 98% (Figura 30 C; Tabla 12). Esta inhibición ocurre como consecuencia de 
la interrupción de la hidrólisis de ATP y de la generación del Δp, lo cual impide realizar la 
transferencia de electrones en contra de sus potenciales de reducción hacia el complejo I. 
El agregado de m-CCCP, un protonóforo que colapsa el Δp, disminuyó significativamente 
la reducción de NAD+ (98%) debido a la imposibilidad de generar el flujo reverso de 



















MST + ETPH-Mg2+ + Succinato 






Figura 30. Trazos representativos de la actividad NAD+ reductasa determinada en las 
partículas ETPH en ausencia (A) o presencia de rotenona 1 M (B), oligomicina 0.25 M 










Tabla 12.  Efecto de rotenona, oligomicina y m-CCCP sobre la actividad de NAD+ 
reductasa de partículas ETPH 
Condición experimental Actividad NAD+ reductasa 
(nmol NADH. min-1. mg proteína-1) 
ETPH en MST (control) 63.9  3.3 
+ rotenona 1 M 0.41  0.03** 
+ oligomicina 0.25 M 0.33  0.07** 
+ m-CCCP 1 M  0.96  0.10** 
   ** p < 0.01 vs. ETPH
 
en MST (ANOVA – post test Dunnett). 
 
2.4.  Efecto de la concentración de MgCl2 y KCN sobre la actividad NAD
+ 
reductasa 
2.4.1. Efecto del MgCl2 
El Mg2+ es un catión esencial para establecer el flujo reverso de electrones. Sin 
embargo, dicho catión inhibe la actividad de la enzima mtNOS en forma 
dosis-dependiente (Manzo-Avalos y col. 2003; Zaobornyj, 2007). Por ello, y con el fin de 
establecer las condiciones experimentales que permitan sostener adecuadamente el flujo 
reverso de electrones, y medir, a su vez, la actividad de la enzima mtNOS en las 
partículas ETPH, se estudió el efecto del MgCl2 sobre la actividad de NAD
+ reductasa. De 
esta forma, se siguió la reducción del NAD+ en ausencia y en presencia de 0.25 mM a 
3 mM de MgCl2 (Figura 31).  
La Figura 31 muestra que la reducción del NAD+ se incrementa hiperbólicamente a 
medida que aumenta la concentración de MgCl2. La ausencia de MgCl2 en el medio de 
reacción no permitió la reducción de NAD+, indicando que dicho catión es necesario para 
establecer el flujo reverso de electrones. Cuando se utilizó MgCl2 0.5 mM y 1.5 mM en el 
medio de reacción, se obtuvieron actividades comparables (47.5 ± 7.5 y 53.6 ± 4.2 nmol 
NADH. min-1. mg proteína-1, respectivamente) y sin diferencias estadísticamente 
significativas a la obtenida en presencia de la concentración óptima de MgCl2 para 
determinar la reducción del NAD+, es decir 3 mM. Sin embargo, cuando se utilizó MgCl2 
0.25 mM las partículas ETPH redujeron al NAD+ a una velocidad 55% menor a la 
obtenida en presencia de MgCl2 3 mM (28.7 ± 5.6 vs. 63.9 ± 3.3 nmol NADH. min
-1. 
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Figura 31. Efecto del MgCl2 sobre la actividad de NAD
+ reductasa sostenida por el 
flujo reverso de electrones en presencia de KCN 0.5 mM. 
**p< 0.01 vs. MgCl2 3 mM (ANOVA; post-test Dunnett). 
 
De acuerdo a estos resultados, se consideró que en las condiciones experimentales 
utilizadas, la menor concentración de MgCl2 que sostiene un flujo de electrones 
comparable con el optimo, es 0.5 mM. Por ello, esta fue la concentración de MgCl2 
utilizada para determinar la producción de NO por estas partículas. 
 
2.4.2. Efecto del KCN 
La actividad de NAD+ reductasa detectada, en ausencia de KCN en el medio de 
reacción, fue menor a 3.0 nmol. min-1. mg proteína-1, indicando que este compuesto es 
necesario para forzar, experimentalmente, el flujo reverso de electrones y detectarlo a 
través de la reducción del NAD+. Sin embargo, la presencia de KCN interfiere con el 
método de detección utilizado para determinar la producción de NO (Murphy y Noack, 
1994). Por este motivo, y con el fin de seleccionar la menor concentración de KCN que 
permita tener un flujo reverso de electrones y no interfiera considerablemente en la 
determinación de la producción de NO por el método de la oxidación de la HbO2, se 
decidió determinar el efecto de concentraciones crecientes de KCN (entre 0.05 y 0.6 mM) 




ambas concentraciones de MgCl2, se observa un crecimiento hiperbólico a medida que se 
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Figura 32. Efecto de la concentración de KCN sobre la actividad NAD+ reductasa en 
partículas ETPH. [MgCl2] = 3 mM (círculos blancos); 0.5 mM (círculos negros).  
 
En función de los resultados obtenidos, se eligió 0.3 mM de KCN como la 
concentración más apropiada para ser utilizada en la determinación de la producción de 
NO por las partículas ETPH, debido a que permitió sostener el flujo reverso de electrones 
en presencia de MgCl2 0.5 mM, reduciendo 47.6  1.6 nmol NAD
+. min-1. mg proteína-1. 
 
3. Producción de óxido nítrico por las partículas ETPH 
3.1. Producción de NO usando NADPH como dador de electrones 
La producción de NO por las partículas ETPH fue determinada 
espectrofotométricamente siguiendo la oxidación de la HbO2 por las mismas, durante los 
primeros 1.5 min de la reacción, tal como se describe en la sección 5.2.2. de Materiales y 
Métodos. La Figura 33 muestra un registro típico de variación de absorbancia en función 
del tiempo: se utilizó NADPH como dador de electrones, en presencia del sustrato 




mtNOS, obteniendo una pendiente de ~11 x 10-3 Abs. min-1. Cuando se reemplazó la 
L-arginina por el inhibidor competitivo L-NMMA, la oxidación de la HbO2 disminuyó, 
obteniendo una pendiente de ~4.7 x 10-3 Abs. min-1. Solo la fracción inhibible por el 































































































Figura 33. Producción de NO por las partículas ETPH a expensas de los electrones 
cedidos por el NADPH. A. Trazos representativos que muestran la oxidación de HbO2 
(577-591 nm) por la actividad de mtNOS en presencia del sustrato de la enzima 
L-arginina (──) o su inhibidor L-NMMA (----). B. Correlación lineal (r2 = 0.972) entre la 
producción de NO y la concentración de proteínas de la suspensión de partículas 
ETPH. 
 
Así, y con el fin de caracterizar el sistema enzimático, se siguió la actividad de 
mtNOS en función de la concentración de proteínas de la suspensión de partículas, 
determinándose la producción de NO como la diferencia entre la oxidación de HbO2 en 
presencia de L-arginina y la obtenida en presencia de L-NMMA. La Figura 33 B muestra 
una dependencia lineal (r2 = 0.972) de la producción de NO hasta una concentración 
0.4 mg proteina. ml-1.  
La velocidad de producción de NO por las ETPH, calculada a partir de los cambios 
de absorbancia por minuto, resultó ser de 1.20  0.10 nmol. min-1. mg proteína-1 y se 






Tabla 13.  Actividad de mtNOS en las partículas ETPH en presencia de NADPH 
Condición experimental 
Partículas ETPH 
Oxidación de HbO2 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
+ L-arginina 1 mM 3.70  0.20 
+ L-NMMA 2 mM 2.50  0.20*** 
    Producción de NO 1.20  0.10 
*** p < 0.001 vs. L-arginina (Test t de Student).  
 
3.2 Producción de NO por las partículas ETPH a expensas del flujo reverso 
de electrones de la cadena respiratoria 
Se estudió la producción de NO por las partículas ETPH sostenida por el flujo 
reverso de electrones. Debido a que tanto el agregado de Mg2+ como el de KCN son 
necesarios para llevar a cabo experimentalmente el flujo reverso de electrones, y que 
dichos compuestos interfieren con la determinación de la producción de NO, fue 
necesario seleccionar concentraciones de compromiso de dichas especies que permitan 
determinar la actividad de mtNOS sostenida por los electrones provenientes de la cadena 
respiratoria. La determinación se llevo a cabo utilizando MgCl2 0.5 mM y KCN 0.3 mM en 
el medio de reacción. Como se describió en las secciones 2.4.1 y 2.4.2., éstas 
concentraciones fueron las mínimas para que el flujo reverso de electrones, evaluado a 
través de la reducción del NAD+, no se diferencie significativamente de las 
concentraciones óptimas descriptas en la literatura (Ernster y Lee, 1967; Turrens y 
Boveris, 1980).  
En la Figura 34 se ilustra un registro típico del cambio de absorbancia en función 
del tiempo, debido a la oxidación de HbO2, cuando los electrones provienen de la cadena 
respiratoria (flujo reverso) y no de un dador exógeno como el NADPH. Dicha oxidación se 
siguió en presencia del sustrato L-arginina (~5.7 x 10-3 Abs. min-1) o del inhibidor 












































































































































Figura 34. Producción de NO por las partículas ETPH sostenida por el flujo reverso de 
electrones. La determinación se realizó en ausencia de NADPH y en presencia de 
L-arginina y de los reactivos necesarios para establecer el flujo reverso de electrones. 
A. Trazos representativos que muestran la oxidación de HbO2 (577-591 nm) en 
presencia de L-arginina (──) o de L-NMMA (----). B. Correlación lineal (r2 = 0.960) entre 
la producción de NO y la concentración de proteínas de la suspensión de partículas 
ETPH. 
 
En estas condiciones, se estudió la dependencia de la producción de NO con la 
concentración de proteínas en la cubeta de medida (Figura 34 B). Dicha producción se 
calculó teniendo en cuenta la fracción sensible al inhibidor L-NMMA, observándose una 
correlación lineal (r2 = 0.961) en el rango de concentraciones ensayadas (hasta 0.5 mg 
proteína. ml-1).  
 
Tabla 14.  Actividad de la enzima mtNOS en partículas ETPH a expensas de los 
electrones provenientes de la cadena respiratoria 
Condición experimental  
Partículas ETPH 
Oxidación de HbO2 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
+ L-arginina 1 mM 3.41  0.20 
+ L-NMMA 2 mM 2.44  0.31 * 
    Producción de NO 0.97  0.07 





La producción de NO sostenida por el flujo de electrones de la cadena respiratoria, 
actuando en sentido reverso, a expensas de la hidrólisis de ATP y de la oxidación del 
succinato, fue de 0.97  0.07 nmol. min-1. mg proteína-1 (Tabla 14). Estos resultados 
sugieren que la enzima mtNOS puede utilizar electrones provenientes de la cadena 
respiratoria mitocondrial para su actividad enzimática. 
 
3.2.1. Efecto de la concentración de MgCl2 sobre la producción de NO 
Se estudió el efecto del agregado de MgCl2 0.5 mM, 1.5 mM y 3.0 mM, sobre la 
producción de NO por las partículas ETPH, en presencia de KCN 0.3 mM. La Figura 35 
muestra que la producción de NO sostenida por el flujo reverso de electrones, disminuye 
con el incremento del Mg2+ en el medio de reacción. Aunque dicha disminución no fue 
estadísticamente significativa, la misma muestra una tendencia, siendo la producción a 
































































Figura 35. Producción de NO sostenida por el flujo reverso de electrones en presencia 
de KCN 0.3 mM en el medio de reacción, utilizando MgCl2 3.0 mM 1.5 mM y 0.5 mM. 
 
Como se puede observar en la Figura 36, la velocidad de producción de NO 
sostenida por el flujo reverso de electrones se correlacionó inversa y linealmente 




medio de reacción. Así, la producción de NO decrece con el aumento de la concentración 
de Mg2+, tal como fue descripto por Manzo-Avalos y col. (2003), mientras que la actividad 
NAD+ reductasa aumenta debido a la presencia de una mayor concentración del catión, el 
cual es esencial para establecer el flujo reverso de electrones. 
Actividad NAD+ reductasa
(nmol NADH. min-1. mg proteína-1)
























































Figura 36. Correlación lineal inversa (r2 = 0.982) entre la velocidad de producción de NO 
sostenida por el flujo reverso de electrones y la actividad NAD+ reductasa. Las 
determinaciones se realizaron en presencia de KCN 0.3 mM y de MgCl2 0.5 mM 
(cuadrado negro), 1.5 mM (triángulo blanco) o 3.0 mM (círculo negro). 
 
3.2.2.  Efecto de rotenona, oligomicina y m-CCCP sobre la producción de NO 
Se estudió el efecto del agregado de rotenona, inhibidor del complejo I mitocondrial, 
del inhibidor de la ATPasa oligomicina y del desacoplante m-CCCP, sobre la producción 
de NO sustentada por el flujo reverso de electrones.  
Como puede verse en la Tabla 15, la producción de NO de 
0.97  0.07 nmol. min-1. mg proteína-1 fue completamente inhibida cuando se agregó 
rotenona al medio de reacción, sugiriendo que la rotenona interrumpe el flujo de 





Tabla 15.  Efecto del agregado de rotenona, oligomicina y m-CCCP sobre la actividad de 
la mtNOS en partículas ETPH 
Condición experimental Actividad mtNOS 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
Flujo reverso de electrones 0.97  0.07 
+ rotenona 1 M       ND* 
+ oligomicina 0.25 M       ND* 
+ m-CCCP 1 M       ND* 
    * ND: No detectable 
 
El mismo efecto fue observado con la adición de oligomicina o de m-CCCP 
(Tabla 15). La presencia de oligomicina impide la hidrólisis del ATP y la generación del 
Δp, imposibilitando la transferencia de electrones en contra de sus potenciales de 
reducción hacia el complejo I. El agregado de m-CCCP colapsa el potencial de 
membrana perturbando el flujo reverso de electrones hacia el complejo I. En ambos 
casos, se anuló la generación de NO por la enzima mtNOS, afirmando que en estas 
condiciones experimentales y en ausencia del dador exógeno de electrones usual, el 
NADPH, el NO está formándose como consecuencia de una transferencia de electrones 
reversa a través de la cadena respiratoria, y a su vez, desde el complejo I a la mtNOS. 
Estos resultados en su conjunto indican que la enzima mtNOS puede utilizar 
electrones provenientes del complejo I de la cadena respiratoria, cuando la misma 
funciona con un flujo reverso de electrones, para llevar a cabo su actividad enzimática, 
sugiriendo, a la vez, algún grado de interacción entre proteínas del complejo I y la 
mtNOS. 
 
3.3. Producción de NO por la enzima nNOS recombinante 
Con el propósito de dilucidar si la inhibición de la producción de NO observada 
como resultado del agregado de rotenona al medio de reacción, era consecuencia del 
efecto de dicho compuesto sobre la transferencia de electrones en el complejo I o una 
acción directa sobre el dominio reductasa de la mtNOS, se estudió el efecto de la 
rotenona sobre la producción de NO utilizando la enzima nNOS comercial, recombinante. 
La actividad de nNOS fue medida utilizando el método de oxidación de la HbO2, según se 
detalla en la sección 5.2.3. de Materiales y Métodos. Como se muestra en la Tabla 16, en 




Tabla 16.  Efecto de la rotenona sobre la actividad de la enzima nNOS recombinante 
Condición experimental Producción de NO 
(nmol NO. min-1. Ue-1) 
Medio de reacción completo 0.93  0.05 
- calmodulina 0.29  0.05** 
+ rotenona 1 M 1.10  0.10 
**p<0.01 vs. medio de reacción completo 
 
En ausencia de calmodulina en el medio de reacción la actividad se redujo en un 
69%, mostrando que es un cofactor esencial para la actividad enzimática de la nNOS 
aislada. La adición de rotenona (Tabla 16) al medio de reacción no modificó la actividad 
enzimática, a diferencia de lo observado en la actividad de mtNOS sostenida por el flujo 
reverso de electrones en las partículas ETPH (Tabla 15). Los resultados obtenidos 
permiten concluir que el efecto inhibitorio de la rotenona sobre la producción de NO 
detectada utilizando partículas ETPH ocurre como consecuencia de la inhibición en la 
transferencia de electrones en el complejo I, los cuales no podrían alcanzar el dominio 
oxigenasa de la mtNOS, y no debido a una acción directa sobre la estructura de la 
enzima. 
 
3.4. Producción de NO por la fracción mitocondrial enriquecida en complejo I 
Los resultados obtenidos e incluidos en las secciones 3.2. y 3.3. precedentes 
sugieren que la mtNOS podría estar interactuando física y funcionalmente con proteínas 
del complejo I. Por ello, a partir de mitocondrias de corazón bovino se aisló una fracción 
mitocondrial enriquecida en complejo I, en la que se determinó la producción de NO. La 
Figura 37 A muestra un registro típico de la oxidación de la HbO2 por esta fracción en 
presencia de L-arginina, la cual fue parcialmente inhibida por L-NMMA. La velocidad de 
producción de NO por esta fracción, calculada considerando solo la fracción sensible al 
inhibidor, fue de 1.72 ± 0.18 nmol. min-1. mg proteína-1 (Tabla 17). 
Como puede observarse en la Figura 37 B, la producción de NO dependió 
linealmente (r2 = 0.920) de la concentración de proteínas de la fracción mitocondrial 
enriquecida en complejo I, agregada a la cubeta de medida. Este comportamiento fue 











































































































































Figura 37. Producción de NO por la fracción enriquecida en complejo I. A. Trazos 
representativos que muestran la oxidación de HbO2 (577-591 nm) por la actividad de 
mtNOS a expensas de los electrones cedidos por NADPH y del agregado del sustrato 
de la enzima L-arginina (──) o su inhibidor L-NMMA (----). B. Correlación lineal 
(r2 = 0.920) entre la producción de NO y la concentración de proteínas de la fracción 
enriquecida en complejo I. 
 
En la Tabla 17 se incluyen los valores de producción de NO determinados en 
fracciones mitocondriales sostenida por un dador exógeno de electrones (NADPH) o por 
electrones provenientes de la cadena respiratoria actuando de manera reversa, los cuales 
fueron mostrados en las secciones 3.1. y 3.2.  
 
Tabla 17.  Producción de NO por mitocondrias de corazón de vaca, partículas ETPH y 
por la fracción enriquecida en complejo I 
Preparación Fuente de electrones  Producción de NO 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
Mitocondrias*  NADPH 1.14  0.10  
ETPH NADPH 1.20  0.10 
 Flujo reverso de electrones 0.97  0.07 
Fracción enriquecida en 
complejo I 





Asimismo, y con fines comparativos, se incluye el valor de producción de NO por 
membranas mitocondriales provenientes de corazón de vaca. Este valor es semejante a 
los publicados para membranas mitocondriales provenientes de corazón de ratón, 0.65 - 
0.75 nmol NO. min-1. mg proteína-1 (Boveris y col., 2002a; Navarro y Boveris 2007) y de 
rata, 1.07 ± 0.02 nmol NO. min-1. mg proteína-1 (Valdez y col., 2006). 
 
4. Expresión de NOS en mitocondrias de corazón bovino, partículas ETPH y en 
la fracción mitocondrial enriquecida en complejo I 
La actividad de NADH-ubiquinona reductasa determinada en la fracción enriquecida 
en complejo I fue de 260 ± 25 nmol NADH oxidado. min-1. mg proteína-1, considerando 
solamente la fracción sensible a rotenona.  
Asimismo, dicha fracción fue analizada en cuanto a su reactividad frente a 
anticuerpos anti-nNOS, debido a que la mtNOS corresponde a la variante α de la 
isoforma nNOS, con modificaciones postraduccionales (fosforilación y miristoilación) y a 
que no existen anticuerpos específicos dirigidos contra la enzima NOS mitocondrial 
(Valdez y col., 2011c). En la Figura 38 se puede observar que no solo la fracción de 
mitocondrias de corazón bovino y las partículas ETPH fueron reconocidas por 
anticuerpos anti-nNOS, sino también la fracción mitocondrial enriquecida en complejo I. 
Este resultado sugiere que la enzima mtNOS se encuentra presente en todas las 
preparaciones mitocondriales incluidas en la Figura 38, indicando que la mtNOS podría 










Figura 38. Imagen representativa de los análisis de Western Blot realizados en las 
partículas ETPH, membranas mitocondriales de corazón bovino y en la fracción 







FUNCIONALIDAD MITOCONDRIAL EN ATONTAMIENTO MIOCÁRDICO. 
EFECTO DE LA ADENOSINA. 
 
1. Función ventricular 
Se estudió la función ventricular en corazón de conejo sometido a 
isquemia/reperfusión ex vivo, perfundido según la técnica de Langendorff. Se midió la 
presión desarrollada por el ventrículo izquierdo (PDVI), la presión de fin de diástole del 
ventrículo izquierdo (PDFVI), la máxima velocidad de aumento de presión en ventrículo 
izquierdo (+dP/dtmáx) y la presión de perfusión coronaria (PPC). Dichos parámetros se 
determinaron en situaciones de normoxia (60 min de perfusión), y en protocolos de 
isquemia/reperfusión de 15 min de estabilización (0/0) seguidos de 15 min de isquemia 
(15/0) y de 5 ó 30 min de reperfusión (15/5 y 15/30, respectivamente). 
El estado contráctil miocárdico, es decir, la función ventricular sistólica, se evaluó a 
través de la PDVI y la +dP/dtmáx. Tal como se muestra en la Figura 39 A, en los corazones 
sometidos a 60 min de normoxia no se vio modificada la PDVI durante el tiempo de 
experimentación. Sin embargo, los corazones sometidos a isquemia/reperfusión 
recobraron solamente el 63% de la contractilidad cardíaca, luego de 30 min de 
reperfusión, respecto a los valores pre-isquémicos (PDVI: 67 ± 3 vs. 107 ± 7 mmHg, 
respectivamente). Un comportamiento similar fue obtenido cuando se evaluó la +dP/dtmáx 
(Figura 39 B), de los corazones normóxicos y los sometidos a isquemia/reperfusión, 
donde al finalizar la reperfusión, el estado contráctil quedó reducido a un 56% de los 
valores pre-isquémicos (+dP/dtmáx: 884 ± 68 vs. 496 ± 28 mmHg. s
-1). 
La rigidez miocárdica, evaluada a través de la PDFVI, aumentó 3 veces, a los 30 
min de la reperfusión, en los corazones sometidos a isquemia/reperfusión respecto a los 
corazones normóxicos (35 ± 3 vs. 11 ± 1 mmHg, respectivamente), observándose una 
diferencia significativa a partir de los 15 min de reperfusión (Figura 39 C). Por otro lado, 
en un corazón perfundido a flujo constante, la PPC indica la resistencia vascular 
coronaria. Así, los corazones sometidos a isquemia/reperfusión presentaron un 











































































































Figura 39. Función ventricular. A. Presión diastólica del ventrículo izquierdo (PDVI). B. 
Máxima velocidad de incremento de presión (+dP/dtmáx) en ventrículo izquierdo. C. 
Presión de fin de diástole del ventrículo izquierdo (PDFVI). D. Presión de perfusión 
coronaria (PPC). Parámetros determinados durante un período de perfusión sostenida 
(normoxia, círculos negros) o de isquemia/reperfusión (cuadrados negros), en 
corazones aislados de conejos. 
p < 0.05, estadísticamente significativo respecto al mismo tiempo de normoxia 






Así, la reducción de la PDVI (37%) y de la +dP/dtmax (42%), y el aumento en la PPC 
(26%) y en la PDFVI (3 veces) observada en los corazones de los animales sometidos a 
15 min de isquemia y 30 min de reperfusión evidencia un deterioro en la función 
ventricular, con disminución del estado contráctil e incremento de la rigidez miocárdica, 
en comparación con los corazones control sometidos a normoxia.  
 
2. Tamaño de infarto  
Con el fin de confirmar que en el modelo utilizado de atontamiento miocárdico no 
hay áreas necrosadas en el tejido, se determinó el tamaño del área infartada utilizando la 
técnica de cloruro de 2,3,5-trifeniltetrazolio (TTC) en corazones de conejos sometidos a 
isquemia/reperfusión. Luego de 15 min de isquemia global se realizaron 120 min de 
reperfusión, que es el tiempo necesario para eliminar la presencia de deshidrogenasas y 
cofactores liberados desde los tejidos necrosados, los cuales llevarían a la aparición de 
resultados falsos negativos. En la Figura 40 se pueden observar fotografías 
representativas de cortes transversales de un corazón teñido con TTC. La ausencia de 
áreas TTC negativas, es decir áreas grises o blancas, denota la ausencia de tejido 




Figura 40. Cortes representativos de corazón sometido a 15 min de isquemia y 120 
min de reperfusión, teñido con TTC. Las áreas viables están teñidas de color rojo. Las 
áreas infartadas son blancas o grises. 
 
 
Este resultado indica que el modelo de atontamiento miocárdico utilizado no lleva a 







3. Consumo de oxígeno en cortes de tejido 
Los corazones fueron removidos del aparato de perfusión de Langendorff y se 
determinó la velocidad de consumo de O2 tisular, utilizando cortes de ventrículo izquierdo 
de 1 mm3, tamaño que permite que el O2 difunda al centro del tejido sin dejar áreas 
anaeróbicas durante la determinación. Se estableció la relación entre la velocidad de 
consumo de O2 y la cantidad de cortes de tejido, o masa de tejido, utilizados. Como se 
aprecia en la Figura 41, el consumo de O2 por cortes corazón se relacionó de manera 
lineal (r2 = 0.965) con el número de cortes agregados a la cámara de medida del oxígrafo. 
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Figura 41. Consumo de O2 en función del número de cortes (cubos de 1 mm
3) o del 
peso de corazón de conejos no sometidos a isquemia/reperfusión (r2 = 0.965). 
 
En la Figura 42 se incluyen trazos representativos de consumo de O2 por cortes de 
corazón, correspondientes a los registros obtenidos mediante el oxígrafo Oroboros. Como 
puede observarse, la velocidad de consumo de O2 disminuyó progresivamente a lo largo 





La velocidad de consumo de O2, expresada en mol. min
-1. g tejido-1, obtenida para 
cada tiempo de isquemia/reperfusión se incluyen en la Tabla 18. Las muestras control 
(0/0) consumieron 1.57 ± 0.10 mol O2. min
-1. g de tejido-1. La velocidad de consumo de 
O2 disminuyó 2.5%, 17% y 46% cuando se sometió a los corazones a 15 min de isquemia 
(15/0), 15 min de isquemia y 5 min de reperfusión (15/5), y 15 min de isquemia y 30 min 
de reperfusión (15/30), respectivamente. Dicha disminución fue estadísticamente 
significativa al final de la reperfusión (0.85 ± 0.08 µmol O2. min
-1. g de tejido-1), indicando 
que el ventrículo izquierdo de corazón sometido a isquemia/reperfusión posee menor 
capacidad de consumo de O2, aún en ausencia de un trabajo de esfuerzo. Cabe 
mencionar que la velocidad de consumo de O2 así determinada, es principalmente 
consecuencia de mitocondrias en estado de respiración de reposo (estado 4), en 
concordancia con la actividad respiratoria de un miocardio parcialmente quiescente 
(Boveris y col., 1999b). 
 












Figura 42. Trazos representativos correspondientes a la determinación de consumo 
de O2 en cortes de tejido de corazón de 1 mm
3 en cada tiempo de 








Tabla 18. Consumo de O2 por cortes de tejido de ventrículo izquierdo de corazón de 
conejos sometidos a isquemia/reperfusión 
Isquemia/reperfusión 
(min) 
Consumo de O2  
(mol. min-1. g tejido-1) 
0/0 1.57  0.10 
15/0 1.53   0.11 
15/5 1.30  0.12 
15/30  0.85  0.08 *** ### 
***p < 0.005, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
###
p < 0.005, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0 
 
Más aún, el consumo de O2 tisular se correlacionó linealmente (Figura 43, 
r2 = 0.947) con la presión desarrollada por el ventrículo izquierdo. Dicha correlación 
refuerza la idea que el miocardio depende de la disponibilidad de O2 en el tejido para 
lograr la fuerza de contracción necesaria para realizar el trabajo cardíaco. 
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Figura 43. Correlación lineal entre el consumo de O2 tisular y la presión desarrollada por 






4.  Funcionalidad mitocondrial 
4.1. Consumo de O2 en mitocondrias de ventrículo izquierdo 
Debido a las alteraciones observadas en la velocidad de consumo de O2 en cortes 
de tejido, y considerando que gran parte de dicho consumo es consecuencia de su 
utilización por parte de las mitocondrias, se determinó el consumo de O2 en mitocondrias 
aisladas de ventrículo izquierdo.  
Como puede observarse a partir de los trazos representativos de consumo de O2, 
utilizando malato y glutamato como sustratos (Figura 44), el estado de respiración pasiva 
o estado 4 no se modificó con los tiempos de isquemia y de reperfusión. Sin embargo, el 
estado 3, generado por el agregado de ADP, disminuyó progresivamente en los tiempos 
de isquemia/reperfusión estudiados. 
 














Figura 44. Trazos representativos mostrando el consumo de O2 en mitocondrias de 
corazón de conejo en estado 4 (malato-glutamato) y en estado 3 (ADP), a los tiempos 






En la Tabla 19 se muestran los valores de consumo de O2 mitocondrial, 
determinados utilizando malato-glutamato o succinato como sustratos del complejo I o II, 
respectivamente, y expresados en ng-at O. min-1. mg proteína-1. Como puede observarse, 
cuando se utilizaron sustratos del complejo I, el estado de respiración pasiva no se vio 
modificado respecto al control (0/0, 23 ± 2 ng-at O. min-1. mg proteína-1) en ninguno de los 
tiempos de isquemia/reperfusión estudiados. Sin embargo, el consumo de O2 en estado 3 
se redujo 12%, 19% y 32% a 15/0, 15/5 y 15/30, respectivamente. De esta forma, el 
control respiratorio, un parámetro que da cuenta de la integridad mitocondrial y del 
acoplamiento entre la fosforilación y la oxidación de los componentes de la cadena de 
transferencia de electrones, disminuyó también en forma progresiva, 8%; 19% y 29%, 
respecto al valor de 6.2 calculado para los corazones no sometidos a 
isquemia/reperfusión (Tabla 19). 
 
Tabla 19.  Consumo de O2 de mitocondrias de ventrículo izquierdo de corazones de 
conejos sometidos a isquemia/reperfusión 
 
Consumo de O2  
(ng-at O. min-1. mg proteína-1) 
Isquemia/reperfusión  
(min) 
0/0 15/0 15/5 15/30 
Sustrato: Malato-glutamato 
Estado 4 23  2 22  2 23  2 22  2 
Estado 3 142  5 125  6 115  5*  96  5*** # 
Control respiratorio  6.2  0.1 5.7  0.1** 5.0  0.1*** ### 4.4  0.1 *** ### † 
Sustrato: Succinato 
Estado 4 67  4 69  5 65  5 68  5 
Estado 3 219  9  215  9 218  9 221  7 
Control respiratorio  3.30  0.07 3.10  0.08 3.40  0.09 3.30  0.08 
*p < 0.05, **p < 0.01; ***p < 0.005, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
#
p < 0.05, 
###
p < 0.005, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0 
†






En contraste, cuando se utilizó succinato como sustrato, el cual cede electrones al 
complejo II de la cadena respiratoria, no se observaron modificaciones significativas ni el 
consumo de O2 en estado 4 ni en la respiración en estado 3, obteniéndose el mismo 
control respiratorio a cada tiempo de isquemia/reperfusión estudiado (Tabla 19). 
La respuesta observada, dependiente del sustrato empleado, sugiere que en el 
modelo de atontamiento miocárdico podría estar disminuida la actividad del complejo I. 
 
4.2. Actividad de los complejos mitocondriales 
Teniendo en cuenta que la disfunción observada en el consumo de O2 mitocondrial, 
puede deberse a modificaciones en la actividad de los complejos de la cadena de 
transferencia de electrones, se determinó la actividad de los complejos mitocondriales 
I-III, II-III y IV (Tabla 20).  
 





(nmol. min-1. mg 
proteína-1) 
Complejo II-III 
(nmol. min-1. mg 
proteína-1) 
Complejo IV 
(min-1 mg proteína-1) 
0/0 577  25 128  10 49.9  2.6 
15/0 541  24 119  10 48.8  2.0 
15/5 515  22 117  9 52.0  3.1 
15/30 413  22 *** # 120  10 50.2  2.5 
*** p<0.005 Estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
p< 0.05 Estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0. 
 
La actividad de los complejos I-III disminuyó progresivamente a lo largo de los 
tiempos de isquemia/reperfusión, llegando a la máxima inhibición (28%) a los 30 min de 
reperfusión (Tabla 20). Este resultado está de acuerdo con los valores obtenidos para el 
consumo de O2 mitocondrial, utilizando malato-glutamato como sustratos. Más aún, se 
observó una correlación lineal (r2 = 0.939; Figura 45) entre la actividad del complejo I-III y 





que la disminución progresiva en el consumo de O2 utilizando sustratos del complejo I es 
consecuencia de la disfuncionalidad de dicho complejo. 
 
Consumo de O2 en estado 3
(ng-at O. min-1. mg proteína-1)











































Figura 45. Correlación lineal entre la actividad del complejo I-III y el consumo de O2 
mitocondrial en estado 3 utilizando malato-glutamato como sustrato (r2 = 0.939), 
determinado en mitocondrias de corazón de conejo sometidos a isquemia/reperfusión: 
0/0; 15/0; 15/5 y 15/30. Los datos fueron tomados de las Tablas 19 y 20. 
 
Contrariamente, la actividad del complejo II no presentó cambios significativos 
(Tabla 20), tal como evidenció el consumo de O2 con dicho sustrato. Adicionalmente, la 
actividad de la citocromo oxidasa o complejo IV, no se vio modificada en cada tiempo de 
isquemia/reperfusión estudiado. 
 
4.3. Producción mitocondrial de NO 
4.3.1. Actividad bioquímica de mtNOS 
La actividad bioquímica de la enzima mtNOS fue evaluada midiendo la velocidad de 
producción de NO por mitocondrias de ventrículo izquierdo, por el método 
espectrofotométrico de la oxidación de la HbO2. Como puede observarse en la Tabla 21, 





disminución estadísticamente significativa y del 28% a los 15 min de isquemia y 30 min 
de reperfusión.  
 





(nmol. min-1. mg proteína-1) 
0/0 0.90  0.05 
15/0 0.86  0.06 
15/5 0.80  0.05 
15/30 0.65  0.05** 
** p< 0.01 Estadísticamente significativo respecto al control (0/0). 
 
Actividad mtNOS
(nmol NO. min-1. mg proteína-1)























































































Figura 46. Correlación lineal entre la actividad bioquímica de mtNOS y la actividad del 
complejo I-III (círculos negros; r2 = 0.994), y entre la actividad bioquímica de mtNOS y 
el consumo de O2 en estado 3 utilizando malato-glutamato como sustratos (círculos 
blancos; r2 = 0.932) determinados en mitocondrias de corazón de conejo sometidos a 





Asimismo, se observó que existe una correlación lineal (Figura 46) entre la actividad 
bioquímica de mtNOS y la actividad del complejo I mitocondrial (r2 = 0.994), y entre la 
actividad bioquímica de mtNOS y el consumo de O2 en estado 3 utilizando malato-
glutamato como sustratos (r2 = 0.932). El patrón de disminución de la actividad 
bioquímica de mtNOS en cada tiempo de isquemia/reperfusión sigue el mismo perfil de 
decrecimiento que los observados en la actividad del complejo I-III y en el consumo de O2 
en estado 3 utilizando malato y glutamato como sustratos.  
Estos resultados refuerzan los datos obtenidos y explicados en el capítulo I de este 
trabajo de Tesis, en donde se observa que la mtNOS y el complejo I interaccionan 
funcionalmente, probablemente debido a una cercanía estructural.  
 
4.3.2. Actividad funcional de mtNOS 
La actividad funcional de la enzima mtNOS fue determinada midiendo la inhibición 
del consumo de O2 en situaciones experimentales de máxima y mínima concentración de 
NO mitocondrial (Valdez y col., 2005; Brown y Cooper, 1994). Para ello, el consumo de 
O2 en estado 3 fue determinado adicionando al medio de reacción L-arginina, sustrato de 
la enzima mtNOS, para lograr la máxima producción de NO intramitocondrial; o 
agregando L-NMMA como inhibidor de la enzima, para alcanzar la mínima producción de 
NO. La diferencia entre el consumo de O2 en estas dos condiciones experimentales, y 
expresada como porcentaje de la fracción respecto a la velocidad de consumo en estado 
3, corresponde a la actividad funcional de la mtNOS en la inhibición de la citocromo 
oxidasa. 
En la Tabla 22 se observa que el agregado de L-arginina al medio de reacción 
disminuye la velocidad de consumo de O2 en estado 3, mientras que el agregado de 
L-NMMA aumenta dicha actividad, tanto cuando se utiliza sustratos del complejo I como 
del complejo II. Cuando se utilizó malato-glutamato, la actividad funcional de mtNOS 
disminuyó gradualmente, desde 73  12 hasta 25  9 ng-at O. min-1. mg proteína-1, este 
último valor obtenido en la reperfusión tardía (30 min). La disminución en la actividad 
funcional de mtNOS se correlacionó con la disminución en la actividad bioquímica 
(Tabla 21) la cual alcanza una inhibición máxima, del 28%, a los 30 min de reperfusión. 
Un efecto similar se pudo observar cuando se utilizó succinato como sustrato, con 
una disminución progresiva de la actividad funcional en cada tiempo de 
isquemia/reperfusión. Sin embargo, la máxima disminución de la actividad funcional que 
se alcanzó cuando se utilizó el dador de electrones del complejo II fue del 26% (89  15 





la disminución del 49% (73  12 vs. 25  9 ng-at O. min-1. mg proteína-1) que se logró 
utilizando malato-glutamato como sustratos. 
 
Tabla 22. Actividad funcional de mtNOS en la inhibición del consumo de O2 de 
ventrículo izquierdo de corazones de conejos sometidos a 
isquemia/reperfusión 
 
Consumo de Oxígeno 
(ng-at O. min-1. mg proteína-1) 
Isquemia/reperfusión (min) 0/0 15/0 15/5 15/30 
Sustrato: malato-glutamato     
Estado 3 142  5 125  6 115  5 96  5 
   + L-arginina (a)  76  6 81  5 87  6 92  4 
   + L-NMMA (b) 149  10 123  8 121  8 117  8 
[(b-a)] 73  12 42  9 34  10 25  9* 
Actividad funcional mtNOS (%) 51 34 30 26 
Sustrato: succinato  
Estado 3 219  9 215  9 218  9 221  7 
   + L-arginina (a)  184  10 189  10 193   10 198  9 
   + L-NMMA (b) 273  11 268  10 258  10 264  10 
[(b-a)] 89  15 79  14 65  14 66  13 
Actividad funcional mtNOS (%)  41 37 30 30 
La actividad funcional de mtNOS fue calculada como: [(b-a)/estado 3)] x 100 
* p< 0.05, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
 
 
4.4. Expresión de mtNOS 
La expresión de la enzima mtNOS fue analizada mediante la técnica de Western 
Blot utilizando anticuerpos anti-nNOS. Como se puede apreciar en la Figura 47, la 
isquemia/reperfusión no modificó la expresión de la proteína mtNOS, indicando que las 





inactivación de la enzima, sin ocurrencia de una degradación de las proteínas durante el 
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Figura 47. Análisis de la expresión de la enzima mtNOS en membranas mitocondrias 
aisladas de ventrículo izquierdo de corazones de conejos sometidos a 
isquemia/reperfusión, usando anticuerpos anti-nNOS (H299, Santa Cruz Biotech.) 
 
4.5. Producción mitocondrial de H2O2 
La producción mitocondrial de H2O2 se determinó utilizando malato-glutamato o 
succinato como sustratos y adicionando inhibidores del complejo I (rotenona) o del 
complejo III (antimicina) de la cadena respiratoria (Tabla 23). 
La disminución progresiva de la actividad del complejo I, evidenciada a lo largo de 
los tiempos de isquemia/reperfusión, se reflejó en un aumento, también progresivo, en la 
producción de H2O2 en estado 4 (15/0: 11%, 15/5: 44% y 15/30: 77%) cuando los 
sustratos fueron malato y glutamato (Tabla 23). La producción de H2O2 fue 77% mayor en 
mitocondrias sometidas a 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión respecto a los 
valores obtenidos para las mitocondrias control (0/0). Contrariamente, la producción de 
H2O2 no se modificó cuando se utilizó succinato, en concordancia con la no modificación 
de la actividad del complejo II (Tabla 20).  
El agregado de rotenona incrementó la producción de H2O2 en estado 4, en todos 
los tiempos de isquemia/reperfusión estudiados (Tabla 23). La rotenona inhibe la 
transferencia de electrones por unión a un centro Fe-S ubicado entre el sitio de unión de 
la UQ y la FMN del complejo I (Nichols y Ferguson, 2002). Asimismo, dicho compuesto 
produce la ruptura de puentes hidrofóbicos que mantienen estable la estructura del 
complejo I. De esta manera, se incrementa la producción de O2
-, y como consecuencia de 





corazones sometidos a 30 min de reperfusión incrementó la producción de H2O2 en 
estado 4 (0.32  0.04 vs. 0.48  0.04 nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1) sólo un 50%, 
mientras que dicho aumento en mitocondrias de corazones control (0/0) fue de 116% 
(0.18  0.02 vs. 0.39  0.03 nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1). Considerando que la 
máxima producción de H2O2 por el complejo I corresponde a la determinada en presencia 
de rotenona, los resultados obtenidos indican que cuanto más se asemeja la producción 
de H2O2 en estado 4 a la máxima producción, el complejo I podría hallarse más dañado 
y/o modificado. Así, la relación estado 4/rotenona es mayor (0.67) para mitocondrias 
provenientes de corazones 15/30 que para las mitocondrias obtenidas de corazones 0/0 
(0.46), sugiriendo la existencia de modificaciones estructurales en las proteínas del 
complejo I de corazones sometidos a isquemia/reperfusión. 
 
Tabla 23. Producción de H2O2 por mitocondrias aisladas de ventrículo izquierdo de 
corazones de conejos sometidos a isquemia/reperfusión 
 
Producción de H2O2 
(nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1) 
Isquemia/reperfusión (min) 0/0 15/0 15/5 15/30 
Sustrato: Malato-Glutamato     
Estado 4 0.18  0.02 0.20  0.02 0.26  0.04 0.32  0.04* 
+ Rotenona 0.39  0.03 0.44  0.03 0.46  0.04 0.48  0.05 
Estado 4/Rotenona 0.46 0.45 0.56 0.67 
Sustrato: Succinato     
Estado 4 0.50  0.04 0.52  0.04 0.51  0.05 0.53  0.05 
+ Antimicina 0.60  0.05 0.62  0.05 0.64  0.06 0.65  0.06 
Estado 4/Antimicina 0.83 0.84 0.80 0.82 
* p < 0.05, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
 
Cuando se utilizó antimicina como inhibidor de la transferencia de electrones entre 
los citocromos b y c en el complejo III, se observó un incremento del 20% en la 
producción de H2O2 en comparación con los valores determinados en ausencia de dicho 





diferencias en la relación entre la velocidad de producción de H2O2 en ausencia y en 
presencia de antimicina (Tabla 23). 
 
4.6. Actividad y concentración de Mn-SOD 
En la Tabla 24 se detallan los valores de actividad de Mn-SOD en mitocondrias de 
corazón de conejo. En las mitocondrias control la actividad de Mn-SOD fue igual a 
53 ± 5 USOD. mg proteína
-1 sin obtenerse variaciones luego de someter a los corazones a 
isquemia/reperfusión. Dicha actividad se corresponde con una concentración de enzima 
en la matriz mitocondrial de 7.4 ± 0.7 M Mn-SOD (expresado como homotetrámero). 
Dado que la actividad y/o concentración de la enzima que dismuta el H2O2 en la matriz 
mitocondrial no se modificó como consecuencia de la isquemia/reperfusión, el incremento 
en la producción de H2O2 podría interpretarse en términos de un aumento en la 
producción mitocondrial de de su precursor estequiométrico, el O2
-. 
 
Tabla 24. Actividad y concentración de Mn-SOD en mitocondrias aisladas de ventrículo 
izquierdo de corazón de conejos sometidos a isquemia/reperfusión 
Isquemia/reperfusión Mn-SOD 
(min) Actividad Concentración (M) 
(USOD. mg proteína
-1) Centro Activo Homotetrámero 
(enzima) 
0/0 53  5 30  3 7.4  0.7 
15/0 51  6 31  4 7.9  0.9 
15/5 55  7 33  6 8.1  1.2 










5. Modificaciones oxidativas y/o nitrosativas a lípidos y proteínas 
5.1. Daño oxidativo a lípidos y proteínas 
En la Figura 48 puede observarse un aumento moderado y progresivo a lo largo del 
tiempo de reperfusión en los productos de oxidación a lípidos (TBARS), siendo dicho 
aumento estadísticamente significativo a los 30 min de reperfusión (42%).  
Por otro lado, la oxidación a proteínas, estimada a través del contenido de grupos 
carbonilos asociados a proteínas, se incrementó ligeramente llegando a un 17% luego de 




Tiempo de Isquemia-Reperfusión (min) 



























































Figura 48. Productos de la oxidación a lípidos (TBARS) y carbonilos asociados a 
proteínas en mitocondrias obtenidas a partir de ventrículo izquierdo de corazones 
sometidos a diferentes tiempos de isquemia/reperfusión. 
*p<0.05, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
#
p<0.05, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0 
 
5.2. Nitración de tirosinas 
La modificación de proteínas mitocondriales también se evidenció evaluando la 
nitración de tirosinas por análisis de Western Blot utilizando un anticuerpo 





proteínas nitradas, detectándose un 52% de aumento a los 15 min de isquemia y 5 min 
de reperfusión (15/5), y un 70% de aumento a los 30 min de reperfusión (15/30), en 
ambos casos respecto al control (I/R: 0/0). 
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Figura 49. Análisis por Western Blot de membranas mitocondriales de ventrículo 
izquierdo aisladas a partir de corazones de conejos sometidos a isquemia/reperfusión, 
usando anticuerpos anti-nitrotirosina. (Millipore, clone 1A6). A. Se muestra un gel 
representativo con los niveles de nitrotirosina. En la calle izquierda puede observarse un 
control positivo realizado adicionando ONOO- 100 μM a una preparación de 
mitocondrias provenientes de corazones control (0/0). B. Unidades densitométricas 
(n = 4) expresadas como porcentaje respecto al control 0/0 (100%). 
* p < 0.05, estadísticamente significativo respecto al control 0/0. 
#
 p < 0.05, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0 
 
6. Efecto de la Adenosina 
Se ha mostrado que la administración exógena de adenosina, o agonistas del 
receptor de adenosina, previos a un episodio de isquemia reduce el tamaño de infarto, 
mejora la recuperación de la función ventricular durante la reperfusión (atenuando el 
atontamiento miocárdico) y prolonga al período para la contractura isquémica. Por otro 
lado, la administración de adenosina durante la reperfusión protege al miocardio de las 
alteraciones sistólicas post-isquémicas y del incremento de la rigidez diastólica, sin 





estudiar el efecto de la adenosina sobre la disfunción ventricular y mitocondrial observada 
en corazón de conejos sometidos a atontamiento miocárdico.  
 
 
6.1. Efecto de la adenosina sobre la función ventricular 
Se evaluó el efecto de la adenosina sobre la función ventricular de los corazones 
sometidos a isquemia/reperfusión. Como se mostró en la sección 1 de este capítulo, la 
función ventricular, evaluada a través de la reducción de la PDVI (37%), de la reducción 
de la +dP/dtmax (44%), del aumento en la PPC (42%), y del incremento en 3 veces de la 
PDFVI, -respecto a los valores pre-isquémicos-, se deterioró como consecuencia de los 
15 min de isquemia y 30 min de reperfusión. La perfusión, previa a la isquemia y durante 
todo el tiempo de reperfusión. en presencia de adenosina en una concentración 0.03 µg. 
kg de peso-1. min-1, mejoró la recuperación de la función ventricular (Figura 50). La 
adición de dicha droga permitió alcanzar una PDVI de 97 ± 6 mmHg al final de la 
reperfusión, semejante al valor de los corazones normóxicos (107 ± 7 mmHg). Un efecto 
similar fue obtenido para la +dP/dtmáx, donde se alcanzó un valor de 702 ± 75 mmHg. s
-1 
al finalizar la reperfusión, comparable con el valor obtenido para los corazones 
normóxicos (848 ± 80 mmHg. s-1). Adicionalmente, el agregado de adenosina permitió 
revertir el aumento de la rigidez miocárdica llegando a los valores alcanzados por los 
animales normóxicos (12 ± 1 mmHg).  
Por otro lado, dicha droga produjo un efecto vasodilatador durante la etapa de 
estabilización del miocardio generando una disminución de la PPC de un 20%, previo a la 
inducción de la isquemia, respecto a los corazones que no fueron perfundidos con la 
droga. La adenosina logró revertir el aumento de la PPC ocasionado por la 
isquemia/reperfusión, alcanzando una reducción del 25% en dicho parámetro y 
manteniendo los valores semejantes a los del período de estabilización. Así, la PPC a los 
30 min de reperfusión fue de 73 ± 1 mmHg para corazones normóxicos, de 92 ± 6 mmHg 
para aquellos sometidos a isquemia/reperfusión y de 66 ± 3 mmHg, para los corazones 

































































































Figura 50. Efecto de la adenosina sobre la función ventricular en corazones aislados de 
conejos. A. Presión diastólica del ventrículo izquierdo (PDVI). B. Máxima velocidad de 
incremento de presión (+dP/dtmáx) en ventrículo izquierdo. C. Presión de fin de diástole 
de ventrículo izquierdo (PDFVI). D. Presión de perfusión coronaria (PPC). Parámetros 
determinados durante un período de perfusión sostenida (normoxia, círculos negros), 
isquemia/reperfusión (cuadrados negros) o isquemia/reperfusión en presencia de 
adenosina (círculos blancos) en el medio de perfusión (0.03 µg. kg de peso-1. min-1).  








6.2. Efecto de la adenosina sobre la funcionalidad mitocondrial 
Debido a que la adición de adenosina al medio de perfusión revirtió los parámetros 
de funcionalidad ventricular afectados como consecuencia de la isquemia/reperfusión, se 
estudió si esta droga podría revertir la disfunción mitocondrial observada previamente y 
descripta en las secciones 4 y 5 de este capítulo. Para ello, se evaluó el consumo de O2 
tisular, la actividad del complejo I y de mtNOS, la oxidación a fosfolípidos y la nitración de 
tirosinas, en corazones perfundidos en presencia de adenosina.  
En la Figura 51 se ilustra la velocidad de consumo de O2 por cortes de ventrículo 
izquierdo de corazones de conejos sometidos a isquemia/reperfusión, perfundiéndolos en 
presencia de adenosina, en comparación con los resultados mostrados previamente 
(sección 3, Tabla 18) realizando la reperfusión en ausencia de dicha droga.  
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Figura 51. Consumo de O2 en cortes de ventrículo izquierdo de corazón de conejos 
sometidos a isquemia/reperfusión, en ausencia (barras blancas) o presencia (barras 
grises) de adenosina (0.03 µg. kg de peso-1. min-1) en el medio de perfusión.  
**p < 0.01, estadísticamente significativo respecto al control (0/0) 
##
p < 0.01, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/0. 
aaa






Se puede observar que la disminución obtenida en el consumo de O2 por cortes de 
ventrículo izquierdo luego de 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión respecto a los 
controles (46%, Tabla 18 sección 3.), se revirtió cuando se incluyó la adenosina en el 
medio de perfusión, logrando un aumento del 67% respecto al mismo tiempo de 
isquemia/reperfusión sin adenosina adicionada (1.42 ± 0.16 vs. 0.85 ± 0.08 mol. min-1. g 
tejido-1, respectivamente). Asimismo, los corazones sometidos a 15 min de isquemia y 
5 min de reperfusión en presencia de adenosina lograron alcanzar un consumo de O2 
semejante al control (0/0), mejorando la actividad respecto a la que había sido 
determinada en ausencia de adenosina en el medio (1.53 ± 0.10 vs. 1.30 ± 0.12 mol. 
min-1. g tejido-1, respectivamente). 
Por otro lado, se estudiaron las actividades del complejo I-III y de la enzima mtNOS 
en mitocondrias aisladas de corazones perfundidos en presencia de adenosina 
(Tabla 25).  
 
Tabla 25.  Actividad del complejo I-III y de mtNOS en mitocondrias de corazón de 




(nmol. min-1. mg proteína-1) 
Actividad mtNOS 
(nmol. min-1. mg prot.-1) 
Control a 0/0 577  25 0.90  0.05 
Adenosina b 0/0 559  22 0.85  0.10 
 15/0 525  29 0.85  0.22 
 15/5 523  34 0.83  0.13 
 15/30 541  28 0.77  0.09 
Protección por adenosina (%)c 95% 85% 
a 
Control: se refiere al grupo sin isquemia/reperfusión y sin adición de adenosina al medio de 
perfusión 
b






 La protección por adenosina fue calculada como la relación entre cada parámetro medido en las 
muestras 15/30 perfundidas con adenosina, respecto a los valores observados en los animales 






Se eligió evaluar solamente la actividad del complejo I-III, debido a que fue el 
componente de la cadena de transferencia de electrones que había presentado una 
disminución progresiva en su actividad, a lo largo de los tiempos de isquemia y 
reperfusión (Tabla 20). En la Tabla 25 se muestra la actividad del complejo I-III, para las 
cuatro condiciones de isquemia/reperfusión evaluadas, perfundiendo en presencia de 
adenosina, y se los compara con el valor obtenido para las muestras control (0/0), 
perfundiendo los corazones sin adenosina. Se observa que el agregado de adenosina 
revirtió el patrón de disminución observado en la actividad de dicho complejo (Tabla 20), 
alcanzando un aumento del 30% en los corazones sometidos a 15 min de isquemia y 
30 min de reperfusión, respecto al mismo tiempo de isquemia/reperfusión sin adenosina 
adicionada (Tabla 25). 
Del mismo modo, y dado que la diminución en la actividad del complejo I-III fue 
acompañada por el mismo patrón de diminución en la actividad de mtNOS, alcanzando el 
mínimo a los 30 min de reperfusión (28%, Tabla 21), se evaluó la actividad de dicha 
enzima. El agregado de adenosina al medio de perfusión permitió incrementar un 19%, la 
actividad de mtNOS (Tabla 25), respecto a los valores obtenidos para la muestra 15/30 
perfundidas sin adenosina, llegando a ser comparable con los valores obtenidos para las 
muestras control (0/0, Tabla 25).  
De esta forma, la adenosina no solo ejerció un efecto protector sobre la función 
ventricular, sino también revirtió la disfunción mitocondrial observada como consecuencia 
de la isquemia/reperfusión. La adición de adenosina en el medio de perfusión ejerció una 
protección frente a la injuria por isquemia/reperfusión, la cual fue calculada como la 
relación entre cada parámetro medido en las muestras 15/30 perfundidas en presencia de 
adenosina, respecto a los valores observados en los animales control (0/0), y expresados 
como porcentaje de cambio (Tabla 25). Dicha protección fue 90% en el consumo de O2 
tisular, 95% en la actividad del complejo I-III y 85% en la actividad de la enzima mtNOS. 
 
6.3. Efecto de la adenosina sobre el daño oxidativo y nitrosativo 
Se estudió el efecto de la adenosina frente al daño oxidativo y nitrosativo detectado 
en mitocondrias de ventrículo izquierdo de corazones sometidos a isquemia/reperfusión. 
La suplementación del medio de perfusión con adenosina (0.03 µg. kg de peso-1. min-1) 
logró revertir en un 25% el daño oxidativo a lípidos, evaluado a través de las TBARS, 
observado en mitocondrias de ventrículo izquierdo, a los 15 min de isquemia y 30 min de 
reperfusión (Tabla 26). Los valores alcanzados luego de la adición de adenosina al medio 





muestras control (0/0) con o sin el agregado de dicha droga. De esta forma, la perfusión 
con adenosina permitió proteger en un 100% la oxidación de lípidos ocasionada como 
consecuencia de la isquemia/reperfusión.  
 
Tabla 26.  Efecto de la adenosina sobre la oxidación de lípidos en mitocondrias de 




(pmol. mg proteína-1) 
Control  0/0 101  6 
 15/30 143  9* 
Adenosina 0/0 104  6 
 15/30 108  8a 
Protección por adenosina (%)b 100% 
*p< 0.05, estadísticamente significativo respecto al 0/0 control 
a
p < 0.05, estadísticamente significativo respecto a I/R = 15/30 control 
b
 La protección por adición de adenosina al medio de perfusión fue calculada como la relación 
entre el daño oxidativo a lípidos en las muestras 15/30 + adenosina respecto a los valores 
observados en los animales control (0/0), y expresados como porcentaje de cambio. 
 
Adicionalmente, como se muestra en la Figura 52, la perfusión con adenosina 
redujo en un 65% la nitración de tirosinas luego de 15 min de isquemia y 30 min de 
reperfusión (Figura 49), respecto a las muestras control (0/0). En la Tabla 27 se muestra 
el efecto de la adición de adenosina al medio de perfusión sobre la nitración de tirosinas 
en membranas mitocondriales. Los resultados se expresan como el porcentaje de las 
unidades densitométricas obtenidas para cada tiempo de isquemia/reperfusión, respecto 
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Figura 52. Efecto de la adenosina sobre la nitración de proteínas. A. Gel representativo que 
muestra la reducción en la nitración de proteínas de membranas mitocondriales de 
ventrículo izquierdo de corazones de conejos sometidos a isquemia/reperfusión, usando 
anticuerpos anti-nitrotirosinas (Millipore, clone 1A6). B. Unidades densitométricas (n=3) 
expresadas como porcentaje respecto al control 0/0 (100%). 
 
 
Tabla 27.  Efecto de la adenosina sobre la nitración de tirosinas de mitocondrias de 
corazón de conejos sometidos a isquemia/reperfusión 
Isquemia/Reperfusión 
(min) 
Nitración de tirosinas 
Unidades densitométricas (%) 
Control  0/0 100 
Adenosina 0/0 44 
 15/0 46 
 15/5 42 
 15/30 37 
Los porcentajes de las unidades densitométricas fueron calculados respecto a los controles (0/0; 







FUNCIONALIDAD Y BIOGÉNESIS MITOCONDRIAL CARDÍACA EN 
DIABETES INDUCIDA POR ESTREPTOZOTOCINA 
 
1. Caracterización de los animales diabéticos: glucemia, peso de los animales y 
peso del corazón 
La inducción de Diabetes Mellitus (DM) en los animales inyectados con 
estreptozotocina (STZ) fue confirmada por la elevación de la concentración de glucosa en 
sangre, 72 h posteriores a la administración de la droga. Como se observa en la 
Figura 53, los valores de glucemia en los animales tratados con STZ (423 ± 15 mg. dl-1) 
fueron superiores a 250 mg. dl-1, valor a partir del cual se pueden considerar a los 
animales como diabéticos (Joffe y col., 1999). Aquellos animales con valores por debajo 
de ese límite no fueron considerados para realizar las determinaciones bioquímicas. Por 
otro lado, los animales control, inyectados con el vehículo, presentaron glucemias 































Figura 53. Glucemias medidas a las 72 h y a las 4 semanas post-inducción de 
Diabetes por inyección i.p. con STZ o vehículo (solución amortiguadora citrato de 
sodio). Control (C; círculos blancos), Diabéticos (DM; círculos grises). La determinación 
de glucemia a las 4 semanas post-inducción de Diabetes se realizó en forma aleatoria 
sólo a 6 animales de cada grupo. 





Cuatro semanas posteriores a la inducción de Diabetes, se midieron nuevamente 
los valores de glucemia (C: 141 ± 11 mg. dl-1 vs. DM: 484 ± 26 mg. dl-1), no habiendo 
cambios en los niveles de dicho parámetro con respecto a los valores determinados a las 
72 h (Figura 53). 
Por otro lado, el peso de los animales control fue incrementando gradualmente a lo 
largo del tratamiento: a los 28 días de seguimiento el peso de dichos animales aumentó 
un 69%, estando de acuerdo con el crecimiento normal de los animales en ese período 
(Tomita y col., 1996; Mora y col., 2009). Sin embargo, como se observa en la Figura 54, 
las ratas diabéticas no mostraron cambios significativos en el peso corporal luego de la 
instauración de la Diabetes, habiendo aumentado sólo un 15% su peso corporal, a los 28 
días de seguimiento, no alcanzando el peso correspondiente a su edad. 
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Figura 54. Peso de los animales control (barras blancas) y Diabéticos (barras grises) a 
lo largo de las 4 semanas posteriores a la inyección de STZ. 
*p<0.05; ***p < 0.005 estadísticamente significativo respecto al grupo control, en la misma 
semana de tratamiento. 
§§§ 
p< 0.005 estadísticamente significativo respecto al grupo control al inicio del tratamiento. 
 
La incapacidad en los animales diabéticos de incorporar correctamente glucosa y 
nutrientes a las células, lleva a un desequilibrio metabólico, con pérdida de proteínas, las 





fuente de energía. Esto conlleva a un menor crecimiento de los animales en el período 
estudiado, lo cual también se asocia a una excesiva diuresis, signo característico de la 
Diabetes tipo I. 
La diminución observada en el peso de los animales diabéticos respecto a los 
animales control a las 4 semanas, se vio acompañada de una disminución del 30% en el 
peso de los corazones, al momento del sacrificio (Figura 55 A). En la Figura 55 B se 
puede ver que los animales con menor peso corporal y menor peso del corazón 
corresponden a los animales diabéticos (círculos grises), mientras que los animales de 
mayor peso corporal y mayor peso del corazón corresponden a los animales control 
(círculos blancos), observándose una correlación lineal (r2 = 0.647) entre ambos 
parámetros. Debido a que los animales diabéticos presentaron no solo menor peso 
corporal sino menor peso del corazón, el índice cardíaco porcentual, calculado como la 
relación entre el peso del corazón y el peso del animal al final del tratamiento, no 
presentó diferencias significativas entre grupos (C: 0.34 ± 0.04% vs. DM: 0.36 ± 0.06%). 
Este resultado indica que a las 4 semanas de instaurada la Diabetes no se observa 
hipertrofia cardíaca. 
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Figura 55. A. Peso de los corazones (Control: barra blanca, Diabéticos: barra gris) e 
Indice cardíaco (Control: barra blanca rayada, Diabéticos: barra gris rayada) a las 4 
semanas de la inyección de STZ ó vehículo. B. Correlación entre el peso del corazón y 
el peso del animal, al finalizar el tratamiento (r2 = 0.647). Control (círculos blancos), 
Diabéticos (círculos grises). 







2. Función ventricular 
Se evaluó la función ventricular en corazones de animales diabéticos y controles, 
utilizando un sistema de perfusión para órgano aislado según la técnica de Langendorff, 
en ausencia y en presencia de un estímulo β-adrenérgico, logrado por la perfusión con 
isoproterenol.  
La función ventricular sistólica se evaluó a través de la presión desarrollada por el 
ventrículo izquierdo (PDVI) y la máxima velocidad de aumento de presión en ventrículo 
izquierdo o contractilidad miocárdica (+dP/dtmáx). 
A las 4 semanas de tratamiento y en condiciones basales (Figura 56 A), la PDVI fue 
similar tanto en corazones de animales control como diabéticos (C: 106 ± 6 vs. DM: 112 ± 
5 mmHg). Cuando se utilizó isoproterenol como estímulo β-adrenérgico, la PDVI en 
corazones de animales control se incrementó en un 52%; aumento que concuerda con el 
valor esperado (~60%) cuando se induce sobrecarga de trabajo a un miocardio normal. 
Sin embargo, la contractilidad cardíaca como respuesta a un agonista β se encontró 
atenuada en los corazones de los animales diabéticos, observándose solamente un 
aumento del 32% en la PDVI. Aunque no se observaron diferencias en el estado 
contráctil en condiciones basales entre grupos, luego de un estímulo β-adrenérgico, los 
animales diabéticos presentaron una respuesta contráctil disminuida, calculada como la 
diferencia entre la PDVI en presencia y ausencia de isoproterenol, que fue un 38% menor 
respecto a los animales control (Figura 56 B). 
La +dP/dtmax, fue similar en los corazones de los animales diabéticos (2618 ± 265 
mmHg. s-1) con respecto a la determinada en los corazones de los animales control 
(2427 ± 82 mmHg. s-1) en condiciones basales. Luego de la adición de isoproterenol se 
observó aumento en la +dP/dtmáx en ambos grupos experimentales. El incremento 
observado en la +dP/dtmáx en los corazones control fue del 87% y en los corazones de los 
animales diabéticos del 55% (+dP/dtmáx post estímulo β-adrenérgico C: 4552 ± 276 vs. 
DM: 4046 ± 509 mmHg. s-1). Aunque no se observaron diferencias entre grupos en la 
+dP/dtmáx en condiciones basales, luego de un estímulo β-adrenérgico la contractilidad 
miocárdica, calculada, como la diferencia en la +dP/dtmáx en presencia y ausencia de 
isoproterenol, fue un 37% menor en los corazones diabéticos respecto a los animales 
control, en concordancia con el comportamiento observado en la PDVI luego del estímulo 
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Figura 56. Función ventricular sistólica. A. Presión desarrollada por el ventrículo 
izquierdo (PDVI), en condiciones basales (barras vacías) y luego de la adición de 
isoproterenol (barras rayadas). B. Respuesta contráctil (%) calculada como la 
diferencia entre la PDVI con isoproterenol y basal, relativo a la PDVI basal. C. Máxima 
velocidad de ascenso de la presión intraventricular (+dP/dtmáx) en condiciones basales 
(barras vacías) y luego de la adición de isoproterenol (barras rayadas). D. Reserva 
inotrópica (%) calculada como la diferencia entre el +dP/dtmáx en presencia y en 
ausencia de isoproterenol. 
La PDVI fue calculada como la diferencia entre el pico de presión sistólica y la presión final 
desarrollada por el VI (PFDVI). 





Por otro lado, la función ventricular diastólica se evaluó a través del indice de 
relajación isovolúmica (t50). El t50 o velocidad de relajación al 50%, indica el tiempo 
necesario para que la presión intraventricular descienda al 50% de su máximo valor. Así, 
una mayor velocidad de relajación, se correlaciona con un menor tiempo para alcanzar el 
50% de relajación. La Figura 57 A muestra que el t50 no se modificó significativamente en 
corazones de animales diabéticos en condiciones basales (t50: 55 ± 1 ms), respecto a los 
animales control (t50: 57 ± 1 ms). Luego de la administración de isoproterenol se observó 
una disminución en el t50 en los corazones de animales control, respecto al valor basal, 
mostrando de esta forma un aumento en la velocidad de relajación inducida por el 
estímulo β-adrenérgico. La diferencia entre el t50 medido en presencia y en ausencia de 
isoproterenol, se expresa como una variación porcentual (Δt50 %), que es negativa por el 
acortamiento en el tiempo de relajación. En los corazones de los animales control el Δt50C 
fue del -26%. En los corazones diabéticos la disminución observada en el t50, luego de la 
adición de isoproterenol fue del 11%, siendo menor a la observada en los animales 
control. Esto indica una alteración en la reserva lusitrópica en los animales diabéticos en 








































Figura 57. Función ventricular diastólica. A. Índice de relajación isovolúmica (t50) en 
condiciones basales (barras vacías) y luego de la adición de isoproterenol (barras 
rayadas). B. Δt50 (%) calculado como la diferencia entre el t50 en presencia y en 
ausencia de isoproterenol. 





Éstos resultados muestran una disfunción ventricular cuando los corazones 
provenientes de los animales diabéticos son expuestos a sobrecarga de trabajo, simulada 
por un estímulo β-adrenérgico. Esto indica que la reserva contráctil y lusitrópica de los 
corazones de los animales diabéticos es menor que la de los corazones de animales 
control. No obstante a las 4 semanas post-inyección de STZ no se evidenciaron 
alteraciones ventriculares en condiciones basales. 
 
3. Consumo de O2 tisular 
Posteriormente a la evaluación de la contractilidad cardíaca, los corazones fueron 
removidos del aparato de perfusión de Langendorff y se determinó la velocidad de 
consumo de O2 en cortes de de tejido cardíaco de 1 mm
3. Tal como se muestra en la 
Tabla 28, la velocidad de consumo de O2 tisular en animales diabéticos fue 12% menor 
que la determinada en cortes de corazón provenientes de animales control.  
 
Tabla 28.  Consumo de O2 por corazón de ratas diabéticas y ratas control 
Condiciones experimentales 
Consumo de O2 cardíaco 
(µmol O2. min
-1. g tejido-1) 
 Control Diabetes 
Basal         (a) 3.68 ± 0.14 3.24 ± 0.10* 
+ KCN       (b) 1.20 ± 0.11 1.20 ± 0.12 
Consumo de O2 mitocondria-dependiente  (a-b) 2.48 ± 0.18 2.04 ± 0.16* 
*p < 0.05 estadísticamente significativo respecto al grupo control 
a
El consumo de O2 dependiente de la fracción mitocondrial se calculó como la diferencia entre el 
consumo de O2 basal y el consumo de O2 en presencia de KCN 
 
Cuando se adicionó KCN en la cámara de medida, el cual inhibe la citocromo 
oxidasa y por ende el consumo de O2 mitocondrial, no se observaron diferencias en el 
consumo de O2 remanente entre grupos. El consumo de O2 medido en presencia de KCN 
corresponde al consumo de O2 tisular, no mitocondrial. La fracción inhibible por KCN, es 
decir el consumo de O2 tisular proveniente de la fracción mitocondrial, fue un 18% menor 
en el grupo diabético respecto al grupo control. De esta forma, la diferencia observada en 





de animales diabéticos, puede atribuirse a modificaciones en el consumo de O2 
mitocondrial, debido a una disfunción de la cadena de transferencia de electrones. 
 
4. Funcionalidad mitocondrial 
4.1. Consumo de O2 mitocondrial y eficiencia en la fosforilación oxidativa 
Con el fin de evaluar la funcionalidad mitocondrial, se determinó el consumo de O2 
usando tanto sustratos del complejo I (malato-glutamato) como del complejo II 
(succinato). Tal como se muestra en la Tabla 29, la respiración en estado 4, o respiración 
pasiva, de mitocondrias provenientes de corazones de animales diabéticos no fue 
significativamente diferente de la determinada en mitocondrias provenientes de 
corazones de animales control, tanto cuando se adicionó malato-glutamato como 
succinato al medio de reacción. Sin embargo, se evidenció una disminución en el 
consumo de O2 en estado 3 (Tabla 29), en mitocondrias de corazón de animales 
diabéticos respecto a las provenientes de animales control, cuando se utilizaron 
malato-glutamato (22%) o succinato (17%) como sustratos. 
 
Tabla 29.  Consumo de O2 por mitocondrias de corazón de ratas diabéticas y de ratas 
control 
 Consumo de O2 mitocondrial 
(ng-at O. min-1. mg proteína-1) 
 Estado 4 Estado 3 Control respiratorio 
Sustrato: Malato-Glutamato    
Control 53  8 217  15 4.5  0.2 
Diabetes 56  6 169  9* 3.3  0.1* 
Sustrato: Succinato    
Control 117  9 235  10 2.0  0.2 
Diabetes 114  5 198  9* 1.7  0.1 
El control respiratorio fue calculado como la relación entre el consumo de O2 en estado 3 / 
consumo de O2 en estado 4. 





Como consecuencia de los resultados obtenidos para la respiración mitocondrial, el 
control respiratorio, un estimador de la integridad mitocondrial y/o del acoplamiento con la 
fosforilación oxidativa, resultó significativamente disminuido (27%) en mitocondrias de 
corazón de animales diabéticos cuando los electrones ingresaron a la cadena respiratoria 
a través del complejo I. Cuando los electrones fueron cedidos por el succinato al 
complejo II no se observaron diferencias en el control respiratorio, a pesar de la 
disminución observada en el consumo de O2 en estado 3. Estos resultados sugieren la 
existencia de una alteración de la funcionalidad de los complejos de la cadena 
respiratoria, principalmente del complejo I, que repercute en el consumo de O2 tisular 
disminuido, mostrado previamente. 
La relación ADP/O, o moles equivalentes de fosfato esterificado por oxígeno 
consumido, expresa la eficiencia de la fosforilación oxidativa. En la Tabla 30 se puede 
observar que la relación ADP/O disminuyó significativamente cuando se utilizó 
malato-glutamato como sustrato (15%), en concordancia con las cambios observados en 
el consumo de O2 mitocondrial en estado 3 (Tabla 29). En contraste, no se observaron 
diferencias significativas en la relación ADP/O, cuando se utilizó el dador de electrones 
del complejo II.  
 
Tabla 30.  Moles equivalentes de fosfato esterificado por mol de oxigeno consumido 
(ADP/O) en mitocondrias de corazón de ratas diabéticas y control 
Sustrato Grupo ADP/O 
(nmol. ng-átomo-1) 
Malato-Glutamato Control 2.71  0.17 
 Diabetes 2.30  0.11* 
Succinato Control 1.40  0.16 
 Diabetes 1.25  0.10 








4.2. Actividades de los complejos de la cadena respiratoria mitocondrial 
Debido a la disfuncionalidad observada en la respiración mitocondrial en corazón de 
animales diabéticos, se determinó la actividad de los complejos de la cadena de 
transferencia de electrones. Como puede observarse en la Tabla 31, las actividades de 
los complejos I-III, II-III y IV fueron menores en mitocondrias de corazón de los animales 
diabéticos, respecto a las determinadas en mitocondrias de corazón de animales control. 
La actividad del complejo I-III disminuyó un 22%, en concordancia con las disminuciones 
observadas en el consumo de O2 y en la eficiencia de la fosforilación oxidativa (ADP/O) 
cuando se utilizaron malato y glutamato como sustratos del complejo I (Tablas 29 y 30). 
Asimismo, se observó una disminución en las actividades de los complejos II-III y IV en 
las mitocondrias provenientes de los animales diabéticos, del 26 y 22%, respectivamente.  
 
Tabla 31.  Actividad de los complejos mitocondriales en mitocondrias de corazón de 
ratas diabéticas y control 


















    
Control 492  22 263  17 60  4 
Diabetes 385  16*** 194  13** 47  3* 
*p < 0.05; **p < 0.01; estadísticamente significativo respecto al grupo control. 
 
Así, la disfuncionalidad observada en cuanto a la transferencia de electrones por los 
complejos de la cadena respiratoria, está de acuerdo con las modificaciones observadas 
en el consumo de O2 tanto mitocondrial como tisular en los corazones de los animales 
diabéticos respecto a los animales control. 
 
4.3. Potencial de membrana mitocondrial estimado por citometría de flujo 
El potencial de membrana es otro indicador de la función mitocondrial que 
determina el componente eléctrico del potencial electroquímico generado a través del 
bombeo de H+ al espacio intermembranas.  
El cambio en el potencial de la membrana mitocondrial fue estimado usando 





mitocondrias fueron seleccionadas de acuerdo a la propiedad que poseen de dispersar la 
luz (SSC: Side Scatter o desviación lateral del haz de luz vs. FSC: Forward Scatter o 
desviación frontal del haz de luz) seleccionando los eventos ubicados dentro de la 
ventana R1. Para el análisis fueron elegidos 30 000 eventos (Figura 58 A). 
En cada preparación analizada, entre un 60-70% de los eventos dentro de la 
población seleccionada R1 fueron NAO positivos (R2), comparado con la señal de auto-
fluorescencia correspondiente a mitocondrias no cargadas con la sonda (Figura 58 B). 
Cabe mencionar que la sonda NAO es específica para las mitocondrias debido su 
capacidad de unión selectiva a la cardiolipina, fosfolípido que se encuentra en alta 


















Figura 58 A. Mitocondrias seleccionadas de acuerdo a la propiedad que poseen de 
dispersar las luz lateral y frontal (SSC y FSC, respectivamente), se seleccionaron 
30 000 eventos dentro de R1. B. Determinación de la población mitocondrial (R2) en 
una muestra de mitocondrias control utilizando la sonda NAO (trazo gris oscuro) 
comparado con la señal de auto-fluorescencia sin sonda (trazo gris claro). 
 
Por otro lado y como puede apreciarse en los histogramas superpuestos (Figuras 
59 A y B), la señal FL1 de la sonda DiOC6 correspondiente a mitocondrias en estado de 
respiración pasiva no se modificó entre grupos, ni cuando se utilizó malato-glutamato ni 
con el uso de succinato. Sin embargo, el agregado de ADP, el cual lleva a un estado de 
respiración activa o estado 3, disminuyó ligeramente el potencial de membrana de 
mitocondrias provenientes de corazón de animales diabéticos respecto al obtenido en 
























































Figura 59. Determinación del potencial de 
membrana por citometría de flujo: 
Histogramas solapados de los eventos 
dentro de R1 vs. la intensidad de 
fluorescencia de la sonda DiOC6, 
correspondientes a mitocondrias de 
corazón de animales control (trazos gris 
oscuro) y diabéticos (trazos gris claro). A 
y B. Mitocondrias en estado 4, utilizando 
malato-glutamato (A) o succinato (B) 
como sustratos. C y D. Mitocondrias en 
estado 3, utilizando malato-glutamato (C) 
o succinato (D) como sustratos. E. Control 
positivo: mitocondrias de corazón 
adicionadas con m-CCCP (2 M) para 
despolarizar la membrana mitocondrial. 
Control: líneas gris oscuro; Diabetes: 






Esto puede observarse como un corrimiento hacia la izquierda en los histogramas, es 
decir, una menor intensidad de fluorescencia de la sonda DiOC6 en las mitocondrias de 
animales diabéticos. Este corrimiento puede explicarse teniendo en cuenta que la sonda 
entra a la mitocondria por diferencia de potencial de membrana, donde se acumula y 
fluoresce, y sale de dicha organela cuando hay una disminución en el potencial de 
membrana. El agregado de m-CCCP al medio de reacción produjo la despolarización 
completa de las mitocondrias en ambos grupos (Figura 59 E), situación experimental 
considerada como control positivo. 
La Figura 60 muestra la fluorescencia media de DiOC6 porcentual obtenida a partir 
de los histogramas de mitocondrias respirando en estado 3 (Figuras 59 C y D). 
La adición de m-CCCP produjo la despolarización de las mitocondrias provenientes de 
corazón de animales control y de animales diabéticos. Las mitocondrias provenientes de 
corazones de animales diabéticos presentaron, en estado de respiración activa, un 
porcentaje de eventos visibles dentro de R1 22% menor, cuando se utilizó malato-
glutamato, y 15% menor, al usar succinato como sustratos, comparados con los eventos 
registrados para mitocondrias provenientes de corazón de animales control. Así, estos 

































Figura 60. Cuantificación de la fluorescencia media de DiOC6, indicando el potencial 
de membrana de mitocondrias de corazón en estado 3 utilizando malato-glutamato o 
succinato como sustratos y luego de la adición de m-CCCP como control positivo. 





resultados muestran que la membrana mitocondrial de corazón de ratas diabéticas se 
halla parcialmente despolarizada.  
 
4.4. Producción mitocondrial de ATP 
Dada las modificaciones observadas en cuanto a la disminución en el consumo de 
O2 mitocondrial, la reducción en las actividades de los complejos de la cadena 
respiratoria y la disminución en el potencial de membrana en estado 3, observadas en 
corazón de animales diabéticos, se determinó la velocidad de producción de ATP por 










































Figura 61. Producción de ATP por mitocondrias de corazón de ratas control (barras 
blancas) o diabéticas (barras grises), utilizando malato-glutamato o succinato como 
sustratos.  
* p < 0.05, estadísticamente significativo respecto al grupo control. 
 
Como puede apreciarse en la Figura 61, la velocidad de producción de ATP 
utilizando sustratos del complejo I fue 44% menor en las mitocondrias de los animales 
tratados con STZ, en comparación con mitocondrias provenientes de corazón de 
animales control. De la misma forma, cuando se utilizó succinato como dador de 





de una deficiencia en la producción de energía por parte de las mitocondrias de corazón 
de animales diabéticos.  
 
4.5. Producción mitocondrial de H2O2 
La producción mitocondrial de H2O2 fue evaluada utilizando malato-glutamato o 
succinato como sustratos, y adicionando rotenona o antimicina, al medio de reacción, 
para lograr la máxima producción de H2O2 por los complejos I o III, respectivamente 
(Tabla 32). 
 
Tabla 32.  Producción de H2O2 por mitocondrias de corazón de ratas diabéticas y control 
 
Producción de H2O2 
(nmol. min-1. mg proteína-1) 
 Grupo 
Sustrato Control Diabetes 
Malato - Glutamato   
Estado 4 0.40  0.19 0.91  0.08 *** 
+ 1 µM rotenona 0.62  0.12 0.95  0.12* 
Estado 4 /rotenona 
0.65 0.96 
Succinato   
Estado 4 0.52  0.08 0.62  0.09 
+ 1 µM antimicina 
0.78  0.10 0.81  0.12 
Estado 4 / antimicina 0.67 0.76 
*** p < 0.005 estadísticamente significativo respecto al grupo control 
   * p < 0.05 (Test Mann-Whitney - no paramétrico) 
 
Cuando se utilizó malato-glutamato como sustrato, la velocidad de producción de 
H2O2 por mitocondrias de corazón de animales diabéticos se duplicó en comparación con 
la determinada en el grupo control. El agregado de rotenona incrementó 55% la 





solo un 4% la generación de H2O2 por mitocondrias provenientes de corazones de 
animales diabéticos, sugiriendo, nuevamente, una disfunción en el complejo I. De esta 
forma, la relación calculada entre la producción mitocondrial de H2O2 en estado 4 sobre la 
determinada en presencia de rotenona fue más cercana a 1 en el grupo diabético (0.96 
vs. 0.65), sugiriendo que las proteínas del complejo I de mitocondrias de corazón de 
animales diabéticos podrían estar modificadas como consecuencia del estado de 
hiperglucemia en dichos animales. 
Por otro lado, cuando se utilizó succinato como sustrato (Tabla 32), la producción 
de H2O2 por mitocondrias de corazón de animales diabéticos fue 20% mayor que la 
determinada en mitocondrias control, siendo este incremento no estadísticamente 
significativo. Asimismo, la producción de H2O2 máxima, en presencia de antimicina no fue 
diferente entre grupos, alcanzando valores de producción de H2O2 similares (0.78 ± 0.10 
vs. 0.81 ± 0.12 nmol H2O2. min
-1. mg proteína-1). Así, la relación determinada entre la 
producción mitocondrial de H2O2 en estado 4 en ausencia y presencia del inhibidor del 
complejo III antimicina, fue similar entre grupos (0.67 vs. 0.76). 
De esta forma, la disfuncionalidad observada en la actividad del complejo I en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos, se fortalece con el incremento 
observado en la producción de H2O2 sólo cuando se utilizaron malato y glutamato como 
sustratos. 
 
4.6. Actividad y concentración de Mn-SOD 
Se determinó la actividad de la enzima Mn-SOD y, a partir de esos datos, se calculó 
la concentración en la matriz mitocondrial, como se explica en la sección 6 de materiales 
y métodos. En la Tabla 33 se muestra que en mitocondrias de corazón provenientes de 
animales control la actividad de Mn-SOD fue de 139 ± 17 USOD. mg de proteína
-1, la cual 
corresponde a una concentración de enzima "activa" en la matriz mitocondrial de 17 ± 3 
µM, expresada como homotetrámero de enzima, y 68 ± 9 M expresada por centro 
activo. En los animales diabéticos, la actividad enzimática y/o la concentración de enzima 
en la matriz mitocondrial resultó ser un 49% menor que la determinada en animales 
control. Este resultado sugiere que la descomposición del O2
- dentro de la mitocondria 
estaría reducida, aumentando, probablemente, su concentración en estado estacionario 






Tabla 33.  Actividad y concentración de Mn-SOD "activa" en mitocondrias de corazón de 
ratas diabéticas y control 
 Grupo 
Actividad Mn-SOD Control Diabetes 
USOD. mg proteína
-1 139 ± 17 71 ± 8 
nmol SOD. mg proteína-1 0.48 ± 0.06 0.24 ± 0.03 
Concentración Mn-SOD (µM)   
Por centro activo 68 ± 9 35 ± 4 
Por enzima 17 ± 3 8.5 ± 0.9 
 
4.7. Actividad y expresión de la enzima mtNOS 
La velocidad de producción de NO por mitocondrias de corazón, estudiada como 
actividad de mtNOS, se determinó como se detalla en la sección 5.2. de materiales y 
métodos. Las mitocondrias de corazón de animales control produjeron 
0.93 nmol NO. min-1. mg proteína-1, siendo la producción de NO por mitocondrias de 
corazón de animales diabéticos 23% mayor respecto a la determinada en mitocondrias de 
animales control (Tabla 34).  
 
Tabla 34.  Actividad de mtNOS en mitocondrias de corazón de ratas diabéticas y control 
Grupo Actividad mtNOS 
(nmol NO. min-1. mg proteína-1) 
Control 0.93  0.07 
Diabetes 1.14  0.06* 
*p < 0.05, estadísticamente significativo respecto al grupo control. 
 
Por otro lado, el análisis de Western Blot (Figura 62), utilizando anticuerpos anti-





de animales diabéticos diabéticos en comparación con la expresión detectada en corazón 























































Figura 62. Expresión de mtNOS en membranas mitocondriales de corazón. A. Análisis 
por Western blot usando anticuerpos anti-nNOS H299 (PM: 162 kDa, panel superior) y 
VDAC-1 (D-16) (PM: 30 kDa, panel inferior) como control de carga (Santa Cruz 
Biotech.). B. Unidades densitométricas de nNOS relativas a VDAC-1, expresadas como 
porcentaje respecto al control (100%). 
 
5. Nitración de tirosinas 
Se evaluó la nitración de tirosinas por análisis de Western Blot. En la Figura 63, 
puede observarse un incremento del 58% en el contenido de tirosinas nitradas en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos respecto al determinado en mitocondrias 
de corazón de animales control, sugiriendo un aumento en la generación y/o estado 
estacionario de ONOO-. 
Este resultado está de acuerdo con el incremento en la producción de NO 
observada en las mitocondrias de corazón de los animales diabéticos (Tabla 34), junto a 
un incremento en la concentración en estado estacionario de O2
-, esta última reflejada por 
el aumento en la generación de H2O2 (Tabla 32) acompañada por la disminución en la 





























































Figura 63. Nitración de residuos tirosina en membranas mitocondriales de corazón de 
rata. A. Análisis por Western blot, usando anticuerpos anti-nitrotirosina (panel superior) 
y VDAC-1 (D-16) (PM: 30 kDa, panel inferior) como control de carga (Santa Cruz 
Biotech.). B. Unidades densitométricas de nitrotirosinas relativas a VDAC-1, expresadas 
como porcentaje respecto al control (100%) 
 
6. Biogénesis mitocondrial 
6.1. Masa mitocondrial estimada a partir de la actividad de citocromo oxidasa  
La masa mitocondrial, expresada como mg proteína mitocondrial por gramo de 
tejido, puede estimarse a partir de la relación entre la actividad de citocromo oxidasa 
medida en homogeneizado total y en la fracción mitocondrial. Dado que la citocromo 
oxidasa es una enzima de localización únicamente mitocondrial, la masa mitocondrial es 
un indicador útil para la estimación de la ocurrencia de síntesis de novo de proteínas 
mitocondriales, y puede ser utilizada como un indicador de la existencia de un proceso de 
biogénesis.  
Como puede observarse en la Figura 64 A, la actividad de citocromo oxidasa 
determinada en el homogeneizado total de corazón de animales diabéticos fue 16% 
superior a la determinada en los homogeneizados de animales control. Sin embargo, 
dicho aumento no fue significativamente diferente. Asimismo, como se mostró en la 
Tabla 31, la actividad del complejo IV en la fracción mitocondrial fue 22% menor en 
corazón de animales diabéticos respecto al valor determinado en corazón de animales 












































































































































Figura 64. Actividad de complejo IV como índice de biogénesis mitocondrial. A. 
Actividad determinada en homogenizado total (k1´), B. Actividad determinada en 
mitocondrias de corazón (k2´). C. Relación entre k1´ y k2´ como índice de masa 
mitocondrial, expresando los miligramos de proteína mitocondrial por gramo de tejido. 
*p < 0.05; *** p < 0.005, estadísticamente significativo respecto al grupo control. 
 
Teniendo en cuenta la actividad de citocromo oxidasa, determinada en 
mitocondrias y expresada como k2’ (en min
-1. mg proteína-1) y el valor de citocromo 
oxidasa determinado en homogeneizado total y expresada como k1’ (en min
-1. g tejido-1) 
es posible determinar la masa mitocondrial por gramo de tejido a través de la relación 
k1’/k2’. Así, la masa mitocondrial por gramo de corazón (11.1  0.1 vs. 16.3  0.1 mg 
proteína mitocondrial. g tejido-1) fue un 47% mayor en los animales diabéticos que la 
estimada para animales control (Figura 64 C). 
Estos resultados muestran que en el corazón de los animales diabéticos hay una 
mayor masa mitocondrial, sugiriendo la presencia de síntesis de novo de proteínas 
mitocondriales en el corazón de los animales inyectados con STZ.  
 
6.2. Estudios microscópicos de tejido cardíaco 
6.2.1. Microscopía electrónica de corazón 
Con el fin de observar la estructura mitocondrial se realizaron imágenes de 





En la Figura 65 se muestra un corte longitudinal de tejido cardíaco de un animal 
control, a 20 000 X (A) y 85 000 X (B), donde se pueden observar las mitocondrias con 















Figura 65. Microfotografías de microscopia electrónica de transmisión de tejido cardíaco 
de un rata control. Se pueden observar mitocondrias de morfología conservada, 
distinguiéndose claramente la membrana interna (mi), la membrana externa (me) y las 







En la Figura 66 B se puede observar un aumento en el número de mitocondrias en 
el tejido cardíaco proveniente de animales diabéticos, junto con una mayor 
desorganización mitocondrial entre las fibras musculares dentro del tejido, respecto al 
numero de mitocondrias y organización obtenidas en tejido de los animales control 
(Figura 66 A). Asimismo, en el tejido proveniente de los animales diabéticos, se observa 
variabilidad en los tamaños de las mitocondrias, con presencia de mitocondrias pequeñas 






Figura 66. Microfotografías de microscopía electrónica de transmisión de tejido cardíaco 





En la Figura 67 se observan microfotografías comparativas de tejido cardíaco 
proveniente de una rata control (Figura 67 A) y de una rata diabética (Figura 67 B) a un 
mismo aumento de microscopio (30 000 X). En la Figura 67 B se puede observar la 
presencia de un mayor número de mitocondrias, desorganización del tejido y alteraciones 
estructurales en la mitocondrias tales como disrupción y/o pérdida de las membranas 













Figura 67. Microfotografías de microscopía electrónica de transmisión de tejido 
cardíaco de una rata control (A) y de una rata diabética (B). En el panel inferior se 
observan mitocondrias con la presencia de disrupción de membrana interna (dmi, 






6.2.2. Análisis estereológico de mitocondrias de corazón  
A partir de las imágenes de microscopía electrónica se realizó un análisis 
estereológico de las mitocondrias, es decir, la interpretación espacial de secciones planas 
de tejidos. Se determinó la densidad volumétrica, el área promedio de cada mitocondria, 
el número de mitocondrias por área y la densidad numérica de las mitocondrias en el 
tejido cardíaco (Tabla 35). 
 
Tabla 35. Análisis estereológico de las mitocondrias en el tejido cardíaco de ratas 
diabéticas y control 
 Control Diabetes 
Densidad volumétrica (Vmi) 0.30  0.01 0.39  0.01*** 
Densidad volumétrica (Vmi %) 30 39*** 
Área promedio de cada mitocondria (µm2) 0.70  0.06 0.54  0.06 
Nº de mitocondrias por unidad de área 
(mitocondrias/µm2) 
 
0.44 ± 0.06 
 
0.67 ± 0.02*** 
Densidad numérica mitocondrial (%) 100 166* 
*p < 0.05; ***p < 0.005, estadísticamente significativo respecto al grupo  control. 
 
La densidad volumétrica mitocondrial (Vmi), o la fracción del volumen citosólico 
ocupado por mitocondrias, es otro índice de biogénesis mitocondrial. Se analizaron 40 
microfotografías provenientes de 3 ratas control y 60 microfotografías provenientes de 4 
ratas diabéticas. La Vmi fue un 30% mayor en el tejido cardíaco proveniente de animales 
diabéticos, respecto al tejido de los animales control. Contrariamente, el área promedio 
de cada mitocondria, es decir el tamaño en m2, fue 23% menor en el tejido cardíaco 
proveniente de los animales diabéticos respecto al tamaño en corazón control. 
Dado que cada mitocondria es de menor tamaño en el corazón de animales 
diabéticos, la mayor densidad volumétrica mitocondrial, estaría dada por un mayor 
número de mitocondrias en el tejido. Este hecho se refuerza al determinar el número de 
mitocondrias por unidad de área (Na), para lo cual se determina el número de 
mitocondrias contabilizadas en el área del campo del microscopio en un aumento 





corazón de animales diabéticos (0.67 ± 0.02 mitocondrias. µm-2) fue 53% mayor que el 
determinado en los animales control (0.44 ± 0.06 mitocondrias. µm-2).  
La densidad numérica mitocondrial (Nmi), la cual expresa el número de mitocondrias 
contabilizadas por unidad de volumen, fue calculada a partir de la densidad volumétrica 
mitocondrial y el número de mitocondrias por unidad de área (Vmi y Na), utilizando la 
ecuación desarrollada por Weibel y col. (1969). Como puede verse en la Tabla 35, la 
densidad numérica mitocondrial fue 66% mayor en el tejido cardíaco proveniente de 
animales diabéticos respecto a a la determinada en corazón de animales control (0.39 ± 
0.02 vs. 0.24 ± 0.04, respectivamente). Este resultado está de acuerdo con el incremento 
en la masa mitocondrial determinado a través de la actividad de la citocromo oxidasa 
(47%), sugiriendo la presencia de un proceso de biogénesis mitocondrial. 
El daño en la funcionalidad mitocondrial encontrado en este modelo, parecería 
mostrar que el proceso de biogénesis mitocondrial existente no es suficiente para poder 
corregir las alteraciones funcionales mitocondriales observadas. 
 
6.3. Expresión de PGC-1α como marcador de biogénesis mitocondrial 
Se determinó la expresión del factor de transcripción PGC-1α debido a que el 
mismo se encuentra involucrado en la cascada de señalización que finaliza con la 
biogénesis mitocondrial. Debido a su localización citosólica, la expresión se analizó en el 
homogeneizado total de tejido cardíaco proveniente de animales diabéticos y control. 
En la Figura 68 se puede observar un aumento del 76% en la expresión de PGC-1α 
en homogeneizados de corazón de animales diabéticos, a los 28 días post-inyección de 
STZ, en comparación con la expresión determinada en homogeneizados de corazón de 
animales control. Este resultado está de acuerdo con los resultados descriptos en cuanto 
al aumento de la masa mitocondrial por gramo de tejido estimada a partir de la actividad 
de citocromo oxidasa (Figura 64 C), y al mayor número de mitocondrias y aumento en la 
densidad volumétrica mitocondrial en tejido cardíaco de animales diabéticos obtenidos a 





























































Figura 68. Expresión de PGC-1α en homogeneizado total de corazón. A. Western blot 
usando anticuerpos anti-PGC-1α (K15) (PM. 103 kDA, panel superior) y β-actina (PM: 43 
kDa, panel inferior) como control de carga (Santa Cruz Biotech.). B. Unidades 
densitométricas de PGC-1α relativas a β-actina, expresadas como porcentaje respecto 









1.  Interacción funcional entre el complejo I y la mtNOS en corazón 
En esta sección se discute acerca de la capacidad de las partículas 
submitocondriales invertidas fosforilantes (ETPH) de producir NO, sostenido no solo por 
el clásico dador de electrones de las NOS, el NADPH, sino también por electrones 
provenientes de la cadena respiratoria actuando en condiciones de flujo reverso. 
Asimismo, se muestra que la enzima mtNOS estaría interaccionando funcionalmente con 
el complejo I mitocondrial, probablemente debido a una relación estructural entre las 
proteínas del complejo I y la mtNOS, que permitiría, a esta última, utilizar a la cadena de 
transferencia de electrones como fuente alternativa de equivalentes de reducción, 
respecto a su dador fisiológico convencional. 
 
1.1. Asociación funcional entre el complejo I y la mtNOS en corazón  
1.1.1. Caracterización funcional de las partículas invertidas 
Las partículas ETPH, obtenidas a partir de corazón de vaca, funcionando en 
condiciones de flujo reverso, han mostrado ser una estrategia experimental de utilidad 
para el estudio de la asociación funcional entre el complejo I y la mtNOS. En estas 
vesículas, la membrana interna posee una orientación inversa permitiendo la exposición, 
hacia el medio circundante, de los componentes direccionados hacia la matriz, tales 
como el centro activo de unión al NADH en el complejo I, la mtNOS y la ATPasa. Este 
hecho permite realizar las determinaciones enzimáticas evitando posibles reacciones con 
componentes presentes en la matriz mitocondrial, el espacio intermembranas y la 
membrana externa. 
Los resultados presentados en el Capítulo I muestran que un 60% de la suspensión 
obtenida a partir de mitocondrias de corazón bovino, se ha invertido correctamente 
(Tabla 9), hecho evidenciado por el efecto de la adición del citocromo c en la 
determinación del consumo de O2 y en la determinación de la actividad de NADH-O2 
oxidorreductasa. Este resultado coincide con el porcentaje de vesículas invertidas 
obtenido por Degli Espositi y Lenaz del 60-75% (Degli Espositi y Lenaz, 1982), en 
preparaciones similares a las utilizadas en este trabajo de Tesis.  
Asimismo, la preparación de partículas ETPH obtenida posee características que la 





transferencia de electrones, permitiendo la utilización de las mismas en la determinación 
de actividades enzimáticas. Las oxidaciones tanto de NADH como de succinato (Tabla 6) 
por los complejos I y II, respectivamente, permitieron obtener altas velocidades de 
consumo de O2, indicando un correcto funcionamiento de la cadena de transferencia de 
electrones mitocondrial. Adicionalmente, se comprobó que las mismas poseen potencial 
de membrana debido a que frente a la adición del protonóforo m-CCCP, el consumo de 
O2 se incrementó, aproximadamente, en un 65%. Además, el hecho que las actividades 
de los complejos de la cadena de transferencia de electrones, I-III, II-III y IV, medidas en 
dichas partículas (Tabla 7), sean comparables con las actividades obtenidas y 
publicadas, tanto para este tipo de muestras (Poderoso y col., 1996) como para 
preparaciones mitocondriales de corazón de otras especies, tales como rata y conejo 
(Boveris y col., 2002a; Vanasco y col., 2008; Valdez y col., 2011) (Tabla 36), aportan otro 
indicio de la integridad de los componentes de la cadena respiratoria mitocondrial en la 
preparación de ETPH obtenida. 
 
Tabla 36.  Actividades de los complejos respiratorios en preparaciones mitocondriales de 
corazón de diferentes especies 





) (min-1. mg proteína-1)  
ETPH de corazón 
de vaca 
199 ± 11 112 ± 6 19 ± 1 Poderoso y 
col., 1996 
Mitocondrias de 
corazón de rata 
328 ± 21 120 ± 5 75 ± 10 Vanasco y 
col., 2008 
Mitocondrias de 
corazón de conejo 
577 ± 25 128 ± 10 50 ± 3 Capítulo II y 
Valdez y col., 
2011 
 
El grado de acoplamiento de las partículas ETPH se verificó a través de la 
capacidad de establecer el flujo reverso de electrones, dependiente de succinato y ATP, 
presentando actividad de NAD+ reductasa, al reducir NAD+ a NADH en el complejo I. En 
las condiciones experimentales ensayadas, y discutidas posteriormente en el punto 1.1.2, 
la preparación mitocondrial obtenida permitió la reducción de 45  1 ó 64  3 nmol NAD+. 






1.1.2. Actividad de NAD+ reductasa sostenida por el flujo reverso de electrones 
El complejo I cataliza la transferencia de dos electrones desde el NADH, vía la FMN 
y una serie de hierro-sulfoproteínas hacia a la UQ, en una reacción asociada a la 
transferencia de H+ desde la matriz hacia el espacio intermembranas, contribuyendo con 
la fuerza protón-motriz (p).  
 
A su vez, el complejo I es capaz de reducir NAD+ en presencia de succinato y ATP, 
reacción llevada a cabo a través del flujo reverso de electrones. En esta situación, el 
succinato es necesario para la reducción de la UQ, y el ATP permite generar el p 
necesario para superar la diferencia de potenciales de reducción, existente entre el 
ubiquinol (Eº´UQ/UQH2 = +50 mV) y el NAD
+ (Eº´NAD(P)+/NAD(P)H = -320 mV). 
El flujo reverso de electrones es posible debido a la reversibilidad de las reacciones 
que ocurren en cada complejo mitocondrial, permitiendo que la reacción global sea 
también reversible. En esta reacción se transfieren dos H+ desde el succinato, en la 
enzima succinato deshidrogenasa, al NAD+, en la NADH-deshidrogenasa, a través de la 
UQ, las Fe-S proteínas y el citocromo b, según: succinato  FP2  citocromo b  FP1  
NAD+. La reacción implica la reversión de la fosforilación del ADP, es decir, la hidrólisis 
de ATP por el complejo V, la cual aporta la energía suficiente para que ocurra la 
transferencia de electrones desde un potencial electropositivo a un potencial 
electronegativo (Stoppani y Boveris, 1983a; 1983b), según: 
 
 
       E°´succinato/fumarato = +31 mV 
       E°´NAD+/NADH = - 320 mV 
Si se comparan los potenciales de reducción de las dos cuplas intervinientes 
(E°´succinato/fumarato y E°´NAD+/NADH), la reacción espontánea corresponde a la reducción de 
fumarato y a la oxidación de NADH con la consecuente conservación de la energía a 
través del gradiente electroquímico de H+ para la síntesis de ATP. Esta reacción es de 
gran importancia en el metabolismo celular, dado que provee el NAD+ necesario para el 
ciclo de Krebs, y es el mayor punto de entrada de equivalentes de reducción a la cadena 
respiratoria involucrados en la generación del p y como consecuencia, en la síntesis de 
ATP (Vinogradov y Grivennikova, 2001). Sin embargo, en presencia de succinato y 
NADH + UQ + H+ + 4H+N NAD
+ + UQH2 + 4H
+
P





elevadas concentraciones de ATP, es posible invertir el sentido de la reacción, a 
expensas de la energía proveniente de la hidrólisis de ATP, reduciendo de esta forma el 
NAD+ (Chance y Hollunger, 1961; Heldt y col., 1965). 
Por lo tanto, el complejo I es una enzima termodinámicamente reversible 
(Vinogradov, 1998; Wilson y col., 1974), que puede catalizar tanto la oxidación de NADH 
(reacción directa) como la reducción de NAD+ (reacción inversa) cambiando 
continuamente a través de un punto de equilibrio en el cual la energía libre de la reacción 
es igual y opuesta a la de la transferencia de H+ (Pryde y Hirst, 2011). Se postula que las 
reacciones directa e inversa en el complejo I ocurren por mecanismos diferentes y, por lo 
tanto, que existen dos sitios de unión para los nucleótidos NADH y NAD+, separados 
espacialmente para las reacciones directa y reversa, respectivamente (Vinogradov y 
Grivennikova, 2001). A pesar que el NAD+ es un inhibidor competitivo por el sitio de unión 
del NADH, la Ki (1.2 mM) del NAD
+ en la reacción de oxidación de NADH es 
aproximadamente 3 órdenes de magnitud mayor que la Km (7 M) del NAD
+ en la 
reacción reversa, haciendo del nucleótido en su forma oxidada un inhibidor débil en el 
sitio de unión del NADH. 
De esta forma, el establecimiento del flujo reverso de electrones es el resultado de 
la actividad simultánea de tres complejos enzimáticos: el complejo II, que utiliza los 
electrones provenientes del succinato para la reducción de la UQ a UQH2, el complejo V 
o FoF1-ATPasa el cual, actuando en forma reversible, hidroliza ATP y genera la fuerza 
protón-motriz (p), y el complejo I que utiliza el p para la reacción de reducción del 
NAD+ a NADH por el UQH2 (Figura 69). Este proceso reversible de la cadena de 
transferencia de electrones se evidencia experimentalmente en condiciones en las cuales 
la actividad de ubiquinol oxidasa o de citocromo oxidasa se encuentran inhibidas por 
antimicina o KCN, respectivamente (Vinogradov, 1998). 
Tanto mitocondrias acopladas como partículas EPTH son capaces de reducir el 
NAD+ dependiente del p, en presencia del flujo reverso de electrones (Vinogradov y 
Grivennikova, 2001). En las Tablas 7 y 12 del capítulo I se muestra que la velocidad de 
oxidación de NADH (actividad del complejo I-III) obtenida en las partículas ETPH fue de 
349 ± 6 nmol. min-1. mg proteína-1 y la velocidad de reducción del NAD+ 
64 ± 3 nmol. min-1. mg proteína-1, mostrando que la relación de velocidades de 
reducción/oxidación fue aproximadamente de 1/5 en nuestras condiciones 
experimentales. En concordancia con esta observación, Kotlyar y Vinogradov (Kotlyar y 
Vinogradov, 1990) han mostrado que en partículas ETPH correctamente acopladas, la 
velocidad del flujo reverso de electrones, a concentraciones saturantes de NAD+, es 






Figura 69. Diagrama clásico del flujo reverso de electrones obtenido cuando las 
partículas ETPH son incubadas en presencia de NAD+, succinato, KCN, para inhibir la 
citocromo oxidasa, y generando el Δp a través de la hidrólisis de ATP. 
I (Complejo NADH-ubiquinona oxidorreductasa); II (Complejo succinato-deshidrogenasa); Q 
(ubiquinona); III (Complejo ubiquinol-citocromo c oxidorreductasa); c (citocromo c); IV (Complejo 
citocromo c oxidorreductasa) y V (ATP sintasa). 
 
La capacidad de las ETPH de reducir NAD+ a NADH a expensas de la energía 
provista por el ATP resultó ser un 43% mayor cuando la reacción se realizó a 37 ºC, 
respecto a la temperatura de 30 ºC utilizada en la técnica original (Ernster y Lee, 1967; 
Turrens y Boveris, 1980), por lo que se utilizó 37 ºC para el resto de las determinaciones 
enzimáticas. 
La actividad NAD+ reductasa, dependiente de ATP y Mg2+, se inhibió casi 
completamente (Tabla 12) por el agregado del inhibidor del complejo I rotenona, por 
disipación del potencial de membrana mitocondrial con m-CCCP y/o por la inhibición de la 
FoF1-ATPasa por oligomicina. Estas inhibiciones pueden explicarse debido a que, en 
todos los casos, se interrumpe el flujo reverso de electrones hacia el complejo I. La 
rotenona inhibe al complejo I, por unión a un centro Fe-S ubicado entre el sitio de unión 
de la UQ y la FMN (Nicholls y Ferguson, 2002), y a su vez, produce la ruptura de puentes 
hidrofóbicos que mantienen estable la estructura del complejo I (Chance y col., 1963; 





















reverso, existe un impedimento al pasaje de los electrones provenientes de la oxidación 
del succinato en el complejo II, hacia la FMN en el complejo I, imposibilitando la 
reducción de NAD+ a NADH. En presencia de oligomicina, se inhibe el componente Fo de 
la FoF1-ATPasa y como consecuencia no se genera el Δp necesario para impulsar la 
transferencia de electrones en contra de los potenciales de reducción. De este modo, los 
electrones no pueden fluir en contra de su gradiente electroquímico desde el succinato al 
NAD+. Finalmente, el m-CCCP genera una disrupción del potencial de membrana 
mitocondrial, disipando el Δp generado por la hidrólisis de ATP, e impidiendo la llegada 
de los electrones al complejo I vía flujo reverso. 
Asimismo, uno de los objetivos de este trabajo de Tesis fue establecer las 
condiciones experimentales que permitan la inversión del flujo de electrones, y que 
puedan utilizarse para la detección de la producción de NO. El Mg2+ es un catión esencial 
para la actividad de la FoF1-ATPasa, permitiendo la hidrólisis de ATP y la generación del 
p. Por otro lado, el KCN es necesario para establecer el flujo reverso, ya que en 
ausencia del mismo la actividad NAD+ reductasa se reduce en un 95%. Las 
concentraciones óptimas de MgCl2 y KCN para la determinación de la actividad de NAD
+ 
reductasa son 3.0 mM y 0.6 mM, respectivamente (Ernster y Lee, 1967). Sin embargo, en 
el caso de la detección de la producción de NO, la presencia de Mg2+ inhibe la actividad 
de la enzima (Manzo-Avalos y col. 2002; Zaobornyj, 2007). En experimentos realizados 
con mitocondrias impermeabilizadas de corazón de rata, en presencia de 
concentraciones de Mg2+ entre 0.2 y 3.2 mM, Manzo-Avalos y col. (2002) observaron que 
la actividad de mtNOS fue inhibida entre un 24% y un 59% al aumentar la concentración 
de dicho catión. Más aún, Zaobornyj y Ghafourifar (2012) han mostrado que cambios en 
la concentración de Mg2+, modulan la síntesis de NO por la mtNOS en forma 
dosis-dependiente. Por otro lado, el KCN interfiere con la técnica de detección utilizada 
ya que el CN- en altas concentraciones reacciona con el Fe3+ de la metahemoglobina 
dando cianometahemoglobina, un derivado muy estable que absorbe a 540 nm. Por 
consiguiente, se estudió el efecto de la concentración de MgCl2 y del KCN sobre la 
actividad de NAD+ reductasa (Figuras 31 y 32), a fin de obtener las concentraciones 
mínimas de dichas especies, que permitan establecer el flujo reverso de electrones 
mitocondrial y que no se diferencien respecto a las condiciones óptimas. Así, 0.5 mM de 
MgCl2 y 0.3 mM de KCN permitieron obtener una actividad de NAD
+ reductasa de 
48 ± 2 nmol. min-1. mg proteína-1, la cual no fue estadísticamente diferente a la 
determinada en las condiciones experimentales óptimas (64 ± 3 nmol. min-1. 
mg proteína-1). Por ello, dichas concentraciones fueron las utilizadas para determinar la 





1.1.3.  Producción de NO por las partículas ETPH 
Los resultados obtenidos e incluidos en el capítulo I muestran que no solo las 
membranas mitocondriales sino también las partículas invertidas provenientes de 
mitocondrias de corazón bovino (ETPH) fueron capaces de producir 1.1-1.2 nmol NO. 
min-1. mg proteína-1 (Tabla 17), utilizando al dador convencional de electrones de la 
enzima, el NADPH (Boveris y col., 2002; Valdez y col., 2006; Boveris y col., 2006). Las 
NOS son proteínas homodiméricas compuestas por un dominio oxigenasa y un dominio 
reductasa (Alderton y col, 2001), por lo tanto actúan como oxidorreductasas. Cada 
monómero adopta una conformación tal que le permite al dominio reductasa de un 
monómero interaccionar con el dominio oxigenasa del otro monómero. El flujo de 
electrones dentro de la enzima ocurre vía NADPH (el sustrato de la enzima)  FAD  
FMN en el dominio reductasa de un monómero, hacia el hierro unido al grupo hemo del 
dominio oxigenasa del monómero acoplado, donde luego son transferidos al O2 para 
formar NO y L-citrulina, de acuerdo a los potenciales de las cuplas de óxido-reducción 
(Noble y col., 1999). Los potenciales de reducción en la NOS son: Eº´NAD(P)/NAD(P)H = -320 
mV; Eº´FAD/FADH = -280 mV, Eº´FMN/FMNH = -278 mV, Eº´Fe3+/Fe2+ = -248 mV (Alderton, 2001; 
Noble y col., 1999). 
Asimismo, la partículas ETPH produjeron 0.97  0.07 nmol NO. min-1. mg proteína-1, 
en condiciones de flujo reverso de electrones utilizándolos electrones provenientes del 
complejo I mitocondrial (Figura 34). En las condiciones de flujo reverso, los electrones 
son transferidos desde el succinato hacia la FMN del complejo I, donde no solo pueden 
ser derivados a la reducción del NAD+, sino que también podrían participar en la 
producción de NO por la mtNOS (Figura 70). Teniendo en cuenta los potenciales de 
reducción, el hierro unido al grupo hemo (Eº´Fe3+/Fe2+= -240 mV) en el dominio oxigenasa 
de la mtNOS, podría recibir electrones provenientes de la FMN del complejo I 
(Eº´FMN/FMNH = -290 mV) (Figura 71). 
Más aún, la producción de NO sostenida por el flujo reverso de electrones fue 
inhibida completamente en presencia de rotenona en el medio de reacción (Tabla 15), en 
correlación con la inhibición observada de la actividad NAD+ reductasa. Como 
consecuencia de la inhibición de la transferencia de electrones en el complejo I por la 
rotenona, y en condiciones experimentales de flujo reverso, existe un impedimento al 
pasaje de los electrones provenientes de la oxidación del succinato en el complejo II, 
hacia la FMN en el complejo I, por lo cual no podrían cederse al dominio oxigenasa de la 
mtNOS, con la consiguiente inhibición de la producción de NO. Este resultado explicaría 
por qué la rotenona, al inhibir al complejo I, inhibe también la producción de NO sostenida 





Estos resultados están de acuerdo con los datos publicados por Parihar y col. 
(2008a), los cuales muestran que, en mitocondrias de cerebro de rata y en células 
humanas SHSY provenientes de un neuroblastoma dopaminérgico, la inactivación del 
complejo I por rotenona genera una disminución en la producción mitocondrial de NO. 
 
 
Figura 70. Diagrama hipotético que muestra la asociación entre el complejo I y la 
mtNOS en la membrana mitocondrial interna. En condiciones de flujo reverso de 
electrones, el grupo hemo del dominio oxigenasa (DO) de la mtNOS podría aceptar los 
electrones provenientes de la FMN del complejo I. 
DO: dominio oxigenasa de la mtNOS; DR: dominio reductasa de la mtNOS. 
 
Cabe mencionar que, en nuestras condiciones experimentales, la adición de 
rotenona al medio de reacción no inhibió la producción de NO por la enzima nNOS 
recombinante purificada (Tabla 16), mostrando que la inhibición de la producción de NO 
en las ETPH sostenida por el flujo reverso, es consecuencia de una interrupción del flujo 
de electrones y no debido a una acción directa sobre la estructura de la enzima. En 
referencia a la ausencia de un efecto inhibitorio directo de la rotenona sobre la actividad 





















membranas mitocondriales de hígado de rata (0.56 ± 0.02 nmol NO. min-1. mg proteína-1), 
no se modifica por el agregado de rotenona al medio de reacción. 
La presencia de oligomicina o de m-CCCP anuló la producción de NO sostenida por 
el flujo reverso de electrones en las partículas ETPH (Tabla 15), ya sea debido a 
inhibición de la hidrólisis del ATP, o al colapso del potencial de membrana. En ambos 
casos, los electrones no llegan a la FMN del complejo I y como consecuencia, no pueden 
utilizarse para la síntesis de NO. 
 
 
Figura 71. Potenciales de reducción y dirección de los electrones en condiciones de 
flujo reverso: reducción de NAD+ dependiente de la oxidación de succinato en presencia 
de KCN y del p generado por la hidrólisis de ATP. En ausencia de NAPDH, el grupo 
hemo del dominio oxigenasa (DO) de la mtNOS podría aceptar los electrones 
provenientes de la oxidación de la FMNH2 en el complejo I, de acuerdo a los potenciales 


















































































1.2. Interacción entre el complejo I mitocondrial y la mtNOS 
En este trabajo de Tesis se muestra que la fracción enriquecida en complejo I, 
obtenida a partir de mitocondrias de corazón de vaca, presentó una actividad de 
NADH-Q1 reductasa (complejo I) sensible a rotenona igual a 260  25 nmol NADH 
oxidado. min-1. mg proteína-1. Esta fracción no sólo produjo 1.72 ± 0.18 nmol NO. min-1. 
mg proteína-1, sino que la misma fue reconocida por anticuerpos anti-nNOS (Figura 38), 
los cuales también reaccionaron con la mtNOS de membranas mitocondriales y de las 
partículas ETPH. Estos resultados sugieren la presencia de la enzima en la fracción 
enriquecida en complejo I, permitiendo inferir acerca de una posible interacción 
estructural entre el complejo I y la mtNOS, reforzando la interacción funcional observada, 
que permite a la mtNOS aceptar los electrones provenientes de la cadena de 
transferencia de electrones para su actividad enzimática. 
En la última década, ha comenzado el estudio de la asociación entre la mtNOS y 
los componentes de la cadena respiratoria. Persichini y col (2005) observaron, mediante 
microscopía electrónica de inmunolocalización, que en corteza cerebelosa de rata la 
mtNOS se asocia físicamente a la citocromo oxidasa. Más aún, evidenciaron dicha 
asociación utilizando homogeneizados y mitocondrias de cerebro de ratón y técnicas de 
co-inmunoprecipitación. A través de cromatografías de afinidad determinaron que el 
dominio PDZ de la mtNOS se asocia al péptido C-terminal de la subunidad Va de la 
citocromo oxidasa. Asimismo, la asociación proteína-proteína fue confirmada a través de 
modelado y dinámica molecular. La interacción mtNOS-citocromo oxidasa y la generación 
de NO en la cercanía de su blanco de acción, forman parte de la regulación fina que 
ejerce el NO sobre la respiración mitocondrial, de forma que no sólo el NO inhibe a la 
actividad del complejo IV, sino que, a su vez, la citocromo oxidasa regula la 
concentración de NO en estado estacionario intramitocondrial. 
Por otro lado, Parihar y col. (2008b) han mostrado que la actividad de la enzima 
mtNOS en hígado y cerebro de rata se encuentra asociada a la actividad del complejo I. 
Estos hallazgos están de acuerdo con los resultados obtenidos por el grupo de trabajo de 
Poderoso (Franco y col., 2006) quienes mostraron, en un modelo de hipotiroidismo, que 
la enzima mtNOS de mitocondrias de hígado de rata co-inmunoprecipita no solo con 
proteínas del complejo IV sino también con proteínas del complejo I de la cadena 
respiratoria. Estos autores propusieron que la interacción entre la mtNOS y el complejo I 
favorecería el incremento en la velocidad de producción de O2
- y consecuentemente de 
H2O2, en situaciones fisiopatológicas, tal como el hipotiroidismo. Cabe mencionar que la 
co-localización de la producción de NO y O2
- en microdominios mitocondriales, podría 





consecuencia de la formación incrementada de ONOO- que llevaría, en última instancia, a 
la reducción de la actividad del complejo I. 
Por lo expuesto, la asociación entre las proteínas de los complejos I y IV con la 
mtNOS, está de acuerdo con el concepto de formación de supercomplejos entre los 
componentes de la cadena respiratoria en la membrana interna mitocondrial (Schafer y 
col., 2006; Genova y Lenaz, 2014, Stroh y col., 2004; Persichini y col., 2005). Se ha 
descripto que la formación de supercomplejos permite aumentar la eficiencia catalítica de 
los complejos respiratorios, disminuir el tiempo de difusión de intermediarios y reducir el 
escape de electrones, atenuando de esta forma la producción de O2
- (Fersht, 1999; 
Shägger y Pfeiffer, 2000). 
En mitocondrias humanas, los complejos mitocondriales I y III forman un core, el 
cual interactúa con el complejo IV. En mitocondrias de corazón bovino, el supercomplejo 
con estequiometria I1III2IV1 es el componente mayoritario dentro de la cadena respiratoria, 
con un PM aproximado de 1700 kDa (Shägger y Pfeiffer, 2000). El concepto actual de la 
disposición de los componentes de la cadena respiratoria sugiere que las proteínas 
constitutivas de la membrana interna están densamente empaquetadas, presentando 
fuertes interacciones proteína-proteína entre los complejos, la FoF1-ATPasa y las 
proteínas regulatorias. Adicionalmente, se mostró que la presencia de cardiolipina es 
esencial para la asociación de los supercomplejos (Zhang y col., 2002; Lenaz y Genova, 
2007) y que la formación de supercomplejos es esencial para el ensamblaje y estabilidad 
del complejo I. Más aún, una disminución en el contenido de cardiolipina en la membrana 
interna mitocondrial, como consecuencia de la oxidación lipídica ocasionada por un 
aumento en la producción de especies reactivas del oxígeno, lleva a disrupción de la 
formación de supercomplejos y a una menor actividad del complejo I (Paradies y col., 
2004) y del complejo III (Petrosillo y col., 2003). 
Asimismo, la interacción entre la mtNOS y los complejos de la cadena respiratoria 
IV y I, estaría de acuerdo con la dependencia de la actividad de mtNOS con los estados 
metabólicos mitocondriales y con el potencial de membrana (Valdez, 2006; Valdez, 2007; 
Boveris, 2006), así como con la regulación que ejerce el propio NO sobre la respiración 
mitocondrial y sobre la producción de otras especies reactivas del oxígeno (Antunes y 
Boveris, 2004, Antunes y Boveris, 2007; Parihar y col., 2008; Persichini y col., 2005). 
Valdez y col. (2006) han mostrado que la producción de NO por la mtNOS es regulada 
por el estado metabólico mitocondrial y por el potencial de membrana. Cuando las 
mitocondrias se encuentran respirando en estado 3, con un potencial de membrana de 
155-160 mV, la producción de NO por mitocondrias de corazón es de 1.2 nmol NO. 





proteína-1) a potenciales correspondientes a mitocondrias respirando en estado 4 (Δ = 
170-180 mV). Esta dependencia se refuerza con la máxima y mínima producción de NO 
que se logra ante la presencia de agentes que hiperpolarizan (oligomicina) o colapsan el 
potencial de membrana mitocondrial (m-CCCP o F-CCCP), respectivamente. De esta 
forma, pequeños cambios en el potencial de membrana, en el rango fisiológico, producen 
grandes variaciones en la producción de NO (Valdez y col., 2006). La transición entre el 
estado metabólico 4 al estado 3 establece un incremento del flujo de H+ a través del 
componente Fo de la ATPasa, lo cual modifica la velocidad de transferencia de 
electrones, el estado de oxido reducción de los componentes de la cadena respiratoria, el 
potencial de membrana mitocondrial y la sensibilidad de la citocromo oxidasa al NO 
(Antunes y Boveris, 2004). 
Los resultados incluidos en el capítulo I de este trabajo y discutidos en esta sección 
refuerzan la idea de la interacción funcional entre el complejo I y la mtNOS, ambas 
formando parte de un supercomplejo, en el cual la citocromo oxidasa estaría también 




Vista desde la matriz 
(Lado N) 
Vista desde el espacio intermembranas 
(Lado P) 
Figura 72. Esquema representativo de la posible disposición de los complejos 
mitocondriales formando supercomplejos en la membrana interna mitocondrial. A. Vista 
desde la matriz, donde puede observarse la posible ubicación de la mtNOS 
interaccionando con las proteínas de los complejos I y IV. B. Vista desde el espacio 






















Esta interacción está de acuerdo con la interacción física descripta previamente por los 
grupos de Poderoso (Franco y col., 2006), Parihar (2008) y Persichini (2005), con la 
dependencia de la actividad de mtNOS con los estados metabólicos mitocondriales y con 
el potencial de membrana, y con el concepto de la formación de supercomplejos entre los 
componentes de la cadena respiratoria en la membrana interna, esenciales para el 
ensamblaje y estabilidad del complejo I. 
 
2.  Funcionalidad mitocondrial en atontamiento miocárdico. Efecto de la 
adenosina. 
En esta sección se discuten los resultados mostrados en el capítulo II de este 
trabajo de Tesis, en cuanto a la función ventricular y a su relación con el consumo de O2 
tisular, así como a la participación de las mitocondrias en la disfunción cardíaca en un 
modelo de atontamiento miocárdico ex vivo en corazón de conejo. 
 
2.1.  Atontamiento miocárdico 
Dado que el corazón, para suplir la demanda metabólica y contráctil, depende del 
suministro de O2 y de ATP, la exposición a períodos cortos de isquemia seguidos de 
reperfusión llevan a modificaciones en el tejido, tal como ocurre en el infarto o en un 
síndrome isquémico (Solaini y Harris, 2005). El atontamiento miocárdico es una injuria 
relativamente moderada y sub-letal, en el cual la isquemia es transitoria y no lleva a 
necrosis tisular. A pesar que la reserva contráctil se encuentra conservada, la función 
ventricular mecánica sistólica y diastólica se encuentra modificada y perdura por horas o 
días posteriores al episodio de isquemia/reperfusión (Bolli, 1990; Donato y Gelpi, 2003). 
Sin embargo, independientemente de la duración o severidad de la disfunción 
post-isquémica generada, la misma es totalmente reversible, y el corazón recupera la 
función ventricular normal.  
Se han propuesto una serie de mecanismos involucrados en la secuencia de 
eventos por los cuales una isquemia transitoria conlleva a la disfunción contráctil, los 
cuales se resumen en la Tabla 37. Durante un episodio de isquemia cardíaca, el 
suministro de O2 al tejido y a las mitocondrias es limitante. Es sabido que, frente a un 
episodio isquémico, la reperfusión es la terapia de elección; sin embargo, la misma trae 
aparejada las lesiones por reperfusión, que se generan como consecuencia de aumentos 
en las concentraciones en estado estacionario de especies reactivas derivadas del 
oxígeno, principalmente O2





estrés oxidativo, definido como un desbalance reversible con un exceso de oxidantes y/o 
disminución de antioxidantes (Sies, 1985; Sies y Jones, 2007), constituye el principal 
mecanismo responsable de las alteraciones celulares observadas durante la reperfusión. 
 
Tabla 37. Mecanismos propuestos como causantes del atontamiento miocárdico 
Mecanismos más aceptados 
Aumento en la generación de especies reactivas derivadas del oxigeno 
Sobrecargas de calcio  
Desacoplamiento excitación-contracción como consecuencia de la disfunción del retículo 
sarcoplásmico 
Otros mecanismos posibles 
Producción de energía insuficiente en la mitocondria 
Alteraciones en la perfusión cardíaca 
Alteraciones en el uso de energía por los miofilamentos 
Daño de la matriz de colágeno extracelular 
Disminución de la sensibilidad al calcio por los miofilamentos 
Tomado de Bolli, 1990. 
 
Cabe mencionar que la interrupción del flujo coronario promueve una disminución 
en el pH intracelular, activando al intercambiador Na+/H+ (NHE). Esto ocasiona un 
aumento en los niveles intracelulares de Na+, y como consecuencia un incremento en la 
concentración de Ca2+ que se genera a través del intercambiador Na+/Ca2+ (Carrozza y 
col., 1992; Gao y col., 1995). La sobrecarga intracelular de Ca2+ puede llevar a daño 
celular por activación de fosfolipasas y proteasas, con disminución de los niveles 
intracelulares de ATP, afectando la contractilidad cardíaca. 
 
2.2.  Función ventricular en atontamiento miocárdico 
Los resultados presentados en el capítulo II manifiestan que existen alteraciones 
funcionales sistólicas y diastólicas en corazón de conejos sometidos a atontamiento 
miocárdico ex vivo, no observándose áreas necrosadas, aún luego de 120 min de 





En la Figura 39 se muestran los parámetros de funcionalidad ventricular 
determinados utilizando un sistema de perfusión para órgano aislado según la técnica de 
Langendorff. La función ventricular sistólica de los corazones se evaluó a través de la 
determinación de la presión desarrollada por el ventrículo izquierdo (PDVI) y la máxima 
velocidad de incremento de la presión en ventrículo izquierdo (+dP/dtmax). Los corazones 
sometidos a 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión presentaron una PDVI 
significativamente menor (36%) respecto al grupo normóxico (control; 105 ± 8 mmHg). A 
su vez, no lograron recuperar la contractilidad cardíaca que presentaban previo a la 
isquemia, alcanzando solamente un 63% de la observada en el período de estabilización 
(107 ± 7 mmHg). Un comportamiento similar se observó para la +dP/dtmáx con una 
disminución del 42% respecto al grupo control. Estos resultados en su conjunto indican 
una disfunción en la contractilidad ventricular en los corazones sometidos a 
isquemia/reperfusión. 
La funcionalidad ventricular diastólica se evaluó a través de la presión de fin de 
diástole (PDFVI), parámetro que indica la rigidez cardíaca. La PDFVI se incrementó 3 
veces a los 30 min de reperfusión en los corazones sometidos a isquemia/reperfusión 
respecto a los corazones normóxicos. En concordancia con el aumento en la rigidez 
cardíaca (PDFVI), la presión de perfusión coronaria (PPC), índice de resistencia vascular 
cuando el corazón se perfunde a flujo coronario constante, se incrementó un 44% en los 
corazones sometidos a 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión, respecto a los 
valores pre-isquémicos.  
En correlación con la disfunción ventricular observada y en particular con la 
disminución en la contractilidad cardíaca, el consumo de O2 determinado en cortes de 
tejido, mostró una disminución progresiva en cada tiempo de isquemia/reperfusión 
(Tabla 18). Se puede establecer una relación entre el consumo de O2 y el ATP generado 
en el cardiomiocito, con la contracción cardíaca. Aproximadamente dos tercios del ATP 
hidrolizado en los cardiomiocitos es usado por el aparato contráctil actina-miosina, 
mientras que el tercio restante es utilizado por bombas ATP dependientes que mantienen 
el balance iónico, en particular la Ca2+-ATPasa del retículo sarcoplásmico y la Na+/K+- 
ATPasa del sarcolema (Opie, 1991). Los resultados obtenidos y mostrados en la 
Figura 43 afirman que la utilización de O2 por el corazón se correlaciona linealmente con 
la contracción cardíaca (Reimer y Jennings, 1986) estimada por la PDVI. De esta forma, 
el miocardio depende del O2 consumido para poder desarrollar la fuerza de contracción. 
Así, la disminución en la velocidad de consumo de O2 tisular, lleva a una reducción en la 






2.3.  Funcionalidad mitocondrial en atontamiento miocárdico 
González-Flecha y col. (1993) han mostrado que en hígado, períodos de isquemia 
menores a 60 min, ocasiona un daño celular reversible, que se restituye una vez 
normalizado el consumo de O2 tisular. Sin embargo, en corazón, si la isquemia es 
sostenida durante un tiempo mayor a 20 min, comienzan a aparecer focos de necrosis y/o 
apoptosis celular, mientras que si la isquemia es transitoria, menor a 20 min, ocasiona 
cambios reversibles.  
Los resultados incluidos en el capítulo II evidencian la presencia de disfunción 
mitocondrial en corazón de conejo sometido a atontamiento miocárdico. Las 
modificaciones observadas en la función mitocondrial, en cuanto al consumo de O2 
mitocondrial, a la actividad del complejo I, y a la producción de H2O2 y NO, fueron 
graduales a lo largo de los tiempos de isquemia, reperfusión temprana y reperfusión 
tardía: luego de la isquemia no se observaron cambios sustanciales respecto al control, 
en la reperfusión temprana comenzaron a aparecer cambios leves, y con la reperfusión 
tardía se evidenciaron alteraciones moderadas, siendo, en este último caso, todas las 
modificaciones estadísticamente significativas. 
Puntualmente, se ha observado una disminución en el consumo de O2 mitocondrial 
únicamente durante el estado de respiración activa o estado 3 cuando se utilizaron, como 
fuente de electrones, sustratos del complejo I (malato-glutamato). Esta disminución fue 
progresiva en la isquemia (12%), reperfusión temprana (19%) y tardía (32%). Por el 
contrario, la respiración pasiva o estado 4, no se vio modificada en cada tiempo de 
isquemia/reperfusión estudiado. Como consecuencia, el índice de integridad y 
acoplamiento mitocondrial, o control respiratorio, disminuyó concomitantemente con el 
consumo en estado 3, llegando a un 29% de disminución a los 30 min de reperfusión. 
Adicionalmente, la actividad del complejo I mitocondrial fue menor en cada tiempo 
de isquemia/reperfusión, con una inhibición máxima a los 30 min de reperfusión (28%). El 
perfil de disminución en la actividad del complejo I se correlacionó con la disminución 
observada en el consumo de O2 en estado 3, utilizando malato-glutamato como sustratos 
(Figura 45). De esta forma, la disminución en el consumo de O2 en estado activo, cuando 
la cadena de transferencia de electrones mitocondrial es sometida a funcionar a elevada 
velocidad para generar ATP, se debe principalmente a la reducción en la actividad del 
complejo I. Inversamente, no se observaron cambios en la actividad del complejo II-III, de 
acuerdo con la ausencia de modificaciones en el consumo de O2 mitocondrial, cuando los 
electrones fueron cedidos por el succinato al complejo II. Estos resultados sugieren la 





Los resultados obtenidos apoyan la hipótesis que, durante la isquemia, la inhibición 
de la respiración mitocondrial debida a la falta del último aceptor de electrones de la 
cadena respiratoria, el O2, hace que los componentes de la cadena respiratoria se 
encuentren en un estado de máxima reducción. Durante la reperfusión, la restitución de 
los niveles de O2 permite establecer nuevamente el metabolismo oxidativo, generando 
una elevada cantidad de O2
-, como consecuencia del aumento en la velocidad de 
auto-oxidación tanto de la UQH• en el complejo III, como de la FMN• de la 
NADH-deshidrogenasa en el complejo I. 
En este trabajo, la disfunción del complejo I se ha mostrado no solo por la 
disminución de la actividad enzimática de dicho complejo mitocondrial, sino también por 
un aumento concomitante en la producción de H2O2, progresivo en cada tiempo de 
isquemia/reperfusión. Este incremento en la producción de H2O2 ocurrió solamente 
cuando se adicionaron malato-glutamato, no así cuando las determinaciones se 
realizaron en presencia del sustrato del complejo II, succinato. Frente a la adición de 
malato-glutamato la producción de H2O2 aumentó un 11% luego de la isquemia, 44% en 
la reperfusión temprana y 78% en la reperfusión tardía, respecto al grupo control. 
Asimismo, la producción de H2O2 en estado 4 en cada tiempo de isquemia/reperfusión se 
fue asemejando a la máxima capacidad de producción por el complejo I, la cual se logra 
experimentalmente, en presencia de rotenona. Cuanto más se asemeja la producción de 
H2O2 en estado 4 a la máxima producción, más modificado y/o dañado podría hallarse el 
complejo I. De esta forma, en el modelo de atontamiento miocárdico estudiado, el 
incremento observado en la producción de H2O2 dependiente del complejo I, sugiere la 
presencia de modificaciones estructurales en las proteínas de dicho complejo, tales como 
S-nitrosilación, oxidación y/o nitración. En contraste, cuando se utilizó antimicina para 
inhibir la transferencia de electrones en el complejo III, tanto en mitocondrias control 
como en las mitocondrias provenientes de corazones sometidos a isquemia/reperfusión, 
se obtuvo un aumento del 20% en todos los casos y, como consecuencia, una relación de 
producción de H2O2 en ausencia y presencia de antimicina sin diferencias significativas 
(Tabla 23). 
Los resultados obtenidos y mostrados en esta Tesis están de acuerdo con Hensley 
y col. (2000) quienes propusieron que el incremento en la producción de H2O2 podría 
ocasionar modificaciones en la actividad del complejo I, y con los trabajos de Galkin y col. 
(2009) quienes mostraron que la privación de O2, que ocurre en un episodio isquémico, 
conduce a una forma estructural y catalíticamente inactiva del complejo I, la forma D 
"latente o inactiva" (Vinogradov, 1998), la cual es susceptible a inhibición por nitrosotioles 





Teniendo en cuenta que la producción mitocondrial de H2O2 es consecuencia, 
principalmente, del O2
- generado, se puede considerar que el aumento en la producción 
de H2O2 por el complejo I proviene de un incremento en la producción de O2
- por dicho 
complejo. Cabe mencionar que, en este caso, la actividad de la enzima Mn-SOD, la cual 
cataliza la dismutación de O2
- a H2O2 en la matriz mitocondrial, no se encontró modificada 
luego de la isquemia/reperfusión.  
Recientemente, Chouchani y col. (2015) han mostrado que, durante la isquemia, se 
acumula succinato en la mitocondria, el cual es responsable del aumento en la 
producción de H2O2 durante la reperfusión. El succinato acumulado durante la isquemia 
es rápidamente re-oxidado por deshidrogenasas durante la reperfusión con el fin de 
mantener el pool de ubiquinona reducido, generando, de esta manera, la fuerza 
protón-motriz necesaria para la transferencia de electrones hacia el O2. Simultáneamente, 
se transfieren electrones, vía flujo reverso, desde el complejo II hacia el complejo I, 
permitiendo una mayor producción de O2
- por éste último. El O2
- generado, tanto por flujo 
directo como por flujo reverso de los electrones de la cadena respiratoria, es rápidamente 
convertido a H2O2 por acción de la Mn-SOD en la matriz mitocondrial (k = 1.9 x 10
9 M-1 
s-1), o puede reaccionar con el NO y formar ONOO- a velocidades cercanas al límite 
difusional (k = 1.9 x 1010 M-1 s-1; Beckman, 1990; Kissner y col., 1997). Como 
consecuencia del aumento en la generación de O2
-, los componentes de la matriz 
mitocondrial pueden hallarse expuestos a mayores velocidades de producción y 
concentración en estado estacionario de ONOO-, el cual conduce a nitración y/o 
nitrosilación de proteínas de los complejos mitocondriales. Así, la generación de dichas 
especies reactivas, en las cercanías del centro activo del complejo I, conduce a su 
modificación y/o inactivación, llevando a una disfunción mitocondrial (Pacher y col., 
2007). Se ha sugerido que la inhibición transitoria y reversible de la cadena de 
transferencia de electrones, principalmente por S-nitrosación del complejo I, preserva la 
respiración mitocondrial durante la reperfusión, minimizando la injuria causada por la 
isquemia/reperfusión (Zaobornyj y Ghafourifar, 2012). 
Cabe mencionar que, en el modelo de atontamiento miocárdico, se ha observado 
un patrón de disminución de la actividad bioquímica de la mtNOS similar al obtenido para 
el complejo I, alcanzando la máxima inhibición (28%) a los 30 min de reperfusión, 
reforzando la idea de una asociación funcional entre ambas proteínas. La menor actividad 
de la mtNOS posterior a la isquemia y durante la reperfusión, no se debe a una 
degradación de la enzima durante el período estudiado, dado que su expresión en 
mitocondrias fue similar en cada tiempo de isquemia/reperfusión (Figura 47). La 





del consumo de O2
-- como bioquímica, puede ser consecuencia de modificaciones 
oxidativas y/o nitrosativas en la estructura de la enzima.  
Los resultados obtenidos en cuanto a la reducción conjunta de las actividades de 
complejo I y de mtNOS (28%), están de acuerdo con los datos publicados por Parihar y 
col. (2008a) y por Navarro y col. (2010), quienes proponen que la mtNOS y el complejo I 
se encuentran estructuralmente adyacentes. Más aún, este hecho se refuerza por los 
resultados incluidos en el capítulo I de este trabajo de Tesis, de los cuales se deduce que 
las proteínas del complejo I estarían interaccionando funcionalmente con la mtNOS. Cabe 
mencionar que el grupo de trabajo de Poderoso (Franco y col., 2006) mostró que la 
enzima nNOS translocada a la mitocondria, es decir la mtNOS, co-inmunoprecipita con 
las proteínas de los complejos I y IV, evidenciando una interacción física entre dichas 
proteínas.  
 
2.3.1. Estimación de las concentraciones de O2
- y de NO en estado estacionario, y 
de la velocidad de generación de ONOO- 
A partir de los resultados obtenidos e incluidos en el capítulo II, se estimaron las 
concentraciones de O2
- y NO en estado estacionario, y se calculó la velocidad de 
producción de ONOO- en corazón de conejo sometido a atontamiento miocárdico. 
Las concentraciones de O2
- y de NO en estado estacionario ([O2
-]ss y [NO]ss) en la 
matriz mitocondrial se calcularon a partir de las velocidades de producción de H2O2 y NO 
determinadas experimentalmente en cada tiempo de isquemia/reperfusión, considerando 
la concentración de Mn-SOD determinada en la matriz mitocondrial, y teniendo en cuenta 
las concentraciones de ubiquinol (UQH2, 277 M) y citocromo oxidasa (5.6 M) en la 
mitocondria.  
La velocidad de producción de O2
- se estimó a partir de la velocidad de producción 
de H2O2 medida en las mitocondrias, según: 
    - d[O2
-]/dt   =   2 d[H2O2]/dt 
En estado estacionario, la velocidad de producción se iguala a la velocidad de consumo 
de una determinada especie química. En el caso del O2
-: 
    - d[O2
-]/dt  =   d[O2
-]/dt 
En las mitocondrias el O2
- se consume, principalmente, a través de dos reacciones: (a) la 
reacción controlada por difusión entre O2





ONOO- y (b) la reacción de dismutación del O2
- catalizada por la enzima Mn-SOD, que 
conlleva a la producción de H2O2. 
 O2
-   +   NO          ONOO-   k1 = 1.9 x 10
10 M-1 s-1 
 2 O2
-   +   2 H+      H2O2   +   O2   k2 = 2.3 x 10
9 M-1 s-1 
 
Si se consideran dichas reacciones, las velocidades de producción y de consumo de O2
- 
estarían dadas por las siguientes expresiones diferenciales: 
 
Velocidad de producción: d[O2
-]/dt=   2 d[H2O2]/dt 
Velocidad de consumo:  - d[O2
-]/dt   =   k1 [O2
-] [NO]  +  k2 [O2
-] [Mn-SOD] 
En estado estacionario:   d[O2
-]/dt   =  - d[O2
-]/dt 
Reemplazando cada expresión: 
    2 d[H2O2]/dt =   [O2
-]ss (k1 [NO]  +  k2 [Mn-SOD]) 
  [O2
-]ss  =   2 d[H2O2]/dt  /  (k1 [NO]  +  k2 [Mn-SOD]) 
donde k1 es la constante de velocidad de la reacción de formación de ONOO
-, k2 es la 
constante de velocidad de la reacción de dismutación del O2
- y [Mn-SOD] es la 
concentración de SOD determinada en la matriz mitocondrial para cada muestra 
(Tabla 24). 
Por otro lado, el NO se produce en la matriz mitocondrial a través de la reacción 
catalizada por la mtNOS, y se consume, principalmente, a través de las reacciones con el 
O2
- (84%), el UQH2 (14%) y la citocromo oxidasa (cit a3-Fe
2+, 4%), según: 
 
NO  +  O2
-   ONOO-   k1 = 1.9 x 10
10 M-1 s-1 
NO  +  UQH2  UQH
  +  H+  +  NO-  k3 = 1.5 x 10
4 M-1 s-1 
NO  +  Cit a3-Fe
2+  Cit a3-Fe
3+  +  NO-  k4 = 4 x 10
7 M-1 s-1 
 






d[NO]/dt  =  - d[NO]/dt  =  k1 [NO] [O2
-]  +  k3 [NO] [UQH2]  +  k4 [NO] [Cit a3-Fe
2+] 
d[NO]/dt   =    [NO]ss  (k1 [O2
-]  +  k3 [UQH2] + k4 [Cit a3-Fe
2+]) 
        [NO]ss  =   d[NO]/dt  /  (k1 [O2
-]  +  k3 [UQH2]  +  k4 [Cit a3-Fe
2+]) 
 
La concentración intramitocondrial de UQH2 en mitocondrias de corazón (~277 M) se 
estimó teniendo en cuenta el contenido de ubiquinol en las mismas, el cual es de 2.0 
nmol UQ10H2. mg proteína
-1 (Boveris y Stoppani, 1970) y considerando que la matriz 
mitocondrial ocupa un volumen de 7.2 l por cada mg de proteína mitocondrial (Costa y 
col., 1988). 
Teniendo en cuenta que para el cálculo de la concentración de O2
- en estado 
estacionario ([O2
- ]ss) se necesita la concentración de NO en estado estacionario ([NO]ss), 
y para el cálculo de la [NO]ss es necesario el dato de la [O2
- ]ss, se utilizó el método 
matemático de las aproximaciones sucesivas para obtener ambas concentraciones 
(Valdez y col., 2000). En la Tabla 38 se muestran las concentraciones de O2
- y de NO en 
estado estacionario estimadas para mitocondrias de corazón de conejos sometidos a 
isquemia/reperfusión. 
 
Tabla 38. Concentraciones en estado estacionario de NO y O2
- en la matriz mitocondrial 




-9 M) (10-11 M) 
0/0 9.1 4.8 
15/0 8.7 5.0 
15/5 8.1 6.4 
15/30 6.6 8.1 
 
Como puede observarse, la [O2
- ]ss estimada a los 15 min de isquemia no fue 
diferente a la obtenida para el control, sin embargo se incrementaron un 32% y un 67% 
luego de 5 o 30 min de reperfusión, respectivamente. De esta forma, el aumento en la 
velocidad de producción de H2O2 observado en las mitocondrias provenientes de los 






-, y dado que no se observaron diferencias en la actividad de la enzima 
Mn-SOD, una producción de O2
- incrementada lleva a un aumento significativo en la 
concentración en estado estacionario de dicha especie. Por otro lado, la concentración de 
NO en estado estacionario disminuyó en cada tiempo de isquemia/reperfusión, en 
concordancia con la velocidad de producción de NO por membranas mitocondriales 
(Tabla 21).  
El O2
- es capaz de reaccionar con el NO, en una reacción de terminación de 
radicales libres que ocurre a velocidades cercanas al límite difusional (k1 = 1.9 x 10
10 M-1 
s-1 Kissner y col., 1997), generando ONOO-. La velocidad de formación de ONOO- 
intramitocondrial puede calcularse teniendo en cuenta la [NO]ss y la [O2
-]ss en la matriz 
mitocondrial y la constante de velocidad de segundo orden de la reacción de formación 
de ONOO- (k1), según: 
   d[ONOO-]/dt  =  k1 [O2
-]ss [NO]ss 
En la Tabla 39 se muestra que la velocidad de producción de ONOO- se incrementó 
~20% en las mitocondrias provenientes de los corazones sometidos 15 min de isquemia y 
30 min de reperfusión. 
 











Cabe mencionar que, en situaciones fisiológicas, sólo el 15% del O2
- generado en la 
mitocondria es metabolizado por la reacción con el NO, siendo ésta la vía principal de 
metabolización de NO (~80%). Sin embargo, en situaciones en las cuales existe un 
incremento en la [O2
-]ss, tal como en el atontamiento miocárdico, a pesar de la disminución 





estar exacerbada, debido a que la actividad de Mn-SOD no se modificó como 
consecuencia de la isquemia/reperfusión.  
Asimismo, el aumento en la velocidad de producción de ONOO- en los corazones 
sometidos 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión, está de acuerdo con el 
incremento en los niveles de nitración de tirosinas observado en las membranas 
mitocondriales luego de la reperfusión (Figura 49).  
De esta forma, se evidencia que en la isquemia/reperfusión cardíaca se altera el 
metabolismo del NO, modificándose el balance entre el NO y el O2
- en la mitocondria, 
dando como resultado un aumento en la formación de ONOO-. El metabolismo 
interdependiente entre el NO y O2
- en la mitocondria está centrado en la reacción de 
generación de ONOO- siendo, dicha reacción, la vía principal de utilización de NO y 
determinante de su concentración en estado estacionario (Figura 73). Por un lado, el NO 
ejerce un papel regulador en situaciones fisiológicas, inhibiendo a la actividad de 
citocromo oxidasa en forma reversible con las concentraciones de O2 (Poderoso y col., 
1996, 1998), y por otro lado, participa en los mecanismos moleculares involucrados en 
situaciones patológicas como inflamación, enfermedades neurodegenerativas e 
isquémicas (Brown, 1997; Pacher y col., 2007), a través de la generación de ONOO-, 
potente oxidante relacionado con efectos deletéreos sobre las mitocondrias y las células. 
(Xie y col., 1998; Boczkowski y col., 1999; Pacher y col., 2007). 
Teniendo en cuenta la totalidad de los resultados, y de acuerdo con la hipótesis 
planteada por el grupo de trabajo de Poderoso (Riobo, y col., 2001) y por Abe y col. 
(1999), se puede considerar que el ONOO- podría ser la especie responsable de la 
modificación e inhibición del complejo I durante la reperfusión. De acuerdo a esto, en el 
modelo de atontamiento miocárdico estudiado, se ha observado que, luego de 15 min de 
isquemia y 30 min de reperfusión, se incrementó un 42% la oxidación de lípidos, 17% la 
oxidación de proteínas y un 70% la nitración de proteínas mitocondriales (Figuras 48 y 
49, respectivamente).  
Trabajos previos (Hardy y col., 1991; Paradies y col., 2004) muestran que el 
complejo I es el principal blanco del O2
- generado en condiciones de 
isquemia/reperfusión. Jekabsone y col (2003) mostraron que el complejo I se inhibe por 
exposición a flujos de NO, y que dicha inhibición se anula por adición de SOD al medio. 
Por lo tanto, O2
-, NO y/o ONOO- en concentraciones como las alcanzadas luego de un 
periodo de isquemia/reperfusión, podrían inactivar al complejo I. Se ha descripto que las 
reacciones que inactivan al complejo I, mediadas por radicales libres, tales como 





intermoleculares débiles no covalentes de las proteínas que las mantienen unidas, y 
promueven interacciones cruzadas covalentes que tienen como consecuencia la 




Figura 73. Esquema que ilustra el metabolismo mitocondrial de O2
-, NO y ONOO- en 
situaciones de isquemia (A) y reperfusión (B). 
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Cabe destacar que el NO generado en el miocardio es esencial para la 
homeostasis del corazón y su actividad mecánica (Hare, 2003). El NO es considerado un 
cardioprotector endógeno, ya que no solo actúa sobre la cadena respiratoria mitocondrial 
regulando la respiración, a través de la inhibición de la actividad de citocromo oxidasa y 
de la transferencia de electrones entre los citocromos b y c, sino que también actúa a 
través de vías de señalización GMPc-dependientes (Chesnais y col., 1999;  Paolocci y 
col., 2000). Los mecanismos postulados por los cuales el NO, o su segundo mensajero el 
GMPc, aumentan la resistencia de los miocitos a la injuria causada por un episodio de 
isquemia aguda involucran: la inhibición de la sobrecarga de Ca2+, el antagonismo de la 
estimulación β-adrenérgica, la disminución de la contractilidad miocárdica, la reducción 
en la demanda de O2, la apertura de canales de potasio sarcolemales y/o mitocondriales 
dependientes de ATP, y la activación de ciclooxigenasas (Bolli, 2001 y 2007). 
 
2.4.  Síndrome del complejo I 
La disfunción mitocondrial observada en el atontamiento miocárdico posee las 
mismas modificaciones que las descriptas en el "síndrome del complejo I", término 
definido por Boveris, Carreras y Poderoso (2010). En este síndrome se observa una 
disminución en la velocidad de consumo de O2 mitocondrial cuando se utilizan malato-
glutamato como sustratos, una reducción en la actividad del complejo I, un incremento en 
los niveles de oxidación a proteínas y lípidos y en la nitración de proteínas, así como un 
aumento en la velocidad de producción de O2
- y de H2O2. 
El síndrome del complejo I ha sido observado inicialmente en la enfermedad de 
Parkinson, en estudios realizados en modelos animales in vitro e in vivo y en biopsias de 
cerebros humanos realizadas post mortem (Schapira y col., 1990; Schapira y col., 1990b; 
Schapira 2008b, Gomez y col., 2007; Navarro y col., 2009; Navarro y Boveris, 2009). 
Debido al incremento observado en la producción de O2
- y de H2O2 y a la disfunción de la 
cadena respiratoria mitocondrial, especialmente por alteraciones en la actividad del 
complejo I, detectada en neuronas de la substantia nigra (Schapira y col., 1990; Schapira 
y col., 1990b; Schapira 2008b) y de la corteza frontal (Navarro y col., 2009; Navarro y 
Boveris, 2009), dichos estudios postulan la existencia de una situación de estrés oxidativo 
en la etiopatogenia de la enfermedad. Es interesante destacar que los resultados 
presentados en el capítulo II de esta Tesis muestran una disminución conjunta en la 
actividad del complejo I y en las actividades bioquímica y funcional de la mtNOS en cada 
tiempo de isquemia/reperfusión. Estos datos condicen con los resultados obtenidos por 





enfermedad de Parkinson. En dichos experimentos, realizados a los 30 y 60 días 
post-tratamiento de los animales con rotenona, observaron una disminución en la 
velocidad de respiración mitocondrial en estado 3, utilizando malato-glutamato como 
sustrato, y en la actividad del complejo I (17% y 57%, respectivamente) acompañada de 
una menor actividad bioquímica (27% y 62%, respectivamente) y funcional (27% y 71%) 
de la mtNOS, en mitocondrias de cerebro. 
En el cardiomiocito, la aparición de este síndrome tiene como consecuencia, una 
disminución significativa en la capacidad de las células de generar la energía suficiente 
para mantener la composición iónica necesaria para la contracción miocárdica. A pesar 
de ser una injuria reversible, durante este período existe un estado en el cual la 
producción de energía en la mitocondria es deficiente y por lo tanto, un factor limitante 
para la función y homeostasis del cardiomiocito.  
El mecanismo molecular responsable de las alteraciones relacionadas al síndrome 
del complejo I, presente en el modelo utilizado en este trabajo de Tesis, podría implicar 
una suma de procesos y/o reacciones que culminan con la inactivación del complejo I. En 
primer lugar, ocurren procesos de peroxidación lipídica y reacción de los intermediarios 
derivados de los radicales libres (principalmente ROO•) y de los aldehídos generados en 
ese proceso (4-OH-nonenal y malondialdehído) con carbonos alílicos y grupos amino, 
respectivamente, presentes en las cadenas polipeptídicas de las proteínas del complejo I. 
En segundo lugar, la formación de ONOO- en la matriz mitocondrial, por la reacción entre 
el NO y el O2
- en la vecindad del centro activo de la NADH-deshidrogenasa (Turrens y 
Boveris, 1980), podría ser otros de los mecanismos de inactivación del complejo I. Es 
interesante notar que la inactivación del complejo I se acompaña de un aumento en la 
velocidad de producción de O2
- y por consiguiente, un aumento en la generación de H2O2 
(Navarro y col., 2011). El aumento en dichas especies, sería responsable de la oxidación 
a lípidos y proteínas observados en las mitocondrias (Hensley y col., 2000). 
 
2.5.  Efecto de la adenosina 
2.5.1. Función ventricular 
Es sabido que la adenosina tiene efectos protectores sobre la funcionalidad 
cardíaca cuando existe una injuria por isquemia/reperfusión, tanto en modelos in vivo 
como in vitro. La administración exógena de adenosina, o agonistas del receptor de 
adenosina, previos a un episodio de isquemia reduce el tamaño de infarto, mejora la 
recuperación de la función ventricular durante la reperfusión y prolonga el período para la 





capacidad de estimular la glicólisis en cardiomiocitos (Forman y col., 1993), reducir la 
depleción de ATP durante la isquemia y restituir sus niveles en la reperfusión (Hori y col., 
1991), normalizar la relación entre la demanda y la disponibilidad de O2 en el tejido e 
inhibir la agregación de neutrófilos y la agregación plaquetaria (Belardinelli y col., 1989). 
Por ello, se decidió estudiar el efecto de dicha droga sobre la función mitocondrial 
en corazón de conejo sometido a atontamiento miocárdico. Tal como se describió 
previamente (Donnato y Gelpi, 2003), se observó que la adición de adenosina al medio 
de perfusión, previo a la isquemia y durante la reperfusión, revirtió las alteraciones 
observadas en la funcionalidad ventricular cardíaca. El estado contráctil del miocardio, 
evaluado como la PDVI, sometido a isquemia y reperfundido en presencia de adenosina 
se incrementó un 45% respecto a los corazones sometidos a isquemia/reperfusión sin 
adenosina (67 ± 3 mmHg), alcanzando, de esta forma, valores semejantes a los 
obtenidos para los animales normóxicos (97 ± 6 vs. 107 ± 7mmHg, respectivamente). La 
adenosina logró aumentar la +dP/dt en un 42%, respecto al grupo isquemia/reperfusión. 
La rigidez cardíaca, disminuyó 2 veces en los corazones perfundidos en presencia de 
adenosina, respecto a los corazones sometidos a isquemia/reperfusión sin tratamiento 
con dicha droga (35 ± 3 mmHg), llegando a valores semejantes a los de corazones 
normóxicos (12 ± 1 vs.11 ± 1 mmHg, respectivamente). Adicionalmente, la adenosina 
logró reducir (28%) el aumento en la PPC ocasionado por la isquemia/reperfusión. Por 
consiguiente, la adenosina protegió al miocardio de las alteraciones post-isquémicas 
sistólicas y del aumento de la rigidez miocárdica, revirtiendo las alteraciones funcionales 
presentes en el corazón atontado como consecuencia de la isquemia/reperfusión 
(Figura 50).  
Adicionalmente, la reperfusión en presencia de adenosina protegió al corazón de la 
diminución (46%) en el consumo de O2 observada en cortes de ventrículo izquierdo luego 
de 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión (0.85 ± 0.08 mol. min-1. g tejido-1), 
respecto a los corazones control. La adición de adenosina al medio de perfusión logró 
incrementar el consumo de O2 tisular un 67% luego de 30 min de reperfusión en 
comparación con los corazones sometidos al mismo tiempo de reperfusión pero sin 
adenosina, y alcanzando valores semejantes a los corazones control (I/R + adenosina: 
1.42 ± 0.20 vs. control: 1.57 ± 0.10 mol. min-1.g tejido-1). 
Se ha mostrado que la cardioprotección de la adenosina se asocia a la activación 
de los receptores purinérgicos A1 durante la reperfusión (Fralix y col., 1993, Donnato y 
Gelpi, 2003), reduciendo los influjos de Ca2+ al cardiomiocito. Los receptores A1 están 





miocardio, por lo cual pueden participar en la protección que presenta la adenosina frente 
a la injuria causada por la isquemia/reperfusión.  
Por otro lado, se ha mostrado que ciertas proteínas señalizadoras y quinasas (AKT, 
proteínas quinasa C (PKC), glucógeno sintasa quinasa 3β (GSK-3β), óxido nítrico sintasa 
(NOS), quinasa regulada extracelularmente (ERK), proteína kinasa G (PKG), guanilato 
ciclasa (GC) y el canal de K ATP-dependiente mitocondrial) son activadas como 
consecuencia de la unión de la adenosina a su receptor A1, y tienen como destino las 
mitocondrias, estando estas últimas involucradas en el efecto cardioprotector (Baines y 
col., 2003; Rourke, 2004; Weiss y col., 2003). 
 
2.5.2. Funcionalidad mitocondrial 
Debido a que la adición de adenosina al medio de perfusión protegió al miocardio 
frente a la injuria por isquemia/reperfusión, se estudió si esta droga revertía la disfunción 
mitocondrial observada. Para ello, se evaluó la actividad del complejo I, el único de los 
componentes de la cadena de transferencia de electrones que había presentado una 
disminución progresiva en su actividad, la actividad de mtNOS, la oxidación a lípidos y la 
nitración de tirosinas, en corazones perfundidos en presencia de adenosina. La adición 
de adenosina al medio de perfusión logró revertir el patrón de disminución observado en 
la actividad del complejo I, logrando un aumento del 30% en los corazones sometidos a 
15 min de isquemia y 30 min de reperfusión, respecto al mismo tiempo de 
isquemia/reperfusión sin adenosina. Asimismo, la presencia de adenosina permitió 
restituir el descenso observado, a los 30 min de reperfusión, en la actividad de mtNOS, 
obteniéndose una actividad 19% mayor respecto al mismo tiempo de 
isquemia/reperfusión en ausencia de adenosina. De esta forma, la perfusión con 
adenosina protegió a las mitocondrias de las alteraciones causadas por la 
isquemia/reperfusión llegando a valores semejantes a los obtenidos en mitocondrias 
provenientes de corazones control (control 0/0).  
Cabe mencionar que los resultados obtenidos en cuanto a las actividades del 
complejo I-III y de mtNOS, reperfundiendo los corazones en presencia y ausencia de 
adenosina, están de acuerdo con la interacción funcional entre las proteínas del complejo 
I y la mtNOS descripta en el capítulo I de este trabajo. Como se discutió previamente, una 
disminución en la actividad del complejo I-III, progresiva en cada tiempo de 
isquemia/reperfusión, se acompañó de una disminución también progresiva en la 
actividad de la mtNOS, alcanzando ambas actividades el mismo porcentaje de 





complejo I-III como la de mtNOS fueron comparables a las actividades obtenidas en 
mitocondrias de corazón de animales control.  
Debido al aumento en la generación de O2
-, H2O2, y ONOO
- que ocurre durante la 
reperfusión y como consecuencia, al incremento en la oxidación de lípidos y nitración de 
tirosinas observados en las mitocondrias de ventrículo izquierdo provenientes de 
miocardios sometidos a atontamiento miocárdico, se estudió el efecto protector de la 
adenosina frente al daño oxidativo a lípidos (TBARS) y nitrosativo a proteínas 
(nitrotirosinas). La suplementación del medio de perfusión con adenosina logró revertir en 
un 25% el daño oxidativo a fosfolípidos en mitocondrias a los 15 min de isquemia y 30 
min de reperfusión. Los valores alcanzados en presencia de adenosina, fueron 
semejantes a los encontrados en las muestras control con o sin la adición de adenosina 
al medio de perfusión, logrando una protección del 100% frente al daño oxidativo. 
Adicionalmente, la perfusión con adenosina redujo en un 65% la nitración de proteínas, 
determinada como nitrotirosinas, que había sido observada luego de 15 min de isquemia 
y 30 min de reperfusión. Este resultado está de acuerdo y puede ser explicado con las 
observaciones realizadas por Venardos y col. (2009), quienes han descripto que la 
mejoría en la respuesta contráctil por la perfusión del corazón en presencia de adenosina 
se asocia a una disminución en los niveles de ONOO- y como consecuencia en la 
nitración de tirosinas. De esta forma, la adición de adenosina al medio de perfusión 
protegió al miocardio (entre 70-100%) respecto de la disminución en el consumo de O2 
tisular, y de las alteraciones observadas en cuanto a la reducción en las actividades del 
complejo I y de mtNOS, al incremento en la oxidación a lípidos y en la nitración de 
residuos tirosina.  
Dado que los cambios mitocondriales como consecuencia del atontamiento 
miocárdico ocurren gradualmente durante la reperfusión temprana y reperfusión tardía, 
alcanzando diferencias significativas a los 30 min de reperfusión, y que la mejora 
observada en la funcionalidad ventricular por adición de adenosina comienza en la 
reperfusión temprana (15 min), es de esperar que el efecto protector de la adenosina 
frente a la isquemia/reperfusión no es una consecuencia de su acción sobre la 
mitocondria y la preservación de las concentraciones de ATP en etapas tempranas de la 
reperfusión (Ogawa y col., 1996; Hori y col., 1991), sino que, probablemente, el efecto 
protector de la adenosina sobre la funcionalidad cardíaca y la reversión del atontamiento 
miocárdico ocurra como consecuencia de la inhibición de los influjos de Ca2+ a los 
cardiomiocitos, por activación de los receptores purinérgicos A1 (Ogawa y col., 1996; 






3.  Funcionalidad y biogénesis mitocondrial cardíaca en diabetes inducida por 
estreptozotocina 
En esta sección se discuten los resultados mostrados en el capítulo III de este 
trabajo de Tesis, en cuanto a la función ventricular, la participación de las mitocondrias en 
le disfunción cardíaca y la ocurrencia de biogénesis mitocondrial como mecanismo 
compensador de las alteraciones observadas como consecuencia de la Diabetes inducida 
por estreptozotocina en un modelo animal. 
 
3.1.  Función ventricular en Diabetes 
La Diabetes es un desorden metabólico que resulta de un incremento crónico en los 
niveles de glucosa en sangre. En los pacientes diabéticos, la hiperglucemia prolongada y 
no controlada es un factor de riesgo asociado al daño y disfunción de varios órganos y 
tejidos, afectando principalmente ojos, riñones, nervios, vasos sanguíneos y corazón 
(American Diabetes Association, 2008). El corazón es un órgano insulino-dependiente, 
debido a que necesita de la insulina para controlar el ingreso de glucosa al tejido, 
permitiendo así la síntesis de ATP por fosforilación oxidativa, en la mitocondria. El ingreso 
de glucosa a las células cardíacas ocurre a través de los transportadores de glucosa 
GLUT-4, los cuales se unen a la membrana celular como respuesta a la insulina. A su 
vez, dicha hormona regula el proceso de glucólisis y la síntesis de glucógeno y de ácidos 
grasos.  
La hiperglucemia que se produce en la Diabetes lleva al desarrollo de 
enfermedades cardiovasculares y a falla cardíaca, siendo las principales causas de 
muerte en los pacientes diabéticos (Boudina y Dale Abel, 2007). La diabetes crónica y no 
controlada se asocia a una cardiomiopatía primaria denominada "cardiomiopatía 
diabética", en la que se observa disfunción contráctil en ausencia de hipertensión o 
enfermedades coronarias arteriales (Hambly y col., 1974). Esta disfuncionalidad cardíaca 
se asocia a alteraciones en el metabolismo energético, principalmente, al deterioro 
progresivo en la funcionalidad mitocondrial. De esta forma, la disminución en la 
producción de ATP es una de las causas de la progresión hacia la falla cardíaca (Rolo y 
Palemira, 2006). A pesar que la etiopatogenia de la cardiomiopatía diabética no está 
totalmente dilucidada, los desbalances en el metabolismo energético cardíaco tienen un 
papel central.  
Tal como se muestra en el capítulo III de Resultados, la función ventricular sistólica, 
estimada por la PDVI y la +dP/dtmax, y la función ventricular diastólica, evaluada a través 





control, en condiciones basales. Sin embargo, cuando los corazones fueron sometidos a 
un aumento en el trabajo cardíaco, inducido por el estímulo β-adrenérgico, resultante de 
la perfusión con isoproterenol, se observaron alteraciones en la función ventricular 
sistólica y diastólica en ratas diabéticas.  
El aumento en el trabajo cardíaco permite evaluar la reserva miocárdica, definida 
como la capacidad que posee el corazón de responder ante los requerimientos 
metabólicos adicionales o frente a un estímulo extra. La estimulación β-adrenérgica 
ejerce efectos inotrópico y lusitrópico positivos, es decir aumento en la fuerza de 
contracción y en la velocidad de relajación del miocardio, respectivamente, lo que simula 
un incremento del trabajo cardíaco (Sicari y col., 2008). Esto ocurre a través de un 
aumento en la biodisponibilidad y en el flujo intracelular de Ca2+, ya que aumenta la 
liberación de Ca2+ desde el retículo sarcoplasmático e incrementa, posteriormente, la 
velocidad de recaptación por el mismo, durante la relajación.  
Los cambios en la contracción cardíaca se evidenciaron, luego de un estímulo 
β-adrenérgico, como una disminución en la PDVI (38%) y en la +dP/dtmáx o reserva 
inotrópica (37%) en los corazones de los animales diabéticos respecto a los corazones de 
los animales control (Figuras 56 A y B). Por otro lado, la administración de isoproterenol 
produjo una reducción en la velocidad de relajación en los corazones control 
(Δt50C= -26%), debido a su efecto lusitrópico positivo. Dicha reducción fue de menor 
magnitud en los corazones de animales diabéticos (Δt50D=-11%). La diferencia en el 
tiempo de relajación alcanzado, luego de un estímulo β-adrenérgico, sugiere la presencia 
de cambios en la reserva lusitrópica en los animales diabéticos en respuesta a una 
sobrecarga de trabajo. Dicha alteración puede explicarse por variaciones en los 
transientes de Ca2+ durante la contracción y la relajación cardíaca, impidiendo una 
correcta relajación del miocardio frente a un agonista β. Estos resultados están de 
acuerdo con el hecho que en animales diabéticos, el incremento máximo en las 
concentraciones de Ca2+ intracelulares en respuesta al isoproterenol se encuentran 
disminuidas (Yu y col., 1994). Por lo tanto, parte de la menor respuesta del miocardio al 
estímulo β-adrenérgico se debe a modificaciones en la regulación de los flujos de Ca2+ 
intracelulares. Así, cuando se evaluó la reserva miocárdica utilizando un estímulo 
β-adrenérgico, se observó una disminución tanto en la reserva inotrópica o fuerza de 
contracción, como en la reserva lusitrópica, en los corazones de los animales diabéticos, 
es decir que dichos corazones no respondieron adecuadamente frente a un aumento del 
trabajo cardíaco.  
Adicionalmente, se ha descripto que el NO puede estar involucrado en la respuesta 





1998; Smith y col., 1997). Los efectos inotrópicos y cronotrópicos negativos del NO frente 
a un estímulo con agonistas β-adrenérgicos, es decir, disminución en la amplitud y 
velocidad de contracción, están mediados por guanosina 3´,5´-monofosfato cíclico 
(GMPc) (Balligand y col., 1993; Tao y McKenna, 1994; Kaye y col., 1996). En un corazón 
normal, el GMPc puede causar, simultáneamente, la supresión de las corrientes de Ca2+ 
tipo L estimuladas por un agonista β (Wahler y Dollinger, 1995), modificar los 
mecanismos responsables de la liberación de Ca2+ desde el retículo sarcoplásmico 
(Finkel y col., 1995) y reducir la sensibilidad de los miofilamentos al Ca2+ (Shah y col., 
1994). Estos efectos del NO, mediados por GMPc, sobre la contracción cardíaca y sobre 
el metabolismo de Ca2+ observados en un corazón normal, son semejantes a las 
disfunciones que ocurren en los miocitos de un animal diabético (Yu y col., 1994). 
Teniendo en cuenta que aproximadamente un 60% del NO citosólico podría provenir de 
la difusión del NO mitocondrial (Valdez y col., 2004; Zaobornyj y col., 2009), es 
importante destacar que el NO generado a través de la reacción catalizada por la mtNOS, 
tendría un papel importante en el acoplamiento excitación-contracción. En este trabajo, 
se observó un aumento en la producción mitocondrial de NO por la mtNOS (~23%) en 
corazón de animales diabéticos respecto a los control (Tabla 34), concomitantemente con 
una mayor expresión de la enzima en la fracción mitocondrial (Figura 62). El NO 
mitocondrial difunde al citosol, donde podría actuar través de las vías NO/GMPc 
dependientes, ocasionando la disfunción contráctil observada, en respuesta a un estímulo 
β-adrenérgico. 
Tal como se mencionó, el corazón es un tejido altamente dependiente de las 
concentraciones de O2, debido a que más del 90% del metabolismo cardíaco es aeróbico. 
La principal fuente de energía para suplir la demanda metabólica y contráctil del corazón 
está dada por la síntesis mitocondrial de ATP. Por ello, las mitocondrias ocupan 30-40% 
del volumen celular total en cardiomiocitos (Murphy y Steenbergen, 2007; Duncan, 2011). 
En el corazón, la población mitocondrial oscila, en períodos de milisegundos, entre los 
estados de respiración pasiva y activa, dependiendo de las condiciones intracelulares 
(Navarro y col., 2005; Shiva y col., 2005). Se ha estimado que en condiciones fisiológicas, 
68% de la población mitocondrial se hallan principalmente en estado 4, mientras que el 
32% restante se encuentran en estado 3 (Boveris y Boveris, 2007). Esto indica que en 
condiciones fisiológicas, solo se utiliza un 30-40% de la máxima capacidad de producción 
de ATP por las mitocondrias (Navarro y Boveris, 2007). La diferencia entre el estado de 
respiración pasiva y de respiración activa se denomina capacidad de reserva 
bioenergética mitocondrial, y es lo que le permite a los cardiomiocitos mantener la función 





Los resultados incluidos en el capítulo III muestran que el consumo de O2 tisular 
dependiente de la fracción mitocondrial, dado principalmente por mitocondrias respirando 
en estado 4, se encontró disminuido en un ~20% en corazón de animales diabéticos, 
hecho que se correlaciona con la disfunción ventricular observada. Más aún, se ha 
observado que la producción mitocondrial de ATP en corazón de los animales diabéticos 
es ~40% menor que la determinada en animales control (Figura 61). De esta forma, la 
deficiencia energética afectaría negativamente a la homeostasis del Ca2+ y explicaría, en 
parte, la disfunción miocárdica observada en respuesta a un estímulo con isoproterenol. 
La disfunción en la respuesta contráctil del corazón frente a la estimulación con agonistas 
β, permite reforzar la idea que el miocardio depende de la energía generada en las 
mitocondrias para poder desarrollar la fuerza de contracción. De esta forma, la falla en la 
función contráctil frente a un aumento del trabajo cardíaco podría tener su origen en una 
alteración mitocondrial. Cabe mencionar que en corazones humanos con falla cardíaca 
se ha observado un desbalance entre la demanda y el suministro de ATP, impidiendo el 
correcto trabajo contráctil (Berr y col., 2002; Neubauer, 2007). 
 
3.2.  Función mitocondrial en Diabetes 
La disfunción ventricular observada en cuanto a la reserva contráctil y lusitrópica y 
en referencia a la reducción en el consumo de O2 cardíaco dependiente de la fracción 
mitocondrial en corazón de ratas diabéticas, llevaron al estudio detallado de la función 
mitocondrial en corazón. 
La respiración mitocondrial fue evaluada experimentalmente en los estados de 
respiración activa o estado 3, y de respiración pasiva o estado 4. Se observó que el 
consumo de O2 mitocondrial en estado 4 no se modificó ni cuando se utilizó 
malato-glutamato ni al utilizar succinato, como dadores de electrones, los cuales ingresan 
por los complejos I y II, respectivamente. Contrariamente, se observó una disminución en 
el consumo de O2 mitocondrial en estado 3 en corazón de animales diabéticos, que fue 
mayor cuando se utilizó malato-glutamato (22%) que cuando se usó succinato (17%) 
como sustratos. Asimismo, se observó que la actividades de los complejos I-III, II-III y IV 
son menores en mitocondrias de corazón de los animales diabéticos, respecto a los 
animales control, indicando que existe una disfunción en la transferencia de electrones, 
en correlación con la disfunción respiratoria. La disminución de la respiración mitocondrial 
en estado 3, está de acuerdo con resultados mostrados previamente, no sólo en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos sino también en mitocondrias de fibras 





presencia de una disfunción mitocondrial (Pierce y Dhalla, 1985; How y col., 2006; 
Heather y Clarke, 2011; Anderson y col., 2009). En el estudio realizado por Anderson y 
col. (2009) utilizando fibras permeabilizadas de tejido cardíaco humano, el consumo de 
O2 en estado 4 adicionando malato-glutamato como sustratos no se vio modificado. Sin 
embargo, el consumo de O2 en estado 3 disminuyó un 20% en las muestras provenientes 
de pacientes diabéticos respecto a las muestras control, siendo dicho porcentaje 
semejante al obtenido en este trabajo de Tesis. Adicionalmente, dichos autores 
observaron que, a pesar de que el consumo de O2 en estado 3 sustentado por succinato 
no fue estadísticamente diferente entre grupos, existe una tendencia de disminución en 
dicho parámetro en las fibras provenientes de pacientes diabéticos. 
De acuerdo a los valores de velocidad de consumo de O2 obtenidos (Tabla 29), se 
observó una disminución significativa (27%) en el control respiratorio solamente cuando 
los electrones ingresaron a la cadena respiratoria por el complejo I, mostrando, una vez 
más, una disfunción en la transferencia de electrones y/o un desacople de la fosforilación 
oxidativa. Cuando se utilizó succinato, la disminución en el control respiratorio no fue 
estadísticamente significativa entre grupos. 
La reducción observada en la respiración en estado 3 en mitocondrias de corazón 
de animales diabéticos está en relación directa con la disminución observada en la 
fosforilación oxidativa (relación ADP/O) y en la velocidad de producción de ATP. La 
relación ADP/O se encontró significativamente disminuida cuando los electrones 
ingresaron a la cadena respiratoria por el complejo I (15%), en concordancia con el 
menor control respiratorio obtenido utilizando los mismos sustratos (malato-glutamato). 
Es sabido que la funcionalidad de las mitocondrias depende de su integridad, y del 
gradiente electroquímico de H+ que se establece a través de la membrana interna 
mitocondrial, por acción de los complejos de la cadena respiratoria, siendo dicho 
gradiente la fuerza impulsora para la síntesis de ATP. Por ello, se estimó el potencial de 
membrana mitocondrial, mediante citometría de flujo, como un indicador de la 
funcionalidad de dicha organela, observándose una despolarización parcial de la 
membrana interna mitocondrial en mitocondrias de corazón de ratas diabéticas en estado 
de respiración activa (Figura 59 C y D), tanto con sustratos del complejo I como del 
complejo II. Más aún, la síntesis de ATP fue ~40% menor en mitocondrias de corazón de 
animales diabéticos respecto a mitocondrias de corazón de animales control. 
La disminución del consumo de O2 mitocondrial, la reducción en la actividad de los 
complejos I-III, II-III y IV de la cadena respiratoria, la disminución en el potencial de 
membrana y la menor producción de ATP observada en mitocondrias de corazón de 





sustratos por disfunción de la cadena de transferencia de electrones. La reducción en el 
gradiente electroquímico por despolarización de la membrana mitocondrial en ratas 
diabéticas, podría llevar a una deficiente síntesis de ATP, disminuyendo el aporte de 
energía a los cardiomiocitos. 
Es posible estimar la velocidad de fosforilación oxidativa (OPR por sus siglas en 
inglés: oxidative phosphorylation rate), a partir de las determinaciones de consumo de O2 
en estado 3 y de la relación estimada entre los moles equivalentes de fosfato esterificado 
por oxígeno consumido (ADP/O) (Pierce y Dhalla, 1985). Los valores de OPR se obtienen 
multiplicando la velocidad de consumo de O2 en estado 3 por la relación ADP/O. En la 
Tabla 40 se observan los valores estimados para la velocidad de fosforilación oxidativa 
en mitocondrias control y diabéticas utilizando malato-glutamato o succinato como 
sustratos. 
 
Tabla 40. Estimación de la velocidad de fosforilación oxidativa 
 Velocidad de fosforilación oxidativa 
(nmol ATP. min-1. mg proteína-1) 
Grupo Control Diabetes 
Sustrato   
Malato-Glutamato 588 389 
Succinato 470 337 
 
La disminución en el consumo de O2 en estado 3 y en la relación ADP/O hallada en 
las mitocondrias de los animales diabéticos se refleja en una menor velocidad de 
fosforilación oxidativa, es decir, una menor velocidad de producción de ATP, utilizando 
malato-glutamato (34%) o succinato (28%) como sustratos. Las alteraciones en la 
actividad respiratoria mitocondrial podrían ser responsables de la disminución de los 
niveles de ATP en los cardiomiocitos, teniendo implicancia en el desarrollo de la 
cardiomiopatía diabética. Cabe destacar que, a pesar de que existe una diferencia entre 
los valores de producción de ATP determinados por el método quimioluminiscente 
(Figura 61) y los estimados a partir de los valores de consumo de O2 (Tablas 29 y 30), los 
cambios observados en la producción de ATP entre las mitocondrias provenientes de 
corazón de ratas diabéticas y las obtenidas a partir de ratas control, utilizando 





De esta forma, el suministro de ATP por fosforilación oxidativa mitocondrial podría 
ser un paso limitante para la correcta función ventricular frente a una sobrecarga de 
trabajo cardíaco, en los corazones de los animales diabéticos. Así, las alteraciones en la 
función mitocondrial tendrían un impacto sobre la función y contractilidad cardíaca, 
posiblemente formando parte de la génesis de la cardiomiopatía diabética. 
 
3.2.1.  Estimación de las concentraciones de O2
- y de NO en estado estacionario, y    
de la velocidad de generación de ONOO- 
Cuando las mitocondrias fueron energizadas con sustratos del complejo I, la 
producción mitocondrial de H2O2 en corazón de animales diabéticos fue 2 veces mayor a 
la observada en mitocondrias de animales control. Más aún, la inhibición de la 
transferencia de electrones por adición de rotenona en mitocondrias de corazón de ratas 
diabéticas, llevo a una velocidad producción de H2O2 similar a la obtenida en estado 4 
(Tabla 32), sugiriendo modificaciones oxidativas y/o nitrosativas en el complejo I, 
probablemente disparadas como consecuencia de la hiperglucemia. La disfunción 
observada en la actividad del complejo I en mitocondrias de corazón de animales 
diabéticos, se refuerza con el incremento descripto en la producción de H2O2 en estado 
de respiración pasiva, cuando se utilizaron malato y glutamato como sustratos. Cuando 
se utilizó succinato como fuente de electrones, y en las condiciones experimentales 
utilizadas, la producción de H2O2 deriva principalmente del O2
- generado por auto-
oxidación de la UQH. En esta situación, no se observó diferencia significativa en la 
producción de H2O2 en estado 4 entre grupos. Por otro lado, la máxima producción de 
H2O2 por el complejo III, dada por la adición de antimicina, fue similar en mitocondrias de 
animales control y diabéticos. 
La actividad de Mn-SOD que cataliza la dismutación del O2
- fue 49% menor en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos en comparación con animales control. 
Este resultado está de acuerdo con trabajos publicados que muestran que en corazón de 
ratones transgénicos OVE26 diabéticos, se evidencia no solo un incremento en la 
generación de radicales libres, sino también una reducción en las defensas antioxidantes 
(Shen y col., 2006), haciendo del estrés oxidativo una situación involucrada en el inicio, la 
progresión y las consecuencias patológicas de la diabetes en el corazón (Cai, 2006). De 
esta forma, la dismutación del O2
- dentro de la mitocondria estaría reducida, aumentando, 
probablemente su concentración en estado estacionario dentro de la matriz mitocondrial, 
e incrementando su metabolización a través de la reacción con el NO, generando  






- y NO, y la velocidad de producción de ONOO-, según la forma 
detallada en la sección 2.3.1.de esta discusión: 
[O2
-]ss  =   2 d[H2O2]/dt  /  (k1 [NO]  +  k2 [Mn-SOD]) 
y  [NO]ss  =   d[NO]/dt  /  (k1 [O2
-]  +  k3 [UQH2]  +  k4 [Cit a3-Fe
2+]) 
 
En la Tabla 41 se muestran las concentraciones de O2
- y de NO en estado 
estacionario estimadas para mitocondrias de corazón de ratas control y diabéticas. La 
concentración de NO en estado estacionario aumentó un 20% en mitocondrias de 
corazón de animales diabéticos, en concordancia con el aumento observado en la 
velocidad de producción mitocondrial de NO (Tabla 34) y con el aumento en la expresión 
de la enzima mtNOS (Figura 62). 
 
Tabla 41. Concentraciones en estado estacionario de NO y O2
- en la matriz mitocondrial 




-9 M) (10-11 M) 
Control 9.40 4.71 
Diabetes 11.4 21.3 
 
Adicionalmente, los valores de [O2
-]ss estimados se incrementaron 4 veces en los 
animales diabéticos respecto a los control. De esta forma, a pesar de la disminución 
observada en la actividad y concentración de la enzima Mn-SOD, el aumento en la 
velocidad de producción de H2O2 determinado en mitocondrias provenientes de corazón de 
animales diabéticos (Tabla 32) es consecuencia de una mayor concentración de O2
- en 
estado estacionario. 
Dado que el O2
- es capaz de reaccionar con el NO generando ONOO-, ésta podría 
ser la vía de metabolización del O2
- favorecida en mitocondrias de corazón de ratas 
diabéticas. Aunque en situaciones fisiológicas, sólo el 15% del O2
- generado en la 
mitocondria se metaboliza por esta vía, en situaciones en las que se observa una  
reducción de la actividad de Mn-SOD, dicha ruta metabólica podría estar exacerbada. Por 
ello, se calculó la velocidad de formación de ONOO- intramitocondrial, teniendo en cuenta 
la [NO]ss y la [O2





segundo orden de la reacción de formación de ONOO- (k1 =  1.9 x 10
10 M-1 s-1; Kissner y 
col., 1997), según: 
   d[ONOO-]/dt  =  k1 [O2
-]ss [NO]ss 
Como puede observarse en la Tabla 42, la velocidad de producción de ONOO-, fue 5 
veces mayor en las mitocondrias provenientes de los corazones de animales diabéticos 
respeto a las mitocondrias de corazón control.  
 
Tabla 42. Velocidad de formación de ONOO- en la matriz mitocondrial de corazón de 








Este resultado explica el incremento (58%) observado en la nitración de tirosinas en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos (Figura 63) y permite concluir que, en 
dichas mitocondrias, estaría exacerbada la vía de metabolización del O2
- por reacción con 
el NO. 
 
3.3. Biogénesis mitocondrial 
Luego de discutir acerca de la disfunción mitocondrial y de los cambios 
bioenergéticos observados en corazón de animales diabéticos disparados 
probablemente, como consecuencia de la hiperglucemia, fue de interés estudiar si podría 
desencadenarse la síntesis de nuevas mitocondrias como mecanismo compensatorio 
ante dichas modificaciones. El proceso de biogénesis mitocondrial puede evaluarse a 
través de distintos abordajes. En esta Tesis se estudió dicho proceso desde tres 
enfoques, determinando (a) la síntesis de novo de proteínas mitocondriales, (b) el análisis 
estereológico de mitocondrias de corazón, y (c) la expresión de factores de transcripción. 
En cuanto a la síntesis de novo de proteínas mitocondriales, se determinó la relación 
entre la actividad de citocromo oxidasa detectada en el homogeneizado total y la 
detectada en la fracción mitocondrial de corazón, la cual permite estimar la masa 
mitocondrial por gramo de tejido; el análisis estereológico de mitocondrias de corazón se 





microscopía electrónica de trasmisión; y se determinó la expresión de PGC-1α, uno de 
los factores de transcripción clave durante las etapas tempranas del proceso de 
biogénesis. 
Los resultados obtenidos muestran que la masa mitocondrial en corazón de los 
animales diabéticos es 47% mayor en comparación con animales control (Figura 64 C), 
indicando la existencia de un proceso de biogénesis mitocondrial en dicho tejido. Este 
resultado se refuerza con los datos obtenidos a partir del análisis estereológico de las 
microfotografías de tejido cardíaco. En dicho análisis se observó un incremento en la 
densidad volumétrica (30%) o fracción de volumen citosólico ocupado por mitocondrias 
en los corazones diabéticos, a pesar de que el tamaño de cada mitocondria en el corazón 
fue menor (23%). Así, la mayor densidad volumétrica observada en los corazones de 
animales diabéticos está dada por un mayor número de mitocondrias por unidad de área 
(52%). Adicionalmente, la densidad numérica, o número de mitocondrias por unidad de 
volumen, mostró un incremento del 66% en los corazones de los animales diabéticos, en 
concordancia con el incremento de la masa mitocondrial estimado a partir de la 
determinación de la actividad de citocromo oxidasa. Asimismo, se ha observado un 
incremento en la expresión del factor de transcripción PGC-1α (76%). Dicho factor es el 
principal regulador de la biogénesis mitocondrial en músculo cardíaco, músculo 
esquelético y tejido adiposo (Wu y col., 1999; Puigserver y col.,1998; Lehman y col., 
2000). El factor PGC-1α promueve el incremento en la densidad de volumen mitocondrial 
en cardiomiocitos. La expresión de este factor de transcripción se ha asociado en forma 
positiva a la captación y oxidación de glucosa (Ling y col., 2004), y a una mayor 
expresión del transportador de glucosa GLUT-4, presente en músculo estriado, músculo 
cardíaco y adipocitos. 
En otros modelos experimentales, tales como ante una situación de hipoxia crónica, 
se ha mostrado un aumento en el número de mitocondrias (Costa y col., 1988; Friedman 
y col., 1973; Lund y Tomanek, 1980) junto con una disminución en el tamaño individual 
de cada organela en ventrículo izquierdo. La mayor relación entre la superficie 
mitocondrial respecto al volumen citosólico, actúa como un mecanismo de adaptación 
que permite incrementar la capacidad de difusión intracelular de las moléculas de O2 en 
un menor período (Ou y Tenney, 1970; Lund y Tomanek, 1980). 
De esta forma, los resultados obtenidos indican que, con el fin de aumentar el 
número de mitocondrias y suplir la disfunción energética que ocurre como consecuencia 
de la hiperglucemia, se desencadena un proceso de biogénesis mitocondrial en el 
corazón de animales diabéticos. El proceso de biogénesis tiene como fin restablecer la 





intercambio de componentes de la membrana o de la matriz (Nakada, y col., 2001; Nisoli 
y col., 2004). En condiciones fisiológicas, y estimulando la biogénesis mitocondrial en 
líneas celulares utilizando DETA-NO como dador de NO, Nisoli y col. (2004) mostraron 
que este proceso genera mitocondrias funcionalmente activas. En este trabajo de Tesis 
se muestra la activación del proceso de biogénesis, evidenciada por el incremento en la 
expresión del factor de transcripción PGC-1α, el aumento de la masa mitocondrial por 
gramo de tejido, y el incremento en la densidad numérica y volumétrica de las 
mitocondrias. Sin embargo, dicho proceso no fue acompañado de una recuperación de la 
función mitocondrial. Cabe mencionar que el proceso de biogénesis desencadenado in 
vivo en un organismo, en situaciones fisiopatológicas, no necesariamente culmina con la 
generación de mitocondrias funcionalmente activas. De acuerdo con nuestros resultados, 
Bugger y Abel (2010) han observado un aumento en la biogénesis mitocondrial en 
cardiomiocitos provenientes de ratones diabéticos, sin aumento en la funcionalidad 
mitocondrial. Así, el incremento en el número de mitocondrias en el corazón de un animal 
diabético no implica la recuperación en la disponibilidad energética en el tejido. Aunque la 
biogénesis ocurre como un mecanismo compensatorio para recuperar la actividad de las 
mitocondrias y del tejido afectado, no siempre da como resultado mitocondrias 
competentes capaces de suplir los procesos requeridos, principalmente, cuando la 
hiperglucemia es sostenida. Si bien el incremento en el factor de transcripción PCG-1α 
induce el proceso de biogénesis mitocondrial, el mismo podría ser insuficiente, en el 
contexto de un corazón diabético, para compensar la demanda energética del tejido 
(Russell y col., 2004). Estudios realizados en ratones transgénicos que sobre-expresan 
PCG-1α, muestran que el proceso de biogénesis mitocondrial se encuentra activado, sin 
embargo la función mitocondrial no se recupera en igual magnitud (Russell y col., 2004). 
En este trabajo de Tesis, las mitocondrias provenientes de los animales diabéticos 
mostraron no solo alteraciones estructurales (sweeling mitocondrial, pérdida de crestas y 
disrupción de las membranas internas y externas) sino también disminución en la 
respiración mitocondrial, en la actividad de los complejos de transferencia de electrones y 
en la eficiencia de la fosforilación oxidativa, con una menor producción de ATP, llevando, 
de este modo, a alteraciones bioenergéticas cardíacas. Así, las alteraciones en la 
funcionalidad mitocondrial como consecuencia de la hiperglucemia, pueden explicar la 
disfuncionalidad cardíaca, y concluir que las disfunción mitocondrial precedería al 
desarrollo de la cardiomiopatía diabética, una de las complicaciones crónicas más 







3.3.1.  Participación del NO mitocondrial en el proceso de biogénesis 
Tal como se discutió anteriormente, en este trabajo se ha observado un aumento 
en la producción y en la concentración en estado estacionario del NO mitocondrial y un 
incremento en la expresión de mtNOS en tejido cardíaco provenientes de animales 
diabéticos, sugiriendo que el NO actuaría como molécula señalizadora difundiendo al 
citosol y activando la biogénesis, intentando restituir el balance energético (Figura 74).  
 
 
Figura 74. Esquema que ilustra el metabolismo mitocondrial de O2
-, NO y ONOO-, y 
participación del NO en la biogénesis mitocondrial que se produce como consecuencia 
de la hiperglucemia. 
 
Trabajos previos muestran que modificaciones en las concentraciones en estado 
estacionario de NO y de especies reactivas del oxígeno se asocian a cambios en el 
número de mitocondrias, en el número de copias del mtADN, y en la expresión de genes 
involucrados en la síntesis de proteínas de los complejos de la cadena respiratoria 
mitocondrial (Gadaleta y col., 1992; Lee y col., 2000). Nisoli y col. (2003; 2004) han 
mostrado que el NO generado por acción de la eNOS es capaz de estimular el proceso 
de biogénesis mitocondrial en una serie de tipos celulares, incluyendo el músculo 




























































de GMPc, activando una cascada de señalización que termina en la activación del factor 
PGC-1α. Dichos autores han mostrado que animales transgénicos eNOS-/- presentan una 
disminución en el número de mitocondrias, reducción en los niveles de mtADN, menor 
cantidad de citocromo oxidasa y de citocromo c y disminución de la reserva energética, 
en cerebro, corazón, hígado, riñón, y músculo gastrocnemio, comparado con animales 
control. 
El reconocimiento de la existencia de una NOS asociada a la membrana 
mitocondrial interna (mtNOS) es consistente con la regulación que ejerce el NO sobre la 
respiración mitocondrial, la fosforilación oxidativa y la biogénesis. La célula podría 
modificar su actividad en forma dinámica, a través de cambios en la concentración en 
estado estacionario de NO, el cual, actuando como un sensor de la disponibilidad 
metabólica y/o energética de la célula, regula el metabolismo celular a través del control y 
activación de la biogénesis mitocondrial (Nisoli y col., 2004). En las células, el NO 
contribuye con funciones especializadas de cada tipo celular, tales como, 
excitación-contracción en el músculo esquelético (Stamler y Meissner, 2001), liberación 
de neurotransmisores en neuronas (Prast y Philippu, 2001), liberación de citoquinas y 
mediadores de inflamación en el sistema inmune (Paolucci y col., 2000; Perrota y col., 
2004). Estas funciones celulares fisiológicas, requieren de adaptaciones ante las mayores 
demandas energéticas.  
De esta forma, perturbaciones del estado redox y energético mitocondrial pueden 
transmitirse al núcleo y/o al citosol e inducir una respuesta compensatoria inmediata o 
adaptativa. En este proceso, intervendrían segundos mensajeros tales como ATP, H2O2 y 
NO, y procesos involucrados en la homeostasis del Ca2+ y en la mantención de la relación 
NAD+/NADH (Yin, Boveris y Cadenas, 2014). 
 
4.  Relevancia de la asociación entre el complejo I y la mtNOS en fisiología y 
patología. Papel del NO mitocondrial y su relación con O2
- y ONOO- 
Los resultados incluidos en esta Tesis muestran que la enzima mtNOS no solo 
genera NO utilizando NADPH como dador de electrones, sino que es capaz de utilizar 
electrones provenientes de la cadena respiratoria, cuando la misma actúa de forma 
reversa. Esta observación sugiere que la enzima mtNOS estaría interaccionando no solo 
funcionalmente sino físicamente con proteínas del complejo I. La relación entre el 
complejo I y la mtNOS ha sido asociada al desarrollo de enfermedades 
neurodegenerativas (Navarro y Boveris, 2009; Navarro y col., 2010), en las cuales la 





disfuncionalidad en la respiración, se acompañan de una disminución y/o de un aumento 
en la producción mitocondrial de NO (Valdez y col., 2011b).  
En este trabajo de Tesis se ha mostrado que las mitocondrias de corazón de conejo 
sometido a atontamiento miocárdico, es decir a una isquemia/reperfusión moderada, son 
bioenergéticamente disfuncionales, hallándose reducido el consumo de O2 mitocondrial 
en estado 3 sostenido por malato-glutamato, y las actividades de complejo I y de mtNOS. 
Asimismo, se observó un incremento en la producción de H2O2, en la oxidación a lípidos y 
proteínas y en la nitración de tirosinas de membranas mitocondriales. 
Durante la isquemia se acumula succinato en la mitocondria, el cual es responsable 
del aumento en la producción de O2
- (vía flujo directo y reverso) y, consecuentemente, de 
H2O2, durante la reperfusión. Los primeros trabajos que muestran la producción de 
especies reactivas del oxígeno han sido llevados a cabo en mitocondrias funcionando en 
condiciones de flujo reverso de electrones (Hinkle y col. 1967; Boveris y col., 1976). La 
producción de O2
-, por parte del complejo I, es mayor cuando la cadena respiratoria 
funciona en forma reversa, reduciendo NAD+ a partir de los electrones provenientes de la 
oxidación de succinato, en comparación con la producción de O2
- que ocurre cuando los 
electrones fluyen desde el NADH al O2 (Lambert y Brand, 2004). Se ha publicado que la 
producción de H2O2 por mitocondrias de rata provenientes de corazón, cerebro, hígado y 
músculo esquelético, en condiciones de flujo reverso, varía entre 0.5 y 3.0 
nmol. min-1. mg proteína mitocondrial-1, y está finamente regulada por el potencial de 
membrana (Korshunov y col., 1997; Starkov y Fiskum, 2003; Hansford y col. 1997; Hirst y 
col., 2008). Aunque hay consenso en cuanto a la producción de O2
- por la enzima 
NADH-ubiquinona oxidorreductasa, tanto por flujo directo como por flujo reverso, aún 
existen controversias en cuanto a los sitios de generación de dicha especie en el 
complejo I (Ohnishi y col., 2010). La mayoría de los investigadores (Galkin y Brandt, 
2005; Grivennikova y Vinogradov, 2006; Kussmaul y Hirst, 2006) sostienen que el O2
- es 
generado en el sitio de unión de la flavina, mientras que otros (Genova y col., 2001; 
Lambert y Brant, 2004; Ohnishi y col., 2005; Ohnishi y col., 2010; Treberg y col., 2011) 
sostienen que el O2
- es generado a partir del centro Fe-S N2 y/o del sitio de unión de la 
ubiquinona en el complejo I. Más aún, Ohnishi y col. (2010) avalan la hipótesis que la 
generación de O2
- se da como consecuencia de un balance entre la flavoquinona (FMN) 
y la ubisemiquinona (UQH). Cuando el complejo I oxida NADH y la transferencia de 
electrones, posterior al sitio de generación de O2
-, está total o parcialmente bloqueada, la 
producción de O2
- ocurre por auto-oxidación de la FMN (Turrens y Boveris, 1980). Sin 
embargo, en condiciones de flujo reverso, cuando los electrones provienen de la 
oxidación de succinato en el complejo II, la producción de O2





auto-oxidación de la FMN, como por auto-oxidación de UQH en el complejo I (Turrens y 
Boveris 1980; Pryde y Hirst, 2011; Treberg y col., 2011; Dröse y col, 2014). Markevich y 
Hoek (2015), utilizando un modelo computacional, determinaron que la producción de O2
-
en el complejo I vía flujo directo de electrones, utilizando NADH como sustrato y en 
presencia de rotenona, es independiente del potencial de membrana. Dicha observación 
es compatible con datos experimentales que muestran que la presencia de 
desacoplantes no modifican la generación de especies reactivas del oxígeno (Votyakova 
y Reynolds, 2001; Vinogradov y Grivennikova, 2005). Sin embargo, la generación de O2
- 
vía flujo reverso en presencia de succinato es altamente dependiente del gradiente de 
protones (ΔpH) a través de la membrana interna, y del desacoplamiento o disminución de 
la fuerza protón-motriz (Δp) (Lambert y Brandt, 2004b; Treberg y col., 2011), siendo dicha 
producción máxima cuando el potencial de membrana es elevado (Votyakova y Reynolds, 
2001). 
El O2
- generado en el complejo I es principalmente, liberado a la matriz mitocondrial, 
mientras que el generado en el sitio Q0 del complejo III es liberado tanto hacia la matriz 
como al espacio intermembranas (St-Pierre y col., 2002; Muller y col., 2004; Han y col., 
2001). Por ello, se postula el O2
- que deriva del complejo III actúa principalmente como 
segundo mensajero, a través de oxidaciones y/o modificaciones reversibles sobre 
estructuras del espacio intermembranas o de la membrana externa, mientras que el O2
- 
que deriva del complejo I lleva, principalmente, a oxidación y/o modificaciones de 
componentes mitocondriales. Bleier y col. (2015) han mostrado que el O2
- producido, en 
condiciones de flujo reverso, en el complejo I, genera efectos mediados por la oxidación 
irreversible de tioles, afectando la actividad de proteínas de la matriz y de la membrana 
interna, así como daño oxidativo en el ADN mitocondrial. Las proteínas que forman parte 
de la cadena de transferencia de electrones poseen abundante cantidad de grupos tioles 
en sus estructuras. Particularmente, el complejo I de células de mamíferos, posee una 
gran cantidad de grupos tioles regulatorios capaces de actuar en vías de señalización 
redox en la mitocondria y aportando al pool antioxidante intracelular (Chen y Zweier, 
2014). 
En este contexto, la producción de NO sostenida por flujo reverso, en las cercanías 
del centro activo de la NADH-deshidrogenasa, contribuiría con la generación de ONOO- 
al reaccionar a velocidades cercanas al límite difusional con el O2
-. Se ha mostrado que 
en las mitocondrias, el ONOO- tiene una vida media menor que en otras organelas (t½ ~ 3 
a 5 ms) debido a que el entorno mitocondrial es especialmente rico en metaloproteínas, 
grupos tioles y CO2, con los que el ONOO
- puede reaccionar. Valdez y col., (2000) han 





ONOO- es 2-5 nM y se considera que concentraciones del orden de 20-100 nM de 
ONOO- llevan a nitración de proteínas y/o nitrosilación de grupos tioles, ocasionando 
disfunción mitocondrial y modificación en la homeostasis celular (Pacher y col., 2007). 
Por ello, un aumento en la producción de O2
- así como una disminución en el 
contenido de GSH, estarían involucrados en el pasaje de la regulación fisiológica 
reversible ejercida por el NO sobre la respiración mitocondrial, hacia la inhibición 
mitocondrial ocasionada por el ONOO- sobre el complejo I, inactivándolo por oxidación, 
nitración y/o S-nitrosación, sea esta inhibición reversible o irreversible (Xie y Wolin, 1996; 
Xie y col, 1998; Clementi y col., 1998). 
Los mecanismos por los cuales el ONOO- puede inhibir al complejo I no están 
dilucidados. Sin embargo, se ha propuesto, que el complejo I puede inhibirse 
reversiblemente por S-nitrosación, proceso que revierte por exposición a la luz o a grupos 
tioles reducidos, tales como GSH o DTT; o irreversiblemente, por nitración de tirosinas 
y/u oxidación de centros Fe-S (Brown y col., 2007). La inactivación del complejo I, por 
formación de S-nitrosotioles, lleva a un aumento en la producción de O2
- generando un 
ambiente en el cual se produce daño oxidativo mitocondrial (Hartley y col., 1994), con 
importantes consecuencias fisiológicas y fisiopatológicas para la célula. La inhibición del 
complejo I por nitración de tirosinas es causado por el ONOO- generado en la cercanía de 
dicho complejo (Yamamoto y col., 2002). Riobó y col. (2001) han mostrado, utilizando 
mitocondrias aisladas de corazón, de cerebro y de hígado de rata, que dicha inhibición se 
evita si se utilizan atrapadores de ONOO-, tales como ácido úrico y GSH (Borutaite y col., 
2000). Por otro lado, se ha observado, utilizando EPR, que elevadas concentraciones de 
NO pueden llevar a la oxidación y/o daño de centros Fe-S del complejo I, por unión y 
desplazamiento del Fe, ocasionando modificaciones estructurales de dicho complejo así 
como su inactivación (Welter y col., 1996; Brown, 2007). 
De esta forma, cualquiera fuese el mecanismo, la formación de ONOO- en las 
cercanía del complejo I, dado como consecuencia de un aumento en la generación de O2
- 
y/o de NO, lleva a reducción de la respiración mitocondrial dependiente de malato-
glutamato, reducción de la actividad de NADH-citocromo c reductasa, incremento en los 
niveles de oxidación a proteínas y lípidos y aumento en la nitración de proteínas. Así, el 
atontamiento miocárdico podría asociarse a la condición de disfuncionalidad mitocondrial 
denominada “síndrome del complejo I” (Boveris y col., 2010). No solo estudios realizados 
en modelos experimentales de enfermedades neurodegenerativas (Schapira y col., 1990; 
Schapira y col., 1990b; Cooper y col., 1992; Carreras y col., 2004; Schapira 2008b; 





envejecimiento (Boveris y Navarro, 2008) y sepsis (Vanasco y col., 2012), muestran 
mitocondrias disfuncionales con las características incluidas en dicho síndrome. 
Por otro lado, la disfunción cardíaca observada en animales diabéticos fue 
acompañada de una disfunción mitocondrial con disminución en el consumo de O2 
mitocondrial en estado 3 utilizando tanto malato-glutamato como succinato como 
sustratos, reducción en la actividad de los complejos I-III, II-III y IV de la cadena 
respiratoria, disminución en el potencial de membrana y en la generación de ATP. 
Asimismo, se observó un aumento en la velocidad de producción de H2O2, y en la 
concentración de O2
- en estado estacionario. Sin embargo, cabe mencionar que en este 
modelo, la disfunción mitocondrial fue más severa, y a diferencia del atontamiento 
miocárdico, en el modelo crónico de diabetes se encontró una mayor producción y estado 
estacionario de NO junto a un aumento en la expresión de mtNOS. El aumento de [O2
-]ss 
y de [NO]ss llevan a un aumento de 5 veces en la velocidad de producción de ONOO
-, en 
mitocondrias de corazón de animales diabéticos respecto a los controles, contribuyendo 
con la inactivación del complejo I. El aumento en la producción de NO mitocondrial podría 
responder a los cambios bioenergéticos y a la disfunción mitocondrial observada en 
corazón de animales diabéticos, a fin activar las cascadas de señalización que culminan 
con el proceso de biogénesis mitocondrial, para generar nuevas mitocondrias y suplir las 
demandas energéticas del corazón diabético. Es sabido que la mitocondria genera 
segundos mensajeros, tales como H2O2 y NO, los cuales están involucrados en vías de 
señalización sensibles a cambios redox, o como la relación ADP/ATP, la cual forma parte 
de vías sensibles a cambios energéticos (Yin y col., 2014), involucrados en las vías de 
señalización celular, coordinando respuestas mitocondriales con otros procesos 
celulares, llevando a adaptación, proliferación, diferenciación y/o muerte celular. 
Una diferencia a enfatizar entre el modelo de estrés oxidativo “reversible” 
ejemplificado con el atontamiento miocárdico y el modelo de estrés oxidativo en diabetes 
que lleva a un daño “irreversible”, es que aunque en ambos se observó disfunción 
mitocondrial, en el primero, la disfunción es moderada, mientras que en el segundo la 
disfunción mitocondrial es severa, probablemente debido a la persistencia de la 
hiperglucemia (Figura 75). En el atontamiento miocárdico se afecta la respiración 
mitocondrial por disfuncionalidad del complejo I, con incremento en la producción de 
H2O2, y reducción en la producción de NO, este ultimo ejerciendo su función regulatoria 
sobre la cadena de transferencia de electrones, a través de una menor inhibición sobre la 
citocromo oxidasa, de modo de restaurar el balance redox y energético mitocondrial. En 
el modelo de diabetes, la disfunción mitocondrial incluye la modificación de la actividad de 





producción y estado estacionario de NO (con incrementada expresión de mtNOS) y 
reducción en la producción de ATP. En este caso, el aumento de la generación de NO 
mitocondrial y su difusión al citosol, sería la señal “distintiva” que activaría al factor 
PGC-1α y desencadenaría la síntesis de nuevas mitocondrias. 
Para concluir, la expresión y/o actividad de mtNOS en el cardiomiocito es regulada 
en situaciones fisiológicas y/o patológicas; y a su vez, el producto de su acción catalítica, 
el NO, modula la función mitocondrial, inhibiendo la respiración a través de sus efectos 
sobre los complejos IV y III. La asociación funcional entre el complejo I y la mtNOS podría 
explicar el papel regulador del NO y/o ONOO- sobre la cadena respiratoria en situaciones 
fisiológicas, y la inactivación irreversible del complejo I en situaciones fisiopatológicas. De 
esta forma, se regula la eficiencia de la cadena respiratoria mitocondrial, la síntesis de 
ATP y la producción de especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno. Perturbaciones 
del estado redox y energético mitocondrial pueden transmitirse al núcleo y/o al citosol e 
inducir una respuesta compensatoria inmediata o adaptativa. Por lo tanto, modificaciones 
en la producción y/o estado estacionario de los segundos mensajeros H2O2 y/o NO, 
serían parte del mecanismo bioquímico subyacente a enfermedades cardiovasculares 
asociadas a fallas energéticas cardíacas.  
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1. Las partículas ETPH obtenidas a partir de mitocondrias de corazón bovino producen 
NO en situaciones fisiológicas. Dicha producción es sostenida por los electrones 
cedidos por el NADPH, el clásico dador de electrones de la enzima mtNOS, así como 
por los electrones provenientes de la cadena respiratoria funcionando en condiciones 
de flujo reverso. 
2. La producción de NO fue detectada no solo en mitocondrias y partículas ETPH, sino 
también en la fracción enriquecida en complejo I. Las tres preparaciones fueron 
reconocidas por anticuerpos anti-nNOS, infiriendo acerca de la presencia de la 
mtNOS en la fracción enriquecida en complejo I. 
3. La mtNOS podría interaccionar físicamente con proteínas del complejo I, formando 
parte de un supercomplejo, pudiendo aceptar electrones provenientes del flujo 
reverso de la cadena respiratoria, para su actividad enzimática. La asociación 
mtNOS-complejo I podría ser otro de los mecanismos reguladores del NO y/o de 
especies derivadas de su metabolismo (ONOO-), sobre la cadena respiratoria 
mitocondrial. Asimismo, podría explicar los mecanismos involucrados en la 
patogénesis de enfermedades asociadas al “síndrome del complejo I”, en el cual 
tanto la actividad del complejo I como la actividad de mtNOS se hallan modificadas. 
 
4. En el modelo de atontamiento miocárdico en corazón de conejo, la 
isquemia/reperfusión moderada lleva a una disfunción ventricular reversible 
acompañada de disfuncionalidad mitocondrial, con disminución progresiva en cada 
tiempo de isquemia/reperfusión, de la respiración mitocondrial en estado 3 sostenida 
por malato-glutamato, de la actividad del complejo I, y de la actividad bioquímica y 
funcional de la mtNOS; e incremento de la producción de H2O2, oxidación a lípidos y 
proteínas y nitración de tirosinas de membranas mitocondriales. Los cambios en la 
función mitocondrial observados en el atontamiento miocárdico son compatibles con 
los descriptos para el “síndrome del complejo I”, situación previamente observada en 
mitocondrias de áreas cerebrales en enfermedades neurodegenerativas. 
5. Las actividades de complejo I y de mtNOS en corazón de conejo sometido a 
atontamiento miocárdico mostraron el mismo perfil de inhibición. Este hecho refuerza 
la idea de la interacción estructural y funcional entre ambas proteínas, así como de la 
co-localización en la producción de O2





modificaciones reversibles o irreversibles de dicho complejo. En los cardiomiocitos, la 
disfuncionalidad mitocondrial lleva a una disminución en la capacidad de generar la 
energía suficiente para la contracción cardíaca. 
6. La adición de adenosina, previo a la isquemia y durante toda la reperfusión, al medio 
de perfusión, atenuó no sólo la disfunción ventricular sino también la disfunción 
mitocondrial detectada luego de 15 min de isquemia y 30 min de reperfusión. De esta 
forma, la adenosina mostro ser un buen cardioprotector, preservando a las 
mitocondrias de la aparición del “síndrome del complejo I” como consecuencia de la 
reperfusión. 
 
7. En el modelo de Diabetes inducida por estreptozotocina, considerado como una 
situación fisiopatológica que lleva a un daño irreversible, se observaron cambios en 
la función ventricular cuando los corazones de los animales diabéticos fueron 
sometidos a una sobrecarga de trabajo, simulado por un estímulo β-adrenérgico. 
Dicha disfunción se evidencio como una menor reserva contráctil y lusitrópica 
respecto a los corazones control. 
8. En el modelo de Diabetes se observó disfunción mitocondrial en corazón, la cual 
incluye la reducción de la actividad de todos los complejos mitocondriales, el 
incremento en la producción de H2O2, el aumento en la producción y estado 
estacionario de NO, con incrementada expresión de mtNOS, y la reducción en la 
producción de ATP. En este caso, el aumento de la generación de NO mitocondrial y 
su difusión al citosol, sería la señal “distintiva” que activaría al factor PGC-1 y 
desencadenaría la síntesis de nuevas mitocondrias. 
9. Existe un incremento en la biogénesis mitocondrial, con aumento de la masa y 
generación de nuevas mitocondrias, en corazón de ratas diabéticas. En este 
proceso, el aumento de la generación de NO mitocondrial y su difusión al citosol, 
sería la señal “distintiva” que activaría al factor PGC-1 y desencadenaría la síntesis 
de nuevas mitocondrias, las cuales no son funcionalmente activas.  
10. Las alteraciones mitocondriales observadas en los corazones de ratas diabéticas 
podrían preceder a la instauración de la cardiomiopatía diabética, la cual es una de 
las complicaciones crónicas más frecuentes y una de las primeras causas de muerte 






11. La expresión y/o actividad de mtNOS en el cardiomiocito es regulada en situaciones 
fisiológicas y patológicas; y a su vez, el NO modula la función mitocondrial, 
inhibiendo la respiración mitocondrial a través de sus efectos sobre los complejos IV, 
III y I. De esta forma, se regula la eficiencia de la cadena respiratoria mitocondrial, la 
síntesis de ATP y la producción y concentración en estado estacionario de especies 
reactivas del oxígeno y del nitrógeno. Dentro de éstas, el H2O2 y NO son especies 
señalizadores mitocondria-citosol, que actúan coordinando funciones mitocondriales 
y otros procesos celulares, tales como la biogénesis mitocondrial.  
12. Modificaciones del metabolismo energético mitocondrial pueden ser la base de las 
fallas energéticas cardíacas asociadas a enfermedades cardiovasculares. En este 
escenario, el NO generado por la propia mitocondria y la enzima generadora, la 
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El corazón, para poder suplir la demanda metabólica y contráctil, depende de las 
concentraciones de O2 y ATP. Las mitocondrias son las organelas encargadas de 
producir ATP y son los sitios subcelulares más activos en cuanto a la producción de 
especies reactivas derivadas del oxígeno (O2
- y H2O2) y del nitrógeno (NO y ONOO
-). Por 
lo cual, alteraciones en su función pueden llevar a la disfunción bioenergética del corazón 
y falla cardiaca. El complejo I es el primer complejo multienzimático de la cadena 
respiratoria, con un papel central en la producción de energía celular, siendo, a su vez, 
uno de los sitios de generación de O2
-. El NO es generado por la óxido nítrico sintasa 
mitocondrial (mtNOS), localizada en la membrana interna mitocondrial, cuya actividad y/o 
expresión es regulada en situaciones fisiológicas, patológicas y farmacológicas. El NO 
modula la función y el metabolismo energético ya que inhibe la actividad de citocromo 
oxidasa y la transferencia de electrones entre los citocromos b y c, impactando, de esta 
forma, en las concentraciones en estado estacionario del propio NO y de otras especies 
reactivas, tales como O2
-, H2O2 y ONOO
-. 
La hipótesis de trabajo sostiene que la mtNOS interacciona física y funcionalmente 
con subunidades del complejo I mitocondrial, explicando otro de los mecanismos 
reguladores del NO sobre la cadena respiratoria en situaciones fisiológicas, y la 
disfunción del complejo I asociada a cambios en la producción mitocondrial de NO, 
observada en situaciones fisiopatológicas. 
El objetivo fue estudiar la relación funcional entre el complejo I y la mtNOS, en 
situaciones fisiológicas y patológicas, desde un aspecto bioenergético y haciendo 
hincapié en el metabolismo de especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno, en 
mitocondrias de corazón. Se abordó el estudio desde un punto de vista fisiológico 
(capítulo I) y a través de dos modelos experimentales, que simulan situaciones 
fisiopatológicas de estrés oxidativo: atontamiento miocárdico (capítulo II) y diabetes 
(capítulo III). 
En el capítulo I se analizó la interacción funcional entre la mtNOS y las proteínas 
del complejo I utilizando partículas fosforilantes invertidas (ETPH). Se observó que dichas 
partículas producen NO, utilizando tanto los electrones cedidos por el sustrato fisiológico 
de las NOS, el NADPH, como los electrones provenientes de la cadena respiratoria 
funcionando en condiciones de flujo reverso. Tanto la actividad NAD+ reductasa como la 






rotenona. Adicionalmente, la actividad de mtNOS fue detectada en la fracción 
mitocondrial enriquecida en complejo I, la cual fue reconocida por anticuerpos anti-nNOS. 
Estos resultados avalan que la mtNOS y proteínas del complejo I estarían contiguas, 
interaccionando funcionalmente, permitiendo a la mtNOS aceptar electrones provenientes 
de la cadena respiratoria para su actividad enzimática. 
En el capítulo II se estudió la funcionalidad mitocondrial en un modelo de 
atontamiento miocárdico. La disfunción ventricular se acompañó de disfunción 
mitocondrial, caracterizada por disminución del consumo de O2 en estado 3 sustentado 
por malato-glutamato y de las actividades de complejo I y de mtNOS; y por aumento en la 
generación de H2O2, en la oxidación a proteínas y lípidos y en la nitración de tirosinas. 
Los cambios en la función mitocondrial son compatibles con los descriptos para el 
“síndrome del complejo I”, situación previamente observada en mitocondrias de áreas 
cerebrales en enfermedades neurodegenerativas. Cabe mencionar que la actividad del 
complejo I y las actividades bioquímica y funcional de mtNOS disminuyeron en forma 
conjunta y progresiva, alcanzando un máximo de reducción a los 30 min de reperfusión. 
Estos resultados refuerzan la idea de la interacción estructural y funcional entre el 
complejo I y la mtNOS, así como de la co-localización en la producción de O2
- y NO, 
generando ONOO-, llevando a modificaciones reversibles o irreversibles de dicho 
complejo. Por otro lado, la administración de adenosina revirtió las alteraciones 
ventriculares y mitocondriales observadas en el atontamiento miocárdico, preservando a 
las mitocondrias de la aparición del “síndrome del complejo I”. 
En el capítulo III se evaluó la funcionalidad y biogénesis mitocondrial cardiaca en 
diabetes inducida por estreptozotocina. En los corazones de los animales diabéticos se 
observó disfunción en la reserva contráctil y lusitrópica ante una sobrecarga de trabajo, 
acompañada de una disminución en el consumo de O2 tisular y mitocondrial, en las 
actividades de los complejos mitocondriales, en la producción de ATP, y en la eficiencia 
de la fosforilación oxidativa; así como de un aumento en la generación de H2O2 y NO. 
Asimismo, se evidenció incremento en la masa mitocondrial, en la densidad numérica y 
volumétrica y en la expresión del factor PCG-1α, junto con la presencia de daño 
mitocondrial.  
Una diferencia a enfatizar entre el modelo de atontamiento miocárdico y el de 
diabetes es que aunque en ambos se observó disfunción mitocondrial, en el primero, la 
disfunción mitocondrial fue acompañada de una reducción en la actividad de mtNOS y en 
el estado estacionario de NO, mientras que en el segundo, la disfunción mitocondrial 
conlleva a un aumento en la producción y estado estacionario de NO, con incrementada 






disfunción ventricular revierte, el NO podría estar ejerciendo su función regulatoria sobre 
la cadena de transferencia de electrones, a través de una menor inhibición sobre la 
citocromo oxidasa, de modo de restaurar el balance redox y energético mitocondrial. Por 
el contrario, en el modelo de diabetes, el aumento en la generación de NO mitocondrial y 
su difusión al citosol, sería la señal “distintiva” que activaría al factor PGC-1 y 
desencadenaría la biogénesis mitocondrial. Ante la persistencia de la hiperglucemia, las 
nuevas mitocondrias generadas no serían funcionalmente activas, pudiendo explicar el 
daño en el metabolismo energético cardíaco observado en la Diabetes. 
Para concluir, perturbaciones del estado redox y energético mitocondrial pueden 
transmitirse al núcleo y/o al citosol e inducir una respuesta compensatoria inmediata o 
adaptativa. En este proceso, modificaciones en la producción y/o estado estacionario de 
los segundos mensajeros H2O2 y/o NO, serían parte del mecanismo bioquímico 
subyacente a enfermedades cardiovasculares asociadas a fallas energéticas cardíacas. 
En este contexto, la asociación funcional entre el complejo I y la mtNOS podría explicar el 
papel del NO y/o ONOO- en la regulación fisiológica de la cadena respiratoria, y en la 
inactivación irreversible del complejo I en situaciones fisiopatológicas. 
 
